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 Por el interés creciente de las enfermedades transmitidas por garrapatas (Parola y 
Raoult, 2001), durante el periodo 1996-2002 nuestro laboratorio estableció convenios 
sucesivos con la consejería de Sanidad de la Junta de Castilla y León a fin de determinar: 
 
1. las especies de garrapatas que pican a las personas en la comunidad 
2. los patógenos presentes en los ejemplares recogidos sobre personas 
3. las posibilidades de la serología para averiguar si las personas han sido picadas por 
garrapatas. 
 
 Para llevar a cabo las determinaciones señaladas, durante el período indicado fueron 
enviados a nuestro laboratorio todos los ejemplares de garrapatas recogidos sobre personas en 
los centros de salud y hospitales de la comunidad y también, durante los tres primeros años 
del estudio, muestras de suero de personas que habían sido picadas por garrapatas. 
 
 El objetivo de nuestro trabajo es el de dar cuenta de las determinaciones realizadas, 
determinaciones que muestran como novedad los siguientes aspectos. 
 
1. En relación con las especies que pican a personas en la comunidad. 
 
Aunque son muchas las especies estudiadas como transmisoras de enfermedades a las 
personas, y por tanto, que pican a las mismas, sin embargo, hasta la fecha no se había hecho 
ningún estudio sobre la prevalencia de los parasitismos por las diferentes especies, o los 
realizados están basados en muestras reducidas tomadas, además, en regiones y países en los 
que sólo abundan unas pocas especies (como es el caso de Ixodes ricinus y Haemaphysalis 
punctata en la mayoría de los países europeos). Frente a esa situación, nuestro estudio 
presenta como novedad el estar basado sobre la mayor muestra –que nosotros sepamos- hasta 
ahora analizada (3059 ejemplares) procedente, por otra parte, de una región con una gran 
variedad de especies al converger en ella tanto las propias de climas húmedos como las de 
clima mediterráneo (Encinas-Grandes, 1986), particularidad que consideramos interesante a 
la hora de establecer las épocas y zonas de riesgo de transmisión de enfermedades en las 
diferentes zonas o comarcas de la comunidad. 
 
2. En relación con los patógenos que pueden transmitir a las personas. 
 
Aunque en los últimos años se han realizado multitud de estudios sobre los patógenos 
que pueden transmitir las garrapatas en las diferentes regiones y países de Europa y en otras 
partes del mundo (Sparagano et al., 1999; Parola y Raoult, 2001), sin embargo en la mayoría 
de los trabajos sólo se aborda el estudio de la prevalencia de uno (por ejemplo, Borrelia 
burgdorferi) o unos pocos patógenos, normalmente las de aquellos cuyo hallazgo se 
considera como más probable a la vista de las especies de garrapatas predominantes en el 
lugar o de los datos existentes sobre la prevalencia de una determinada enfermedad. 
 
 En Castilla y León, por su riqueza en garrapatas, en principio no cabe excluir la 
presencia de ninguno de los patógenos transmitidos por estos organismos. Por ello en nuestro 
estudio en todos los ejemplares analizamos, por PCR, si eran portadores de Borrelia 
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burgdorferi sensu lato, Anaplasma phagocytophila, Rickettsia sp. y, a raíz del brote de 
tularemia que se registró en la comunidad (Boletín epidemiológico semanal, 1997, vol. 5, nº 
26) también analizamos la presencia de Francisella tularensis. En definitiva, de nuestro 
estudio sólo excluimos a los virus, al no haberse encontrado a éstos en zonas próximas a 
nuestra comunidad (Flavivirus en el País Vasco, Barral et al; 2000) o por no existir 
evidencias clínicas de su presencia en ella (como de los Coronavirus, Picornavirus, etc). 
 
 Respecto a los patógenos buscados, cuando nos fue posible procedimos también a la 
determinación de las especies (Rickettsia sp.) y genoespecies (Borrelia burgdorferi sensu 
lato) porque, a la vista de las particularidades que cada día se asocian a éstas, consideramos 
que así podríamos ofrecer una mejor información sobre lo que ocurre en la comunidad. 
 
3. En relación con el diagnóstico por serología de las personas picadas por garrapatas. 
 
El conocimiento de si las personas han sido o no picadas por una garrapata es un 
asunto de interés en relación con el diagnóstico de las enfermedades transmitidas por estos 
organismos y, también, por ejemplo, con el establecimiento de la causa de algunas reacciones 
anafilácticas (Moneret-Vautrin et al., 1998). Aunque en principio cabe pensar que las 
personas saben si han sido o no picadas por una determinada especie de garrapata, sin 
embargo, en la práctica, la realidad es muy distinta y lo es por diferentes motivos. Primero, 
porque la mayoría de las personas cuando observan su parasitismo por una garrapata -como 
es frecuente cuando las formas implicadas son adultos de garrapatas duras- las retiran sin 
llevarlas a un centro adecuado para su identificación, con lo cual todo lo que resulta posible 
saber es que han sido picadas por una garrapata, pero no por cual, y esto puede ser de interés 
sobre todo en relación con las reacciones anafilácticas. Segundo, porque el parasitismo pasa 
muy frecuentemente desapercibido, bien por el pequeño tamaño de las formas implicadas 
(inmaduros de cualquiera de las dos familias -Ixodidae y Argasidae-) o por la brevedad de los 
contactos parásito-hospedador (10-30 minutos en cualquiera que sea la fase evolutiva de 
Ornithodoros erraticus como argásido más representativo en Castilla y León). 
 
 En definitiva, y por los motivos expuestos, cuando en muchos casos interesa conocer 
si una persona ha sido o no picada por una garrapata, la única alternativa que existe para ello 
es la serología. 
 
 En el caso de O. erraticus, y tras los trabajos de Canals et al. (1990), Pérez-Sánchez et 
al. (1992, 1994) y Baranda et al. (1997, 2000) resultaba claro que la determinación por 
serología de las personas picadas por el argásido era perfectamente viable. En el caso de las 
garrapatas duras la determinación aludida también parecía viable puesto que se sabe que estas 
garrapatas inducen respuestas humorales detectables tanto en animales (Sanders et al., 1998) 
como en personas (Lane et al., 1999; Schwartz et al., 1993). No obstante, las particularidades 
de las respuestas humanas apenas han sido estudiadas y tales respuestas pueden mostrar 
características propias como son las derivadas del hecho de que las personas sólo suelen ser 
picadas por un ejemplar, que además la mayoría de las veces se retira a las pocas horas 
postfijación. En nuestro trabajo, y dentro de lo posible, analizamos por primera vez esas 





En esta memoria, también aportamos datos sobre los patógenos hallados en algunos 
ectoparásitos distintos de garrapatas que ocasionalmente fueron enviados a nuestro 
laboratorio por diversas causas (casos de Neotrombícula autumnalis y Haematopinus suis). 
Por último, también se suministran datos acerca de los patógenos investigados en garrapatas 
recogidas sobre animales y que nos fueron enviadas para su identificación y análisis por 
motivos que se indicarán oportunamente.  
 





















 Las principales características biológicas y epidemiológicas de las bacterias 
incluidas en nuestro estudio (Borrelia burgdorferi sensu lato, Anaplasma (Ehrlichia) 
phagocytophila, Rickettsia sp. y Francisella tularensis), así como la historia y 
particularidades clínicas de las diversas enfermedades que producen se revisan en los 
puntos I al IV de este capítulo. También se incluye, en el punto V, una síntesis de lo 
conocido acerca de la respuesta humoral humana frente a las picaduras de garrapata y del 
uso de los anticuerpos anti-ixódido como marcadores biológicos del riesgo de adquisición 
de patógenos transmitidos por garrapatas. 
 
I. Enfermedad de Lyme y Borrelia burgdorferi. 
 
Entre las enfermedades infecciosas emergentes transmitidas por garrapatas, una 
que ha cobrado especial importancia por su alta incidencia, extensa distribución y 
gravedad de sus manifestaciones clínicas es la enfermedad de Lyme. Desde su descripción 
original en 1975 por Steere et al. (1977) y el aislamiento de su agente etiológico, la 
espiroqueta denominada Borrelia burgdorferi (Burgdorfer et al., 1982), la enfermedad de 
Lyme se ha convertido en la infección transmitida por artrópodos más frecuentemente 
diagnosticada en Estados Unidos, donde se registran más de 15.000 casos anuales (Orloski 
et al., 2000), y en una de las más frecuentes en Europa, donde se estima que ocurren unos 
50.000 casos cada año (O’Connell et al., 1998). Por su indiscutible interés sanitario, la 
enfermedad de Lyme y Borrelia burgdorferi se han convertido, durante las últimas 
décadas, en objetos de intensa investigación, lo que ha permitido avanzar en su 
conocimiento y acumular abundante información (unas 3000 citas bibliográficas 
registradas en MEDLINE durante el periodo 1995-2002). Dicha información cubre todos 
los aspectos relativos a esta enfermedad, desde la taxonomía y caracterización molecular 
del agente, cuyo genoma ya ha sido completamente secuenciado (Fraser et al., 1997; 
Casjens et al., 2000), hasta los aspectos clínicos (curso de la infección, mecanismos de 
patogenicidad, síntomas, diagnóstico, tratamiento, etc.), epidemiológicos (distribución, 
reservorios, vectores, ciclos de transmisión) y medidas de lucha contra la enfermedad 
(frente a la que ya se ha obtenido una vacuna recombinante basada en una de las 
numerosas lipoproteínas de la superficie de la membrana externa de B. burgdorferi -la 
OspA-, que induce en las personas una protección de hasta el 74%, (Steere et al., 1998; 
Steere, 2001). 
 
 De todos los aspectos aludidos, consideramos pertinente revisar sólo aquellos que 
tienen una relación directa con los objetivos de la presente tesis doctoral que, en lo que a 
B. burgdorferi se refiere, consisten en averiguar cuáles son las genoespecies presentes en 
Castilla y León y qué especies de garrapatas las transmiten a las personas. Por este motivo, 
tras comentar la historia y principales características clínicas de la enfermedad de Lyme, 
nos centraremos en la taxonomía y el patrón epidemiológico de Borrelia burgdorferi, 
prestando especial atención a su situación en España a fin de interpretar adecuadamente 
nuestros propios hallazgos. Por último, recopilamos y comentamos los métodos más 
utilizados para la detección molecular de B. burgdorferi en garrapatas. El resto de los 
aspectos relativos a B. burgdorferi y la enfermedad de Lyme, al quedar fuera de los 
objetivos de este trabajo y haber sido revisados recientemente por otros autores (Fraser et 
al., 1997; Schmidt, 1997; Nadelman & Wormser, 1998; Wang et al., 1999a; Shapiro & 
Gerber, 2000; Steere, 2001 y Parola & Raoult, 2001; Weber, 2001), no los incluimos o los 
comentamos sólo de forma marginal. 
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1. HISTORIA DE LA ENFERMEDAD DE LYME. 
 
Es un hecho conocido que las primeras descripciones de algunas de las 
manifestaciones clínicas de la enfermedad de Lyme, como el eritema migratorio o la 
acrodermatitis crónica atrófica, se registraron ya en Europa desde finales del siglo XIX 
(Weber y Pfister, 1993; Wang et al., 1999a). También en Europa, durante las décadas 
siguientes se describieron algunos casos de meningitis y de meningoradiculitis linfocítica 
(también llamada síndrome de Bannwarth), que se presentaban asociadas a casos de 
eritema migratorio en personas picadas por garrapatas (Garin y Bujadoux, 1922; 
Hellerström, 1930; Bannwarth, 1941). Esta asociación hizo sospechar que todos estos 
síntomas podían ser manifestaciones de una misma infección y que dicha infección era 
transmitida por artrópodos. La naturaleza del agente infeccioso se intuyó por primera vez 
en la década de los cuarenta cuando Lennhoff (1948) aisló espiroquetas de un caso de 
eritema migratorio y propuso que éstas podían ser su causa. 
 
Sin embargo, y a pesar de contar en Europa con estos antecedentes, la primera 
descripción sistemática de la enfermedad de Lyme fue realizada en Estados Unidos por  
Steere et al. (1977) tras el estudio de una epidemia de artritis reumatoide acompañada de 
eritema migratorio que afectó a un grupo de personas, mayoritariamente adolescentes, que 
habían sido picadas por garrapatas en el condado de Lyme, Connecticut. Poco después se 
aisló (Burgdorfer et al., 1982) e identificó (Johnson, 1984) al agente etiológico como una 
nueva especie de espiroqueta a la que se denominó Borrelia burgdorferi. 
 
Desde entonces se han diagnosticado en Norteamérica, Europa y, en menor 
medida, Asia (Nadelman y Wormser, 1998) miles de casos de enfermedad de Lyme y se 
han establecido sus principales características clínicas. Así mismo, se han aislado por todo 
el mundo cientos de cepas de B. burgdorferi obtenidas a partir de diferentes muestras 
biológicas (tejidos humanos, roedores, aves, reptiles y garrapatas) y se ha comprobado que 
existe una gran variabilidad genética (y fenotípica) entre los aislados, lo que ha conducido 
a la diferenciación de varios grupos genómicos o genoespecies a los que colectivamente se 
denominan como Borrelia burgdorferi sensu lato (Wang et al., 1999a). 
 
2. CARACTERÍSTICAS CLÍNICAS DE LA ENFERMEDAD DE LYME. 
 
De acuerdo con Steere (1989, 1994, 2001), Stanek et al. (1996), Nadelman y 
Wormser, (loc. cit.) y Wang et al. (1999a), la borreliosis de Lyme es una infección 
multisistémica que, en las personas, puede diseminarse por la piel, el corazón, el sistema 
nervioso y las articulaciones, dando lugar a un amplio y variado conjunto de 
manifestaciones clínicas. El curso de la infección se divide en tres fases: una fase inicial o 
aguda (días-semanas) en la que el síntoma más frecuente, el eritema migratorio, es 
acompañado en ocasiones por manifestaciones sistémicas similares a las de un síndrome 
pseudogripal (fatiga, fiebre, artralgias, mialgias y cefalea); una fase de diseminación 
temprana (semanas-meses) en la que pueden aparecer síntomas cardiacos (bloqueo 
atrioventricular, miocarditis y, más raramente, cardiomegalia y pancarditis fatal), 
neurológicos (neuropatía craneal, meningitis y meningoradiculitis –parálisis facial uni o 
bilateral-), cutáneos (eritema migratorio múltiple y linfocitoma) y articulares (artritis). La 
evolución de estos síntomas, en ausencia de tratamiento, es variable: algunos desaparecen 
espontáneamente (meningitis, eritema migratorio), mientras que otros recidivan (artritis) o 
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evolucionan hacia cuadros más complicados, entrando en una fase crónica (meses-años) 
en la que las manifestaciones clínicas más frecuentemente descritas son la acrodermatitis 
crónica atrófica (en las extremidades), la artritis crónica (sobre todo en las rodillas y los 
hombros) y las alteraciones neurológicas, básicamente de tres tipos como son: la 
neuropatía periférica (una polineuropatía axonal crónica que se manifiesta con parestesias 
distales, dolor radicular espinal y pérdidas sensoriales y motoras), la encefalomielitis 
crónica (que provoca deficiencias cognitivas y paraparesis espásticas –debilidad y parálisis 
de la parte inferior del cuerpo-) y la encefalopatía de Lyme (que produce esencialmente 
pérdidas de memoria y trastornos cognitivos). 
 
La presentación clínica de la enfermedad de Lyme es muy variable, puesto que: (i), 
no todas las personas infectadas con B. burgdorferi desarrollan manifestaciones clínicas; 
en Norteamérica, al menos el 10% de los seropositivos son asintomáticos (Steere, 2001), 
mientras que en Europa este porcentaje puede llegar a ser mucho más alto (Rath et al., 
1996; Zhioua et al., 1997; Steere, loc.cit.); (ii), los pacientes sintomáticos no desarrollan 
todos los síntomas antes señalados, por el contrario, lo habitual es que cada paciente 
desarrolle una o dos manifestaciones clínicas (Baranton et al., 2001); y (iii), las lesiones de 
los pacientes sintomáticos varían en función de su procedencia geográfica. En este sentido, 
resulta llamativa la notable diferencia que se registra en las manifestaciones clínicas de la 
enfermedad de Lyme en Norteamérica y en Europa/Asia. Si bien en ambos continentes se 
han descrito casi todos los síntomas antes indicados (algunos de los cuales se dan con 
similar frecuencia: eritema migratorio, 60%-90% en USA frente al 77% en Europa), no es 
menos cierto que en Norteamérica son más frecuentes las manifestaciones articulares y 
determinados tipos de neuroborreliosis (como la encefalopatía de Lyme), mientras que en 
Europa son más comunes las manifestaciones cutáneas crónicas, es decir, la acrodermatitis 
crónica atrófica y el linfocitoma, y, en general, las manifestaciones neurológicas, algunas 
de las cuales aún no se han descrito en Norteamérica, como la encefalomielitis crónica.  
 
Esta heterogeneidad clínica de la enfermedad de Lyme se ha atribuido a varios 
motivos. En primer lugar, a la heterogeneidad del agente, del que, como veremos más 
adelante, existen hasta 11 genoespecies (Wang et al., 1999a; Kurtenbach et al., 2002), 
aunque sólo tres de ellas son consideradas patógenas: Borrelia burgdorferi sensu stricto, 
B. afzelii y B. garinii (Steere, 2001). En segundo lugar, a que cada genoespecie patógena 
muestra un tropismo tisular preponderante y, en consecuencia, parece estar asociada 
preferentemente con unas manifestaciones clínicas concretas. Según diversos autores, la 
artritis (aguda y crónica) es producida esencialmente por B. burgdorferi sensu stricto, 
mientras que las manifestaciones cutáneas crónicas y las manifestaciones neurológicas se 
asocian, respectivamente con B. afzelii y con B. garinii (Van Dam et al., 1993; Nadelman 
y Wormser, 1998; Ryffel et al., 1999; Baranton et al., 2001; Steere, 2001). De acuerdo con 
lo anterior, las diferencias clínicas entre pacientes americanos y euroasiáticos se explican 
por la diferente distribución de las genoespecies patógenas en estos dos continentes, 
puesto que en América sólo se ha encontrado B. burgdorferi sensu stricto, mientras que en 
Europa y Asia están presentes las tres: B. burgdorferi sensu stricto, B. afzelii y B. garinii 
(Van Dam et al., 1993; Nadelman y Wormser, 1998; Ryffel et al., 1999; Baranton et al., 
2001; Steere, 2001). 
 
La mayor parte de los autores reconocen, por tanto, la existencia de una clara 
asociación entre la localización geográfica, la genoespecie y los síntomas. Sin embargo, 
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esta asociación no es suficiente para explicar por completo la heterogeneidad clínica 
observada, ya que incluso en regiones donde sólo se ha encontrado una única genoespecie 
los pacientes pueden mostrar síntomas muy diferentes (Baranton et al., 2001). Y a la 
inversa, esta asociación tampoco explica el hecho de que la misma manifestación clínica 
se produzca en pacientes de diferentes regiones e infectados por genoespecies distintas 
(Eiffert et al., 1995; Wilske et al., 1996; Ryffel et al., 1999; Wang et al., 1999a; Jaulhac et 
al., 2000).  
 
Una explicación, cada vez más aceptada, para el fenómeno anterior es que los 
síntomas están asociados no a genoespecies particulares sino más bien a caracteres 
genotípicos concretos que: (i), determinen el histotropismo, la capacidad de diseminación, 
patogenicidad, etc. de cada aislado; (ii), sean variables entre los aislados de cada 
genoespecie y (iii), puedan ser compartidos por aislados de genoespecies distintas. 
 
Varios son los trabajos ya publicados que apoyan la hipótesis anterior. Sin entrar 
en un análisis exhaustivo de todos ellos, comentaremos, a modo de ejemplo, algunos de 
los que hacen referencia a las lipoproteínas de la superficie externa de B. burgdorferi y a 
su papel en la patogenia de la enfermedad de Lyme. 
 
Buena parte del genoma de esta espiroqueta está dedicado a la codificación de unas 
105 lipoproteínas potenciales (en concreto, el 8% de sus secuencias codificantes frente al 
1,3% observado en otras bacterias con un genoma de tamaño similar, como Helicobacter 
pylori; Fraser et al., 1997), lo que señala la gran importancia de dichas proteínas para la 
supervivencia de B. burgdorferi. Aunque las funciones concretas de la mayor parte de las 
lipoproteínas aún se desconocen (Haake, 2000), se sabe, no obstante, que la espiroqueta 
expresa distintas lipoproteínas a lo largo de su ciclo en el vector y en el hospedador 
vertebrado para adaptarse a las diferentes condiciones ambientales que éstos le 
proporcionan y poder colonizar sus diversos tejidos (Haake, 2000; Pal et al., 2000; 
Schwan y Piesman, 2000; Ohnishi et al., 2001); también se sabe que las lipoproteínas 
están sometidas a procesos de variación antigénica para evadir la respuesta inmunitaria del 
hospedador y que participan en la patogénesis de la enfermedad de Lyme mediante la 
estimulación de la respuesta inflamatoria y del sistema innato de defensa a través de su 
interacción con la molécula CD14 y los Toll-like receptors-2 (TLR-2) de la superficie de 
los macrófagos (Haake, loc. cit; Steere, 2001). 
 
Una de las lipoproteínas más estudiadas, la OspC (Outer Surface Protein C), 
muestra una gran variabilidad no sólo entre genoespecies sino también entre aislados 
dentro de cada genoespecie. Hasta la fecha se han caracterizado, en numerosos aislados de 
las tres genoespecies patógenas, unos 159 alelos para el locus ospC, 13 de los cuales, 
además, se ha comprobado que han sido transferidos lateralmente entre aislados de 
genoespecies distintas (Livey et al., 1995; Wang et al., 1999b; Baranton et al., 2001). Los 
159 alelos se han clasificado, por su homología, en 58 grupos ospC distintos, existiendo 
unos 20 grupos ospC para cada genoespecie; los alelos de cada grupo presentan una 
divergencia en su secuencia de menos del 1% y los de grupos distintos presentan 
divergencias superiores al 8% (Wang et al., 1999c; Baranton et al., loc. cit.). Cada uno de 
estos grupos ospC representa un serotipo OspC distinto y cada serotipo está asociado a 
diferentes manifestaciones clínicas: así, de los 58 grupos ospC, una gran parte son 
apatógenos y, probablemente, ni siquiera son infecciosos para las personas, pues nunca se 
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han aislado de humanos; una pequeña parte son infecciosos pero no son invasivos, de 
modo que sólo producen lesiones cutáneas, y una minoría, además de infecciosos son 
invasivos y producen diferentes lesiones crónicas en la piel y en otros tejidos. En 
definitiva, se ha observado una clara relación entre la secuencia del gen ospC y el tipo de 
lesiones que muestra la persona infectada, por lo que dicho gen parece ser un buen 
marcador de patogenicidad y sintomatología, aunque los autores citados nada dicen acerca 
del mecanismo molecular mediante el cual las distintas variantes OspC pueden inducir 
diferentes lesiones. Por otra parte, y de acuerdo con Stevenson (2001), la transferencia 
horizontal de alelos ospC entre genoespecies puede explicar en parte el porqué diferentes 
genoespecies de diferentes localizaciones geográficas causan síntomas similares.  
 
La OspA es otra lipoproteína que muestra variabilidad entre aislados y algunos 
autores han relacionado dicha variabilidad con la heterogeneidad de las manifestaciones 
clínicas. Según Wang et al., (1999a), pueden distinguirse 17 serotipos OspA en las 
genoespecies patógenas, de los cuales el tipo 1 y el 2 son, respectivamente, B. burgdorferi 
sensu stricto y  B. afzelii; el resto son B. garinii. Entre estos últimos, Wilske et al., (1996) 
observaron que el serotipo 4 era el más frecuente en pacientes con neuroborreliosis en 
Alemania, aunque estos autores no aclaran si la neuropatogenicidad de este serotipo se 
debe a algún mecanismo mediado directa o indirectamente por la lipoproteína OspA. La 
participación de la OspA en la neuropatogenicidad parece improbable si tenemos en 
cuenta que esta lipoproteína es expresada por las espiroquetas cuando están en el intestino 
del vector, pero dejan de expresarla cuando la garrapata comienza a tomar sangre, lo que 
les permite abandonar el intestino y alcanzar las glándulas salivales, desde donde son 
transmitidas al hospedador, de manera que sólo una pequeña proporción de las bacterias 
que pasan a la piel del hospedador expresan aún la OspA (Ohnishi et al., 2001). 
 
A pesar de lo anterior, un ejemplo claro de que la OspA está asociada a una 
manifestación clínica particular lo tenemos en el fenómeno de autoinmunidad que conduce 
a la aparición de la artritis crónica resistente al tratamiento con antibióticos, una situación 
que se observa en Estados Unidos en el 10% de los pacientes con artritis de Lyme crónica 
(Steere, 2001). El fenómeno al que nos referimos tiene lugar porque la OspA presenta un 
epítopo T, el OspA165-163, similar a otro del hospedador, el LFA-1αL332-340, que es 
intensamente expresado por las células T del fluido sinovial (Gross et al., 1998). En 
personas portadoras del alelo HLA DR1*0401 ambos epítopos son presentados a los 
linfocitos T específicos para el epítopo OspA165-163 (Meyer et al., 2000; Trollmo et al., 
2001). Estos linfocitos se concentran en las articulaciones y allí permanecen estimulados 
por al autoantígeno, que actúa como un agonista parcial para ellos, manteniendo la 
inflamación articular durante meses, e incluso años, después de que un tratamiento con 
antibióticos haya eliminado eficazmente a las espiroquetas y su antígeno OspA165-163 haya 
desaparecido de las células dendríticas del paciente (Steere et al., 2001). 
 
En definitiva, y a la vista de lo expuesto, resulta evidente que el curso clínico de la 
enfermedad de Lyme en las personas es muy variable y que depende tanto de la 
constitución genética del agente infeccioso (genoespecie, subtipo genético, aislado, etc. de 
B. burgdorferi sensu lato) como de la propia base genética del paciente, porque ésta 
condiciona la respuesta inmune frente a la bacteria. 
  
 
Revisión bibliográfica  
 14 
3. AGENTE ETIOLÓGICO: Borrelia burgdorferi sensu lato. 
 
3.1. MORFOLOGÍA, ESTRUCTURA Y GENOMA. 
 
 B. burgdorferi es una espiroqueta gram negativa, morfológica y estructuralmente 
similar al resto de las espiroquetas, las cuales forman un grupo de bacterias con 
características fenotípicas muy conservadas (Wang et al., 1999a). En esencia es un cilindro 
protoplásmico, de unas 10-30 µm de largo por 0,2-0,5 µm de ancho, curvado en forma 
espiral y rodeado por un periplasma, en el que se insertan de 7 a 11 flagelos, que está 
recubierto, a su vez, por una membrana externa. 
 
Lo que hace única a B. burgdorferi son las características de su genoma, el cual es 
excepcionalmente pequeño (1,5 megabases) y está compuesto por un cromosoma lineal de 
950 kilobases y por 9 plásmidos lineales y 12 circulares que suponen 613 kilobases 
adicionales (Fraser et al., 1977). Es también un carácter distintivo de B. burgdorferi la 
elevada proporción de su genoma dedicada a la codificación de lipoproteínas (el 8%) y el 
hecho de que la mayoría de ellas estén codificadas por plásmidos, en particular las 
lipoproteínas de la membrana externa (OspA-F), las proteínas de unión a las decorinas del 
hospedador y el cassette de expresión de la VlsE (una lipoproteína que sufre variación 
antigénica durante la fase de diseminación temprana de la infección). Las funciones de la 
mayor parte de estas lipoproteínas, así como las de casi todos los demás genes plasmídicos 
se desconocen, pero se supone que permiten a la bacteria adaptarse a las diferentes 
condiciones ambientales que encuentra en los artrópodos y en los hospedadores 
vertebrados (Fraser et al., 1997; Haake, 2000; Steere, 2001).  
 
El cromosoma de B. burgdorferi contiene 853 genes que codifican las proteínas 
esenciales para la replicación del ADN, la expresión génica, el transporte de solutos y el 
metabolismo energético, al tiempo que carece de genes para el resto de las funciones 
biosintéticas, lo que contribuye a explicar el reducido tamaño del genoma y hace que la 
bacteria dependa del hospedador para satisfacer la mayoría de sus necesidades 
nutricionales. Este mismo fenómeno se observa en otras bacterias muy distintas como 
Micobacterium genitalium e, incluso, en organismos eucariotas, como los microsporidios, 
que son hongos parásitos con genomas excepcionalmente pequeños (2,9 megabases), 
menores incluso que los de algunas bacterias, lo que sugiere que todos estos organismos 
han sufrido un proceso de evolución convergente a partir de progenitores metabólicamente 
más capacitados (Fraser et al., 1997; Katinka et al., 2000). 
 
3.2. TAXONOMÍA DE Borrelia burgdorferi sensu lato. 
 
 Según se deduce de la secuencia del gen ARNr 16S, el género Borrelia es un taxon 
relativamente homogéneo, en el que están actualmente incluidas 37 especies, muchas de 
las cuales son patógenas para las personas y para los animales domésticos (Wang et al., 
1999a; Schwan & Piesman, 2002). Las especies patógenas para humanos son, por una 
parte, las que producen la enfermedad de Lyme (Borrelia burgdorferi sensu lato) y, por 
otra, las productoras de la fiebre recurrente, tanto la endémica (que es causada por unas 21 
especies de Borrelia y transmitida por garrapatas blandas del género Ornithodoros) como 
la epidémica, que es causada por Borrelia recurrentis y transmitida por piojos (Pediculus 
humanus). Las especies patógenas para los animales son Borrelia anserina, transmitida 
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por garrapatas blandas del género Argas, y Borrelia theileri, transmitida por garrapatas 
duras del género Boophilus (Schwan & Piesman, 2002). De todas esas especies, nuestro 
interés se centra exclusivamente en B. burgdorferi sensu lato. 
 
 En los últimos 4-5 años ha surgido cierta controversia en torno a la clasificación y 
denominación de las bacterias incluidas en el taxon B. burgdorferi sensu lato. Nadie 
cuestiona la diversidad genética y fenotípica observada en dicho taxon y la mayoría de los 
autores aceptan que B. burgdorferi sensu lato no es una única especie, sino más bien un 
complejo formado por varios grupos genómicos o genoespecies.  
 
No obstante, la distinción entre dichas genoespecies se ha basado exclusivamente 
en un limitado número de criterios genéticos, como son las diferencias en la secuencia de 
unos pocos loci cromosomales muy conservados, tales como el espaciador intergénico 
rrfA-rrlB (5S-23S) y los genes rrs (ARNr 16S), p93 y fla (Wang et al., 1999a). Estos 
criterios han generado una clasificación estrictamente genética que no siempre se ajusta a 
las características fenotípicas y biológicas (rango de hospedadores, manifestaciones 
clínicas que provocan, etc.) de las distintas cepas de una misma genoespecie. Estas 
discordancias entre genoespecie y fenotipo han llevado a algunos autores, como 
Kurtenbach et al. (2002), a cuestionar seriamente el significado biológico y ecológico del 
concepto de genoespecie y a otros, como Stevenson (2001), a proponer que todas esas 
genoespecies son simples variantes genéticas o “genovares” de una especie única a la que 
denominan Borrelia burgdorferi, entre otras razones, arguyen, porque así es más fácil 
comprender las transferencias de material genético que se han observado entre las que 
comparten el mismo nicho ecológico, sean o no de la misma genoespecie (Dykhuizen & 
Baranton, 2001). 
 
No es nuestra intención entrar en esta controversia, pero, a la vista de lo anterior, 
parece obvio que el actual concepto de genoespecie presenta limitaciones a la hora de 
predecir el comportamiento biológico de cada aislado y, en consecuencia, convendría 
proceder a su reelaboración. Desafortunadamente, aún carecemos de conocimientos 
suficientes para elegir unos marcadores genéticos que permitan una clasificación de las 
distintas variantes de B. burgdorferi que sea biológica y ecológicamente más significativa 
que la actual clasificación en genoespecies. Por tanto, será necesario esperar a que los 
estudios de genómica funcional, aún incipientes, nos proporcionen la información 
necesaria para elegir los marcadores genéticos adecuados, esto es, aquellos que puedan 
predecir el comportamiento biológico de cada aislado. Uno de los pocos ejemplos 
conocidos de este tipo de marcadores son los genes de las proteínas responsables de la 
resistencia frente a la lisis por el complemento del hospedador (las CRASPs o 
“complement regulatory-acquiring surface proteins”). Estas proteínas se expresan en la 
superficie de la membrana externa y ligan a las proteínas inhibidoras del complemento 
(factor H y proteína similar al factor H) del propio hospedador, las cuales impiden la 
inserción del complejo de ataque a la membrana permitiendo la supervivencia de la 
bacteria en presencia de la sangre del hospedador. Como cada aislado expresa variantes de 
CRASPs que ligan específicamente las proteínas reguladoras de distintas especies de 
hospedadores, en consecuencia los alelos que codifican tales variantes determinan el rango 
de hospedadores vertebrados competentes para un aislado particular, lo que permitiría dar 
un sentido ecológico a una clasificación basada en ellos (Kurtenbach et al., 2002). 
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Pero estos genes son sólo un ejemplo y por el momento, como aún no se ha 
elaborado ninguna otra clasificación de las variantes de B. burgdorferi sensu lato, en el 
presente trabajo se utiliza el actual concepto de genoespecie y la clasificación que deriva 
de él, entre otras razones porque, además, dicha clasificación es de uso mayoritario y 
permite un lenguaje común.  
 
Desde su descubrimiento en 1982 hasta la fecha se han identificado 11 
genoespecies de B. burgdorferi sensu lato, aunque es previsible que surjan más a medida 
que se estudien y caractericen nuevos aislados de distintas procedencias geográficas y 
biológicas. En la tabla I se recogen las 11 genoespecies reconocidas, los autores que las 
describieron por primera vez y los lugares en los que se encontraron. 
 
Tabla I. Genoespecies de Borrelia burgdorferi sensu lato. 
 
Genoespecie Patogenicidad Localización Referencias 
B. burgdorferi 
 sensu stricto 




Burgdorfer et al. (1982) 
Johnson (1984) 
Baranton et al. (1992) 
Liang & Zhang (1996) 
 
B. garinii Si Europa Baranton et al. (1992) 
 
B. afzelii Si Europa Baranton et al. (1992) 
Canica et al. (1993) 
 
B. japonica Posible Japón Kawabata et al. (1993) 
 
B. andersoni No Estados Unidos Marconi et al. (1995) 
 
B. tanukii No Japón Fukunaga et al. (1996) 
 
B. turdii No Japón Fukunaga et al. (1996) 
 
B. valaisiana Posible Europa Wang et al. (1997) 
 
B. lusitaniae Posible Europa 
Norte de África 
Le Fleche et al. (1997) 
Zhioua et al. (1999) 
 
B. bissettii Posible Estados Unidos 
Europa 
Postic et al. (1998) 
Strle et al. (1997) 
 




3.3. EVOLUCIÓN DE Borrelia burgdorferi sensu lato. 
 
 Como se observa en la tabla anterior, la diversidad genética de B. burgdorferi 
sensu lato en Europa y Asia es mayor que en Norteamérica, puesto que en el primer 
continente están presentes 10 genoespecies mientras que en el segundo sólo se han 
detectado 3. De acuerdo con Wang et al. (1999a), se asume que la especiación dentro de B. 
burgdorferi sensu lato es un fenómeno reciente debido a que el grado de divergencia en la 
secuencia del gen ARNr 16S entre genoespecies es inferior o igual al 1%. Por otra parte, 
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diversos estudios confirman que la estructura de la las poblaciones de dichas especies es 
esencialmente clonal, al menos en lo que a los genes cromosomales se refiere, y que el 
nivel de recombinación entre ellas es tan bajo que sólo se produce cuando existe una fuerte 
presión selectiva a favor del recombinante, como ocurre con el gen plasmídico ospC 
(Dykhuizen & Baranton, 2001). En esas condiciones, la diversidad genética entre aislados 
y entre genoespecies debe de haberse conseguido esencialmente a base de mutaciones 
acumuladas a lo largo del tiempo, por lo que una mayor diversidad entre ellas implicaría 
un periodo evolutivo más largo (Wang et al., 1999a). Basándose en similares 
consideraciones y en el hecho de que en Eurasia la diversidad genética del complejo sensu 
lato es mayor que en América, Martí-Ras et al., (1997) sugirieron que dicho complejo se 
originó en el viejo mundo, previsiblemente a partir de un ancestro próximo a B. garinii por 
ser ésta la genoespecie que muestra una mayor heterogeneidad genética y, por tanto, la 
más antigua entre las existentes en la actualidad (Foretz et al. 1997; Martí-Ras et al., loc. 
cit.). Estos mismos autores, basándose en las observaciones de Olsen et al. (1993, 1995a, 
1995b), proponen, además, que B. garinii (o su ancestro) pudo alcanzar el nuevo mundo 
transportada por aves marinas y por sus garrapatas (Ixodes uriae), donde evolucionó y se 
adaptó a los vectores y hospedadores allí presentes originando a B. burgdorferi sensu 
stricto y ésta, posteriormente, se diversificó originando a B. andersoni y B. bissettii 
(Fukunaga et al., 2000). Como B. burgdorferi sensu stricto no se había aislado nunca de 
aves marinas ni de sus garrapatas, Martí-Ras et al. (1997) concluyeron que esta 
genoespecie fue introducida en Europa desde América por el hombre en un periodo 
reciente, es decir, durante los 500 años posteriores al descubrimiento del nuevo mundo. 
 
3.4. GENOESPECIES PATÓGENAS PARA LAS PERSONAS. 
 
No todas las genoespecies de espiroquetas incluidas en el complejo B. burgdorferi 
sensu lato son patógenas. La opinión mayoritaria coincide en admitir que solamente tres 
son patógenas para las personas y a ellas cabe hacer responsables de todos los síndromes 
clínicos de la enfermedad de Lyme: B. burgdorferi sensu stricto, B. afzelii y B. garinii (ver 
Steere, 2001). En este sentido nada más tenemos que añadir a lo expuesto en el punto 2. 
No obstante, es necesario señalar la posibilidad de que otras cuatro genoespecies puedan 
ser también patógenas para la especie humana.  
 
Una de ellas es B. valaisiana. Esta genoespecie fue identificada por PCR en 
pacientes con eritema migratorio y acrodermatitis crónica atrófica (Rijpkema et al., 1997); 
con posterioridad se ha observado que es reconocida con más intensidad que B. 
burgdorferi sensu stricto, B. garinii y B. afzelii por el suero de 3 pacientes con 
neuroborreliosis y por el de uno con artritis de Lyme (Ryffel et al., 1999). Estos hechos 
sugieren que esta genoespecie no sólo invade la piel sino que además puede diseminarse 
por otros órganos como el sistema nervioso y las articulaciones. En un trabajo más 
reciente, Escudero et al. (2000) comprobaron, además, que el aislado español Rio6 de B. 
valaisiana producía artritis en un 25% de los ratones C3H/HeN infectados 
experimentalmente con ella. Estas evidencias, a nuestro modo de ver, dejan pocas dudas 
acerca de la capacidad patogénica de B. valaisiana.  
 
La segunda genoespecie potencialmente patógena es B. bissettii. Esta genoespecie 
está ampliamente difundida en Estados Unidos, donde por ahora no se ha asociado con 
ninguna manifestación clínica en humanos aunque sí se ha confirmado que produce artritis 
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en ratones (Lin et al, 2001). También está presente en Europa, aunque hasta la fecha sólo 
se ha encontrado en la región central de Eslovenia, donde se ha aislado a partir de un 
grupo de pacientes con enfermedad de Lyme, algunos de los cuales sólo mostraban signos 
cutáneos (eritema migratorio y linfocitoma) al tiempo que otros presentaban 
manifestaciones sistémicas más graves (Picken et al., 1996; Picken et al., 1997; Strle et al., 
1997). Estas observaciones indican que esta genoespecie, o al menos sus aislados 
europeos, además de la piel también colonizan otros órganos humanos en los que, así 
mismo, provocan lesiones. 
 
B. japonica es otra posible genoespecie patógena para las personas, pues se ha 
aislado en Japón a partir de una niña con enfermedad de Lyme (Masuzawa et al., 1996). 
Con posterioridad se ha comprobado que es patógena, aunque débilmente, en ratones 
SCID (Kaneda et al., 1998). 
 
Por último, y de acuerdo con Zeidner et al. (2001), entre los potenciales patógenos 
incluimos también a B. lusitaniae debido a que los autores citados han comprobado que la 
cepa portuguesa PotiB2 de B. lusitaniae induce en ratones C3H/HeN una patología similar 
a la inducida por la cepa N40 de B. burgdorferi sensu stricto, aunque nada se sabe aún de 
su patogenicidad en personas. 
 
A falta de nuevos datos y de estudios más concluyentes sobre la patogenicidad de 
estas cuatro genoespecies, lo que sí parece claro es que su virulencia es, previsiblemente, 
mucho menor que la de las tres genoespecies patógenas principales a juzgar por el 
reducido número de casos de enfermedad de Lyme atribuidos a B. valaisiana,  B. bissettii, 
B. japonica o B. lusitaniae. 
 
4. EPIDEMIOLOGÍA DE Borrelia burgdorferi sensu lato. 
 
 Los trabajos en los que se aportan datos epidemiológicos (distribución, 
prevalencias, vectores, hospedadores, etc.) sobre la enfermedad de Lyme y/o sobre B. 
burgdorferi sensu lato son muy numerosos. Sin embargo, la mayor parte de ellos consisten 
en denuncias puntuales o en estudios más o menos locales de las genoespecies (y de sus 
vectores, hospedadores y ciclos de transmisión) presentes en una determinada zona. Sólo 
hay publicadas unas pocas revisiones en las que se trata la epidemiología de la enfermedad 
en áreas más amplias, como Estados Unidos (Oliver Jr., 1996; Clarck et al., 2001), Europa 
(Hubálek & Halouzka, 1997) o el lejano Oriente  (Nakao et al., 1994; Takada et al., 1998). 
Y, finalmente, son una excepción, por lo escasas, las revisiones que tratan los aspectos 
epidemiológicos a un nivel global, como las de Schmid (1985), Bennett (1995) y, más 
recientemente, la exhaustiva revisión de Wang et al. (1999a), que recoge la práctica 
totalidad de las anteriores. 
 
El examen de las publicaciones aludidas revela que el patrón epidemiológico de las 
espiroquetas de la enfermedad de Lyme es muy complejo y que la complejidad deriva: (i), 
del número y diversidad de los agentes infecciosos que participan (11 genoespecies); (ii), 
de la amplia distribución de estos agentes infecciosos; (iii), de las casi 30 especies de 
garrapatas duras que pueden actuar como vectores y (iv), de la gran cantidad de animales 
vertebrados (mamíferos y aves) que pueden ser utilizados como reservorios. La 
combinación de todos estos factores ha dado lugar a la aparición de múltiples ciclos de 
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transmisión que pueden coexistir, e incluso combinarse, en una determinada zona y que, 
por añadidura, varían en función del área geográfica que se esté examinando. 
 
4.1. DISTRIBUCIÓN GEOGRÁFICA DE B. burgdorferi sensu lato. 
 
 La enfermedad de Lyme y su agente etiológico se encuentran extensamente 
distribuidos por los países templados del hemisferio norte (Tabla II). Todo lo contrario 
ocurre en el hemisferio sur, donde esta enfermedad es excepcional, puesto que aunque se 
han denunciado algunos casos en Sudamérica, África y Australia, los diagnósticos estaban 
basados únicamente en la serología, por lo que se duda de su rigor. Sólo en un caso en 
Australia se confirmó el diagnóstico mediante el aislamiento de la espiroqueta (B. garinii), 
pero se piensa que esta infección fue adquirida en Europa (Wang et al., 1999a). Es por esto 
que ninguno de esos casos se han incluido en la tabla II. 
 
Tabla II. Distribución de las genoespecies de B. burgdorferi sensu lato. 
 
Genoespecie Distribución Referencias 
B. andersonii Estados Unidos Wang et al. (1999a); Lin et al. (2001) 
 




Wang et al. (1999a); Picken & Picken (2000); 
Lin et al. (2001) 
 
Wang et al. (1999a); Strle et al. (1997) 
Postic et al. (1998); Strle (1999) 
 
B. b. sensu stricto Estados Unidos 
 
 
Europa occidental salvo Portugal 
(incluidas Gr. Bretaña y Noruega) 
 
 
Europa oriental (incluida Rusia) 
 
 
Asia (China, Taiwan) 
Wang et al. (1999a); Oliver et al. (2000);  
Lin et al. (2001) 
 
Hubálek & Halouzka (1997); Kurtenbach et 
al. (1998a); Escudero et al. (2000); Ling et al. 
(2000); Jenkins et al. (2001) 
 
Ruzic-Sabljic et al. (2000); Stepanova-
Tresova et al. (2000); Alekseev et al. (2001)  
 
Wang et al. (1999a) 
 
B. garinii Europa occidental salvo Portugal 









Asia (China, Japón, Corea) 
 
 
Norte de África (Túnez) 
Hubálek & Halouzka (1997); Kurtenbach et 
al. (1998a); Wang et al, (1999a); Escudero et 
al. (2000); Gylfe et al. (2000); Ling et al. 
(2000); Robertson et al. (2000); Jenkins et al. 
(2001) 
 
Masuzawa et al. (1997); Ruzic-Sabljic et al. 
(2000); Stanczak et al. (2000); Stepanova-
Tresova et al. (2000); Alekseev et al. (2001) 
 
Wang et al. (1999a); Ishiguro et al. (2000); 
Lee et al. (2000a); Takada et al. (1998, 2001a) 
 




Revisión bibliográfica  
 20 
Tabla II (continuación). Distribución de las genoespecies de B. burgdorferi sensu lato.  
 
Genoespecie Distribución Referencias 
B. afzelii Europa occidental salvo Portugal 
(incluidas Gr. Bretaña y Noruega) 
 
 




Asia (China, Japón, Corea) 
 
Hubálek & Halouzka (1997); Wang et al. 
(1999a); Ling et al. (2000); Jenkins et al. 
(2001) 
 
Masuzawa et al. (1997); Ruzic-Sabljic et al. 
(2000); Stanczak et al. (2000); Stepanova-
Tresova et al. (2000); Alekseev et al. (2001) 
 
Wang et al. (1999a); Lee et al. (2000a); 
Takada et al. (1998, 2001a) 
 
B. valaisiana Europa central y occidental 
(incluida España) 
 
Europa oriental (Rusia) 
 
Asia (Taiwan, Corea, Japón) 
Wang et al. (1999a); Gern et al. (1999); 
Escudero et al. (2000); Robertson et al. (2000) 
 
Alekseev et al. (2001) 
 
Masuzawa et al. (1999, 2000); Takada et al. 
(2001b) 
 




Europa oriental (Rep. Checa, 
Moldavia, Ucrania, Eslovaquia) 
 
Norte de África (Túnez) 
Le Fleche et al. (1997); Wang et al. (1999a); 
De Michelis et al. (2000); Escudero et al. 
(2000) 
 
Gern et al. (1999) 
 
 
Zhioua et al. (1999); Younsi et al. (2001) 
 
B. japonica Japón Wang et al. (1999a) 
 
B. tanukii Japón Wang et al. (1999a) 
 
B. turdii Japón Wang et al. (1999a) 
 




De acuerdo con la tabla anterior resulta evidente: 
 
 1. Que la distribución de B. burgdorferi sensu lato no sólo es amplia sino también 
heterogénea puesto que cada genoespecie presenta la suya, aunque es frecuente que las de 
varias genoespecies se solapen. Dicha distribución, además, suele ser discontinua, 
irregular y focal (De Mik et al., 1997; Zeman, 1997; Zeman & Daniel, 1999; Dykhuizen & 
Baranton, 2001). 
 
 2. Que hay genoespecies extendidas por vastas regiones del planeta (B. garinii, B. 
afzelii, B. burgdorferi sensu stricto) al tiempo que otras parecen estar confinadas en zonas 




 3. Que, como consecuencia de lo anterior, hay regiones en las que coexisten varias 
genoespecies, al tiempo que en otras sólo están presentes una o unas pocas. Y así tenemos 
que en Norteamérica están presentes 3 genoespecies, B. burgdorferi sensu stricto, B. 
andersoni y B. bissetti, de las que la más abundante es B. burgdorferi sensu stricto. En 
Europa se han identificado hasta 6 genoespecies, que ordenadas en función de su 
abundancia son: B. afzelii, B. garinii, B. burgdorferi sensu stricto, B. valaisiana, B. 
lusitaniae y B. bissettii. Una excepción es Portugal, donde, por ahora, sólo se ha 
encontrado B. lusitaniae (De Michelis et al., 2000). En Asia, y en concreto en los países 
del lejano Oriente (China, Corea, Japón y Taiwán), que son los únicos para los que existen 
datos (Wang et al., 1999a), se han encontrado hasta 8 genoespecies, aunque su distribución 
no es uniforme: B. garinii, B. afzelii y B. valaisiana están presentes en todos esos países, 
mientras que B. burgdorferi sensu stricto está presente en todos ellos excepto en Japón 
(Ikushima et al., 2000); por su parte, B. japonica, B, tanukii y B. turdii sólo se han 
encontrado en Japón y, finalmente, B. sinica, que es la última genoespecie caracterizada, 
sólo se ha encontrado en China. De todas ellas, son B. garinii y B. afzelii las más 
abundantes en Asia. 
 
Esta distribución geográfica de las distintas genoespecies está determinada por la 
de los reservorios y vectores competentes de cada área, a los cuales han tenido que 
adaptarse necesariamente. 
 
4.2. VECTORES DE B. burgdorferi sensu lato. 
 
 Las espiroquetas del taxon B. burgdorferi sensu lato utilizan como vectores 
exclusivamente a las garrapatas duras o ixódidos. Se conocen en torno a 30 especies de 
ixódidos que pueden actuar como vectores de B. burgdorferi sensu lato, aunque no todas 
ellas tienen la misma capacidad vectorial ni transmiten a las mismas genoespecies (Wang 
et al., 1999a). 
 
También se ha detectado la presencia de B. burgdorferi sensu lato en otros 
artrópodos hematófagos (B. afzelii en pulgas y mosquitos; Hubálek & Halouzka, 1997; 
Hubálek et al., 1998a) pero nunca se ha demostrado que puedan transmitirla, por tanto no 
pueden ser considerados aún como verdaderos vectores. 
 
? Ixódidos vectores y genoespecies que transmiten: especificidad. 
 
 Los vectores más importantes de B. burgdorferi sensu lato son cuatro especies de 
garrapatas, todas ellas pertenecientes al complejo Ixodes ricinus. Éstas son I. scapularis e 
I. pacificus en Norteamérica, I. ricinus en Europa y norte de África e I. persulcatus en 
Asia. Otros vectores de menor importancia pertenecientes a este mismo complejo son I. 
pavlovskyi en Europa y Asia e I. asanumai e I. nipponensis en Corea y Japón (Masuzawa 
et al., 1999; Wang et al., 1999a; Fukunaga et al., 2000; Parola & Raoult, 2001).  
 
 Dentro del género Ixodes, pero no pertenecientes al complejo I. ricinus, existen 
otras muchas especies que pueden transmitir a B. burgdorferi sensu lato. Son I. affinis, I. 
dentatus, I. minor, I. spinipalpis (= I. neotomae) e I. uriae en Norteamérica; I. hexagonus, 
I. uriae, I. trianguliceps, I. acuminatus e I. frontalis en Europa; I. columnae, I. 
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monospinosus, I. ovatus, I. tanuki, I. turdus en Japón e I. granulatus en China (Wang et l., 
1999a; Fukunaga et al., 2000; Lin et al., 2001; Parola & Raoult, 2001). 
 
 Por último, se conocen unas cuantas especies de garrapatas duras, no 
pertenecientes al género Ixodes, que actúan como vectores adicionales en el 
mantenimiento de los ciclos de B. burgdorferi sensu lato en la naturaleza, y que 
ocasionalmente pueden transmitirla a las personas. Son Dermacentor variabilis, D. 
parumapertus, Amblyomma americanum, Rhipicephalus sanguineus y Haemaphysalis 
leporispalustris en Norteamérica y D. reticulatus, R. sanguineus, Hyalomma marginatum, 
Haemaphysalis punctata, H. bispinosa, H. concinna y H. longicornis en Eurasia (Hubbard 
et al., 1998; Wang et al., 1999a; De Michelis et al., 2000; Fukunaga et al., 2000; Parola & 
Raoult, 2001). 
 
La distribución geográfica de los principales vectores, así como las genoespecies 
que transmiten se resumen en la tabla III. 
  
Tabla III. Genoespecies de B. burgdorferi sensu lato y garrapatas que las transmiten. 
 
Genoespecie Vector Distribución Referencias 





Wang et al. (1999a); Lin et al. (2001) 
 

















Wang et al. (1999a); Strle (1999) 
 





















Asia (China, Taiwán) 
Wang et al. (1999a); Oliver et al. 





Wang et al. (1999a); Escudero et al. 
(2000); Ling et al. (2000); Jenkins et 
al. (2001) 
 
Wang et al. (1999a) 
 






















Gylfe et al. (1999, 2001);  
Parola & Raoult (2001) 
 
 
Wang et al. (1999a); 
Younsi et al. (2001) 
 
Alekseev et al. (2001)  
Takada et al. (2001a) 
 




Tabla III (continuación). Genoespecies de B. burgdorferi sensu lato y garrapatas que las transmiten. 
 
Genoespecie Vector Distribución Referencias 
















Wang et al. (1999a); Ling et al. 
(2000); Jenkins et al. (2001) 
 
Alekseev et al. (2001) 
Takada et al. (2001a) 
 
Lee et al. (2000a) 
Parola & Raoult (2001) 
B. valaisiana I. ricinus  
 












Wang et al. (1999a) 
 
Alekseev et al. (2001) 
 
Wang et al. (1999a) 
Masuzawa et al. (1999) 
 
 





Europa oriental   
 
Norte de África 
De Michelis et al. (2000); Escudero 
et al. (2000) 
 
Gern et al. (1999) 
 
Younsi et al. (2001) 
 
B. japonica I. ovatus Japón Wang et al. (1999a) 
 
B. tanukii I. tanuki Japón Wang et al. (1999a) 
 
B. turdii I. turdus Japón Wang et al. (1999a) 
 
B. sinica I. ovatus 
I. granulatus 
 




Al contrario de lo que ocurre con las borrelias productoras de fiebre recurrente, 
muchas de las cuales son específicas de vector (Wang et al., 1999a), la relación de las 
borrelias de Lyme con sus vectores no es estrictamente específica, y así tenemos que una 
misma genoespecie puede ser transmitida por garrapatas distintas y a la inversa, que una 
determinada especie de garrapata puede transmitir diferentes genoespecies de B. 
burgdorferi sensu lato. En este sentido no es extraño encontrar, incluso, garrapatas con 
infecciones múltiples (según la región geográfica, entre el 5% y el 40% de los ejemplares 
infectados con borrelias presentan infecciones por varias genoespecies). Dichas 
infecciones pueden ser adquiridas por las garrapatas al alimentarse sobre hospedadores 
con una infección múltiple o cuando garrapatas portadoras de diferentes genoespecies se 
alimentan simultáneamente sobre un mismo hospedador permitiendo el intercambio de 
espiroquetas entre ellas (Nakao & Sato, 1996; Randolph et al., 1996). Como las 
espiroquetas se transmiten a través de la muda, también pueden adquirirse infecciones 
múltiples tras la alimentación del ejemplar en sus sucesivos estados evolutivos (larva, 
ninfa, adulto) sobre diferentes hospedadores infectados (Wang et al., 1999a). 
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 Frente a la aparente inespecificidad señalada en el punto anterior, también se 
observan casos en los que la relación genoespecie-vector parece ser específica (B. 
japonica-I. ovatus, B. tanukii-I. tanuki, B. turdii-I. turdus). Igualmente se han observado 
casos en los que el vector muestra una mayor susceptibilidad a la infección por 
genoespecies concretas e incluso por diferentes cepas de una genoespecie particular (por 
ejemplo, I. scapularis-B. burgdorferi sensu stricto B-31, I. ricinus-B. afzelii Pgau.C3; 
Dolan et al., 1998). 
 
Sin embargo, muy poco es lo que se conoce acerca de la naturaleza (molecular o 
ecológica) de los factores que determinan la especificidad de la asociación garrapata-
espiroqueta. En relación con posibles determinantes moleculares de la especificidad, 
existen trabajos recientes en los que se han estudiado en profundidad los cambios en la 
expresión de las lipoproteínas de la superficie externa (OspA y OspC) que experimentan 
las espiroquetas durante su ciclo en el vector (Ohnishi et al., 2001, Schwan & Piesman, 
2002). Estas lipoproteínas permiten a la bacteria colonizar los tejidos de la garrapata, 
pasando del intestino a las glándulas salivales vía hemolinfa, pero aún se desconocen por 
completo cuáles son sus ligandos en el vector (Schawn & Piesman, loc. cit.) y, en 
consecuencia, la especificidad de su interacción. 
 
 La idea más extendida actualmente (Kurtenbach et al., 1998, 2002) es que la 
especificidad espiroqueta-ixódido es muy poco estricta y que está determinada 
indirectamente por factores “externos” a la asociación, como son los que condicionan la 
especificidad de la asociación espiroqueta-hospedador, de base molecular (Kurtenbach et 
al., 2002), y los que condicionan la especificidad de la asociación garrapata-hospedador, 
que tienen una base más bien ecológica. 
 
? Vectores y genoespecies en Europa. Tasas de infección por Borrelia 
burgdorferi sensu lato en los vectores europeos. 
 
 En Europa el principal vector de B. burgdorferi sensu lato es I. ricinus. Esta 
especie está presente por todo el continente y en casi todos los países se han encontrado 
ejemplares portadores de espiroquetas. En las tablas IV y V se muestran las tasas de 
infección por B. burgdorferi sensu lato de ejemplares en ayunas (de Ixodes ricinus y 
excepcionalmente de otras especies) recogidos sobre la vegetación en un buen número de 
países. El porcentaje de ejemplares infectados varía considerablemente dependiendo: 
 
1. Del país: desde el 5% en Dinamarca (Jensen et al., 2000) hasta el 45% en 
Croacia (Golubic et al., 1998) e incluso un 75% en Portugal (De Michelis et al., 2000). 
 
2. De la región particular, dentro de un mismo país, donde se realice el muestreo: 
por ejemplo, para Alemania se detectan prevalencias entre el 9,5% en la región de Bonn 
(Kurtenbach et al., 1995) y el 22% en Baden (Beichel et al., 1996). 
 
3. De la época del año en que se recogieron las garrapatas: en Francia, 0% de 




4. Del año o años durante los que se realizó el muestreo. Aunque son muy escasos 
los trabajos en los que se evalúan (para una misma zona geográfica) las tasas de infección 
durante un periodo superior a uno o dos años, existen algunos ejemplos. Tal es el caso de 
Eslovaquia, donde, durante 1991-93 se registró una prevalencia global del 17,8% 
(Drgonova & Rehacek, 1995) y durante el periodo 1994-97 se registraron prevalencias 
anuales del 4,8%, 17,2%, 15,5% y 14,5% respectivamente (Stepanova-Tresova et al., 
2000a). Un caso similar se observa en la República Checa, donde anualmente, desde 1994 
a 1997, se registró un 9,7%, 11,3%, 9,2% y 9,2% de ejemplares infectados (Plch & Basta, 
1999) y en un estudio posterior (1997-98) se encontraron prevalencias distintas aunque 
similares a las previas (4,8% y 11%; Stepanova-Tresova et al., 2000b). Si bien en estos 
dos casos las variaciones no fueron demasiado amplias, lo que sugiere un ciclo de 
transmisión estable en esas zonas, todo lo contrario ocurre, aparentemente, en países 
cercanos como Eslovenia, donde en 1993 se detectaron tasas del 19% (Strle et al., 1995) y 
en años posteriores de hasta el 41,5% (Strle, 1999). Desconocemos la razón de esas 
variaciones, pero, al menos sabemos que no son atribuibles al método utilizado en la 
detección de las espiroquetas porque en ambos trabajos se usó el mismo (la PCR). 
 
5. También se observa una variación en la proporción de ejemplares infectados 
dependiendo de la fase evolutiva en que se encuentren (Tabla IV). La proporción más alta 
se registra siempre en los adultos (6%-50%) y después en las ninfas (1,1%-46%), un 
fenómeno nada sorprendente si tenemos en cuenta que para alcanzar el estado adulto son 
necesarias dos tomas de sangre (frente a una para mudar a ninfas) y por tanto se duplican 
las posibilidades de adquirir la infección. En el caso de las larvas, sólo unos pocos autores 
encuentran ejemplares infectados, y siempre en menor proporción (0%-21%) que entre los 
adultos y las ninfas. Según Rijpkema et al. (1994), la presencia de espiroquetas en larvas 
en ayunas sugiere, aparentemente, la existencia de un mecanismo de transmisión 
transovárica. Sin embargo, este fenómeno ha sido descartado experimentalmente, al menos 
para I. ricinus y B. afzelii, por Matuschka et al. (1998). Estos segundos autores consideran 
muy improbable la transmisión transovárica porque las espiroquetas se han adaptado para 
pasar desde el intestino a las glándulas salivales del ixódido pero no al ovario y sugieren 
que la presencia de dichas bacterias en larvas no alimentadas se debe más bien a un 
fenómeno de alimentación interrumpida, en el que las larvas, tras tomar una mínima 
cantidad de sangre (con la que se infectarían), se desprenden del hospedador pero siguen 
buscando otros hospedadores. Se ha observado que este comportamiento es 
particularmente frecuente en determinados hospedadores como los topillos (Clethrionomys 
glareolus), lo cual explicaría la presencia de espiroquetas en larvas no alimentadas en 
zonas con abundancia de estos hospedadores, como es la isla de Ameland (Holanda) 
donde Rijpkema et al. (1994) encontraron hasta un 21% de larvas infectadas. 
 
Cuando se identifican las espiroquetas presentes en los ejemplares de I. ricinus 
hasta el nivel de genoespecie (Tabla V), se observa que, en la Europa continental, las más 
abundantes son generalmente B. afzelii y B. garinii seguidas por B. burgdorferi sensu 
stricto. La proporción relativa de estas tres genoespecies varía bastante de unos países a 
otros y, en general, representan el 50, 28 y 17 %, respectivamente, del total de los aislados 
identificados en las garrapatas analizadas. Sólo dos países incumplen esta regla: Gran 
Bretaña, donde la más abundante es B. valaisiana (80% del total de aislados) y Portugal, 
donde sólo está presente B. lusitaniae, aunque en gran abundancia (hasta en el 75% de los 
ejemplares de I. ricinus examinados). Mención aparte merece también el caso de 
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Eslovenia, único país europeo donde, además de las genoespecies anteriores, se ha aislado 
a B. bissettii, aunque siempre a partir de personas; no disponemos de datos sobre su 
prevalencia en ixódidos. 
 
Tabla IV. Porcentajes de infección de garrapatas europeas con B. burgdorferi sensu lato. Salvo 
que se señale otra cosa las garrapatas se recogieron a partir de la vegetación. 
 
% de ejemplares infectados (media) 










(1995) 22    Beichel et al. (1996) 
Alemania, Bonn, 
(1987-91) 9,5 10-20 1,1-15,4 1 Kurtenbach et al. (1995) 
Alemania, Franconia 21,8    Baumgarten et al. (1999) 
Alemania, Suroeste 11 (de personas)    Maiwald et al. (1998) 
Austria (1998) 20,4 24,2 19,6 0 Stunzner et al. (1998) 
Bulgaria 21 32 10  Chistova et al. (2001) 
Bélgica 23    Misonne et al. (1998) 
Croacia (1995) 45    Rijpkema et al. (1996b) 
Croacia (1997) 45    Golubic et al. (1998) 
Dinamarca 5,5 6 5  Jensen et al. (2000) 
Eslovaquia (1991-93) 17,8    Drgonova & Rehacek (1995) 
Eslovaquia (1994-97) 4,8-17,2-15,5-14,5    Stepanova-Tresova et al. (2000a) 
Eslovenia (1993) 19    Strle et al. (1995) 
Eslovenia 41,5 50 33  Strle  (1999) 
Finlandia 19,1-55 (32,1)    Junttila et al. (1999) 
Francia (1994-95) 8,2    Pichon et al. (1999) 
Francia 3,7 3,7 3,7  Doby et al. (1994) 
Francia 0 (enero)-14,4 (agosto)    Doby et al. (1995) 
Francia 8,5 12 5  Gilot et al. (1996) 
Gran Bretaña* 
(1864-1994) 7,8*    Hubbard et al. (1998) 
Gran Bretaña 20    Odgen et al. (1997) 
Gran Bretaña 9,8 17 2,6 1 Kurtenbach et al. (1998a) 
Gran Bretaña, Escocia 8,6    Davidson et al. (1999) 
Holanda, Ameland, 
(1995)    5,3 Rijpkema & Bruinink (1996) 
Holanda, Ameland 
(1988-93)  20-43 16-46 21 Rijpkema et al. (1994) 
Holanda 26    Rijpkema et al. (1996a) 
Irlanda, Parke 
Killarney (1995) 18,3    Kirstein et el. (1997) 
Italia, Trieste 0-70 (40)    Cinco et al. (1998a) 
Polonia (1996-98) 21    Stanczak et al. (2000) 
Rep. Checa 8,9  11,7 5,1 Hubalek et al. (1996) 
Rep. Checa (1988-96) 15,5 23,2 17,2 6,1 Hubalek et al. (1998) 
Rep. Checa (1994-97) 9,7-11,3-9,2-9,2    Plch & Basta (1999) 
Rep. Checa 1,6-10,5 (6,0)    Zeaman & Daniel (1999) 
Rep. Checa (1997-98) 4,8-11    Stepanova-Tresova et al. (2000b) 
Suecia 24  (de aves migratorias)  32 16 Olsen et al. (1995b) 
 
* (ejemplares del museo de Historia natural): además de en I. ricinus, estos autores también detectaron 
altos porcentajes de infección en otras especies de garrapatas capturadas sobre sus hospedadores: Ixodes 
hexagonus de mustélidos (98,3%); Ixodes uriae de aves marinas (97,4%); Ixodes trianguliceps de roedores 





Tabla V. Porcentajes de infección de Ixodes ricinus (y de otras especies de ixódidos) por las 
distintas genoespecies de Borrelia burgdorferi sensu lato en Europa. 
 
% de ejemplares infectados con las distintas genoespecies Referencias País, región 
(fecha) B. b. sensu lato 









 lusitaniae  
Austria 
(1998) 20,4 2 12 7,5   Stunzner et al. (1998) 
Bélgica 23 8,7 12,2 3   Misonne et al. (1998) 
Bulgaria 17 8 8,5    Chistova et al. (2001) 
Croacia 
(1997) 45 1 5 35 15  Golubic et al. (1998) 
Croacia 
(1995) 45 1,5 5 36 15  Rijpkema et al. (1996b) 
Dinamarca 5,5 6 5    Jensen et al. (2000) 
Eslovaquia 49  6,9 33,3 6,9 2,5 Gern et al. (1999) 
Eslovaquia 
(1994-1997) 4 2 2 0,5   
Stepanova-Tresova et al. 
(2000a) 
Eslovenia 
(1992-1993) 19 2,5 6,3 10   Strle et al. (1995) 
Eslovenia 41,5      Strle (1999) 
Finlandia 19,1-55  0,7 5 13,6   Junttila et al. (1999) 
Francia 
(1994-1995) 8,2 1 2,6 4,8   Pichon et al. (1999) 
Gran Bretaña 10,8 0,3 2,1  9,9  Kurtenbach et al. (1998a)
Gran Bretaña, 
Escocia 10 5  3,6   Ling et al. (2000) 
Gran Bretaña   5,4-17  5,4-17  Robertson et al. (2000) 
Holanda  12 0,8 7,8   Nohlmans et al. (1995) 
Holanda, 
Isla Ameland 5,3  1,8 3,6 1,8  
Rijpkema & Bruinink  
(1996) 
Holanda 26 1 2,1 22 1,6  Rijpkema et al. (1996b) 




18,3 3,5 4,3 2,7 7,9  Kirstein et el. (1997) 
Italia, Trieste 0-70 28,6 13,2 1,1 0  Cinco et al. (1998a) 
Polonia 
(1996-1998) 21 8 7 9,8   Stanczak et a. (2000) 
Portugal      75 7*  De Michelis et al. (2000) 
Rep. Checa 
(1988-1996) 15,5     2,6 Hubalek et al. (1998) 
Rep. Checa 
(1997-1998) 4,8-11 6,2 2,7 1,8   
Stepanova-Tresova et al. 
(2000b) 
Rusia, 
Báltico  0,06   1,7  Alekseev et al. (2001) 
Suecia 24 4,8 16,8 2,2   Olsen et al. (1995) 
Suiza, Ticino     2 2**   
Bernasconi et al. (1997) 
 
 
* porcentaje de infección en H. marginatum 
** porcentaje de infección en I. hexagonus 
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4.3. RESERVORIOS Y CICLOS DE TRANSMISIÓN DE B. burgdorferi sensu 
lato. 
 
? Reservorios y genoespecies: especificidad. 
 
 B. burgdorferi sensu lato utiliza como hospedadores/reservorios a numerosas 
especies de animales vertebrados (fundamentalmente micromamíferos y aves), hasta el 
punto de que sólo en Europa se han encontrado 9 especies de roedores, 7 de mamíferos de 
tamaño medio y 16 especies de aves capaces de transmitir estas espiroquetas a las 
garrapatas (Gern et al., 1998). 
 
No obstante, no todos estos hospedadores son capaces de transmitir a todas las 
genoespecies; por el contrario, la mayoría de los estudios muestran que cada genoespecie, 
e incluso cada cepa de una misma genoespecie, es mantenida en la naturaleza por un 
espectro diferente de hospedadores vertebrados, lo que sugiere la existencia de una 
asociación altamente específica entre cepa y hospedador (Kurtenbach et al., 1998c, 2002). 
En este sentido, se ha comprobado que sólo los micromamíferos (y en especial los 
roedores) son hospedadores competentes para B. afzelii, B. andersonii, B. bissettii, B. 
japonica y el serotipo OspA 4 de B. garinii, mientras que las aves, pero no los roedores, 
son los reservorios competentes para B. valaisiana, B. turdii y los serotipos OspA 3, 5, 6 y 
7 de B. garinii; igualmente se ha comprobado que tanto micromamíferos como aves 
pueden mantener a B. burgdorferi sensu stricto. Por su parte, y de acuerdo con Wang et al. 
(1999a) y Masuzawa et al. (2001), B. tanukii y B. sinica parecen ser, así mismo, 
específicas de roedores, mientras que para B. lusitaniae se desconocen aún sus 
hospedadores vertebrados. También se ha observado que los grandes rumiantes, como los 
ciervos, son hospedadores incompetentes para todas las genoespecies de B. burgdorferi 
sensu lato (Nelson et al., 2000; Kurtenbach et al., loc. cit.).  
 
Como ya se ha adelantado al hablar del significado biológico del concepto de 
genoespecie, Kurtenbach et al. (2002) han demostrado que esta especificidad es de base 
molecular/genética y que depende del complemento del hospedador y de las CRASPs o 
“proteínas de superficie ligadoras de proteínas reguladoras del complemento”, que son 
expresadas por las espiroquetas. Estas proteínas fijan a las proteínas del hospedador 
inhibidoras del complemento (factor H y proteína similar al factor H) sobre la superficie 
de la bacteria impidiendo su lisis. Cada cepa de B. burgdorferi sensu lato expresa distintas 
variantes de CRASPs que ligan específicamente a las proteínas inhibidoras de diversos 
hospedadores, permitiendo la supervivencia de dicha cepa en tales hospedadores (y en las 
garrapatas que se alimenten de ellos), lo cual determina el rango de hospedadores 
competentes. 
 
? Ciclos de transmisión. 
 
 En consonancia con lo señalado en el apartado anterior, se ha observado que las 
genoespecies de B. burgdorferi sensu lato se mantienen en la naturaleza mediante dos 
tipos de ciclos de transmisión en los que los vectores son siempre ixódidos y los 
hospedadores pueden ser aves o micromamíferos. Como los ixódidos vectores poseen un 
rango amplio de hospedadores, es frecuente que los ciclos de transmisión se solapen e 
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interconecten, aunque el rango de interconexión está limitado por la especificidad 
espiroqueta-hospedador vertebrado.  
 
En líneas generales, los ciclos de transmisión en la naturaleza serían como sigue: 
las larvas de los ixódidos se infectan, a finales de la primavera y el verano, al alimentarse 
sobre micromamíferos y/o aves infectados. La infección se transmite transestádicamente a 
las ninfas, las cuales infectarán a nuevos hospedadores (aves, micromamíferos o 
mamíferos de tamaño más grande como erizos, conejos o perros) cuando realicen la toma 
de sangre durante el otoño o, tras hibernar, a principios de la siguiente primavera. Estos 
nuevos hospedadores infectados serán la fuente de infección para la siguiente generación 
de larvas. Las ninfas infectadas mantienen la infección transestádicamente cuando mudan 
a adultos, pero los adultos son incapaces de infectar a sus hospedadores, los rumiantes, 
porque éstos no son reservorios competentes para las espiroquetas y algunos de ellos 
pueden, incluso, “limpiar” a la garrapata de espiroquetas mediante la lisis por el sistema 
del complemento. Como, además, la infección no se transmite transováricamente a la 
descendencia, la nueva generación de larvas no será portadora de borrelias.  
 
Las personas resultan infectadas cuando penetran en los hábitats colonizados por 
garrapatas (normalmente zonas de bosque y matorral). Esto ocurre en primavera, al recibir 
picaduras de las ninfas y los adultos que han sobrevivido al invierno, y a finales del verano 
y principios del otoño, al ser picados por las ninfas que surgen tras la alimentación de las 
larvas. 
 
En Estados Unidos, B. burgdorferi sensu stricto muestra dos ciclos principales de 
transmisión enzoótica y en ambos los reservorios son roedores (Steere, 2001). Uno se 
desarrolla en el este y centro del país, mantenido por el ratón de patas blancas 
(Peromyscus leucopus) y por los inmaduros (larvas y ninfas) de Ixodes scapularis, que se 
alimentan sobre estos ratones. Las ninfas infectadas son las principales transmisoras de la 
infección a las personas, lo cual suele ocurrir durante el final de la primavera y el verano. 
Los adultos de I. scapularis se alimentan sobre ciervos (Odocoileus virginianus) y aunque 
éstos no son reservorios de la espiroqueta, resultan imprescindibles para el mantenimiento 
de las poblaciones de I. scapularis e indirectamente para el de B. burgdorferi sensu stricto 
en esa parte del país. De hecho, el aumento de la población de ciervos en el noreste de 
Estados Unidos durante los últimos años del siglo XX ha provocado un aumento paralelo 
de los casos de enfermedad de Lyme (Orloski et al., 2000). El segundo ciclo tiene lugar en 
el noroeste del país, donde la enfermedad de Lyme es menos frecuente. Allí la espiroqueta 
se mantiene en la naturaleza entre la rata del bosque (Neotoma fuscipes) e Ixodes 
spinipalpis (también llamada I. neotomae; Oliver Jr., 1996). I. spinipalpis no pica a las 
personas, por este motivo, la transmisión a los humanos requiere el concurso de una 
segunda garrapata, I. pacíficus, cuyas ninfas sí pican con frecuencia a las personas. Sin 
embargo estas ninfas rara vez son portadoras de la espiroqueta porque su hospedador 
principal no son roedores, sino un lagarto (Sceloporus occidentalis), que es incompetente 
como hospedador de la espiroqueta (Lane & Quistad, 1998). En esta región, sólo una 
pequeña proporción de las larvas de I. pacificus se alimenta sobre N. fuscipes pudiendo así 
infectarse y trasmitir la infección a las personas (Oliver Jr., loc. cit.), lo que explica el 
menor número de casos de enfermedad de Lyme en esta parte del país (Orloski et al., loc. 
cit.). 
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Aunque estos dos ciclos son los principales, no son los únicos existentes en 
Estados Unidos. En los estados del sur, en los que hasta hace poco se dudaba de la 
presencia de B. burgdorferi sensu stricto, se ha comprobado que no sólo está presente, sino 
también que es abundante, que es más variada genéticamente que en el norte y que infecta 
a un mayor número de hospedadores y de especies de garrapatas, generándose así ciclos 
enzoóticos más complejos (Oliver Jr., 1996; Clark et al., 2001). En el sur, sus 
hospedadores habituales son varias especies de roedores, como Peromyscus gosssipinus 
(ratón del algodón), Sigmodon hispidus (rata del algodón) y Neotoma floridana (rata del 
bosque del este), y sus vectores son, sobre todo, I. minor e I. affinis, unas garrapatas poco 
o nada antropofílicas, y también, aunque en menor medida, I. scapularis (Clark et al., 
2001). Este patrón epidemiológico puede explicar fácilmente el bajo número de 
infecciones humanas en esta zona. La transmisión a las personas la llevaría a cabo sólo I. 
scapularis, pero la capacidad vectora para las personas que muestra I. scapularis en esta 
región es muy inferior a la observada en el norte, fundamentalmente por dos motivos: en 
primer lugar, porque en el sur su ciclo biológico está peor sincronizado, de tal manera que 
parte de las larvas se alimentan en la primavera antes que las ninfas y, por tanto, lo hacen 
sobre hospedadores que todavía no han sido infectados por las ninfas que sobrevivieron al 
invierno; consecuentemente, dichas larvas tienen menos probabilidades de adquirir la 
infección (Oliver Jr. et al., 1996). En segundo lugar, porque I. scapularis se alimenta, en el 
sur, sobre un rango de hospedadores más amplio, algunos de los cuales son reservorios 
incompetentes y pueden, incluso, eliminar a las espiroquetas de las garrapatas (Kurtenbach 
et al., 2002). El resultado es una baja proporción de ninfas y de adultos de I. scapularis 
infectados y por tanto un riesgo igualmente bajo de transmisión a las personas. 
 
Por su parte, B. andersoni y B. bissettii muestran ciclos enzoóticos propios, 
diferentes de los de B. burgdorferi sensu stricto, y caracterizados por presentar un estrecho 
rango de hospedadores. La primera se mantiene en conejos (Silvifagus floridanus) y es 
transmitida por Ixodes dentatus, especie que sólo ocasionalmente pica a las personas. La 
segunda es mantenida por Neotoma fuscipes y transmitida por I. spinipalpis, que, como ya 
hemos indicado, no pica a las personas, por lo que para infectar a humanos estas 
espiroquetas necesitan vectores puente como I. pacificus e I. scapularis (Postic et al., 
1998). 
 
En Eurasia, donde la variedad de genoespecies es mayor que en América, los ciclos 
de transmisión involucran a un mayor número de hospedadores vertebrados pero a un 
número más limitado de vectores, puesto que, aunque se ha demostrado la capacidad 
vectorial de un gran número de especies de ixódidos, el hecho cierto es que en la inmensa 
mayoría de los casos los vectores son sólo dos: Ixodes ricinus (en Europa) e I. persulcatus 
(en Asia). 
 
Centrándonos en lo que ocurre en Europa, se observa que la mayor parte de los 
ciclos enzoóticos son de dos tipos (Wang et al., 1999a y Kurtenbach et al., 2002). Uno es 
el de las genoespecies específicas de micromamíferos, como B. afzelii, B. burgdorferi 
sensu stricto y el serotipo OspA 4 de B. garinii, que son mantenidas fundamentalmente 
por ratones silvestres del género Apodemus (A. silvaticus, A. flavicolis) y por topillos del 
género Clethrionomys (C. glareolus). El vector es casi exclusivamente I. ricinus y son las 
ninfas y adultos infectados los responsables de la transmisión a las personas. El segundo 
ciclo es el de las genoespecies específicas de aves, como B. valaisiana y los serotipos 
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OspA 3, 5, 6 y 7 de B. garinii, que son mantenidas por un buen número de especies de 
aves terrestres y marinas. Los vectores son I. ricinus  y, en los países del norte (Reino 
Unido y Escandinavia), también I. uriae (Olsen et al., 1993, 1995b; Robertson et al., 
2000). En cuanto al ciclo de transmisión de B. lusitaniae, aunque por el momento no se 
han identificado con precisión sus reservorios, es probable que circule en la naturaleza 
entre I. ricinus y roedores, para los cuales se ha visto que es no sólo infectiva sino también 
patógena (Zeidner et al., 2001); pero además, dada la variedad genética observada en esta 
genoespecie y su hallazgo hasta en un 7% de adultos de Hyalomma marginatum (De 
Michelis et al., 2000), no se puede descartar la existencia de cepas que circulen en la 
naturaleza entre H. marginatum y aves, puesto que son éstas los principales hospedadores 
de los inmaduros de esta garrapata. 
 
4.4. SITUACIÓN EN ESPAÑA. 
 
? Enfermedad de Lyme en personas. 
 
 En España, el primer caso de enfermedad de Lyme se notificó en 1977 y fue el de 
un paciente con eritema migratorio (Uruñuela y Díaz, 1977). En los siguientes 10 años no 
se registró ninguna nueva denuncia, hasta que Uría et al. (1987) documentaron el segundo: 
otro caso de eritema migratorio acompañado ahora por manifestaciones neurológicas. 
Desde entonces, la enfermedad de Lyme ha recibido una atención más regular, siendo 
objeto de estudios clínicos y epidemiológicos más o menos constantes (Oteo et al., 1990; 
Castiella et al., 1992; Anda et al, 1993; Guerrero y Escudero, 1993; Oteo et al., 1993; 
Guerrero et al. 1996). De estos estudios se deduce: 
 
• Que la seroprevalencia humana es, globalmente, más baja que en otros países 
europeos: entre el 3,3% y el 7,3% (Oteo Revuelta, 1994; Guerrero et al., 1996) 
frente al 21,8% en Eslovaquia (Drgonova & Rehacek, 1995) o al 15,2% en Francia 
(Zhioua et al., 1997). 
 
• Que dicha seroprevalencia varía notablemente según la región, pudiendo alcanzar 
en algunas provincias valores próximos a los de los países europeos: desde el 1,3% 
en el sur (Sevilla) hasta el 13,1% en Soria (Oteo Revuelta, 1994). 
 
• Que, como ocurre en Alemania (Rath et al., 1996) o Francia (Zhioua et al., 1997), 
la seroprevalencia es mayor en personas con un alto riesgo de sufrir picaduras por 
garrapatas, como son, por ejemplo, los trabajadores forestales (38% en los de La 
Rioja; Oteo Revuelta, 1994). 
 
• Que, como en otros países donde la enfermedad de Lyme es endémica, el número 
de casos clínicos de enfermedad de Lyme es bastante menor de lo que cabría 
esperar en función de la seroprevalencia observada, lo que indica que deben existir 
un buen número de infecciones asintomáticas o subclínicas, o bien que la serología 
detecta reactividad cruzada (hasta un 21% de falsos positivos; Guerrero et al., 
1996), en particular con borrelias productoras de fiebre recurrente, como la nueva 
especie identificada en el sur de España por Anda et al. (1996). En los últimos 7 
años (1995 al 2001) los casos de enfermedad de Lyme registrados en el Boletín 
epidemiológico semanal en toda España han sido, respectivamente, 34, 9, 1, 3, 0, 6 
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y 5. Un número sensiblemente inferior al que se registra en la Europa central y del 
norte. 
 
• Que la distribución de dichos casos en España no es uniforme en el tiempo 
(obsérvese la amplitud de la variación anual a lo largo de los siete últimos años) ni 
en el espacio, puesto que la mayor parte de los casos se han producido en el norte y 
centro de la península, pero no en el sur, donde, por el contrario se acumulan los 
casos de fiebre recurrente (ver Boletín epidemiológico semanal).  
 
• Y que las manifestaciones clínicas de la enfermedad de Lyme en nuestro país son 
bastante variadas, predominando las neurológicas (62,5%) y el eritema migratorio 
(31%) y en menor medida las articulares (28%) y las cardiacas (3,15%) (Guerrero 
et al., 1996). 
 
? Genoespecies identificadas. 
 
 Son pocos los trabajos en los que, hasta la fecha, se suministra información acerca 
de las genoespecies identificadas en España, pero ya permiten afirmar que son numerosas, 
puesto que se han identificado hasta 5 de las 6 endémicas en Europa. 
 
 La primera espiroqueta identificada en España como B. burgdorferi sensu lato se 
localizó en un ejemplar de I. ricinus (Oteo y Estrada-Peña, 1991). Poco después, García-
Moncó et al. (1992) aislaron, también a partir de I. ricinus, otra cepa a la que denominaron 
Esp1, que resultó ser B. burgdorferi sensu stricto (Oteo et al., 1998). Estos segundos 
autores identificaron también a la primera cepa de B. garinii (denominada Rio1), en este 
caso a partir de la piel de un varón con eritema migratorio (Oteo et al., loc. cit.). Más 
recientemente, Escudero et al. (2000a), han aislado y caracterizado a partir de dos 
muestras de piel humana con eritema migratorio y de ejemplares de I. ricinus capturados 
en el País Vasco, La Rioja y Castilla y León, hasta 15 cepas de 4 genoespecies: B. 
burgdorferi sensu stricto, B. garinii, B. valaisiana y B. lusitaniae. De los 15 aislados, 9 
fueron B. garinii, lo que la convierte en la genoespecie aparentemente más abundante en 
España, en concordancia con el hecho de que sean las manifestaciones neurológicas (a las 
que se asocia preferentemente esta genoespecie) las más frecuentemente observadas. Por 
último es preciso indicar que B. afzelii también está presente en la Península Ibérica, 
puesto que ha sido identificada en el líquido cefalorraquídeo de un paciente con 
neuroborreliosis (Escudero et al., 2000b). El último de los trabajos publicados en relación 
con este tema, que refuerza los hallazgos previos, es el de Barral et al. (2002), quienes en 
un estudio dirigido a determinar las genoespecies presentes en el País Vasco encontraron, 
en ejemplares de I. ricinus, 9 aislados de B. burgdorferi sensu lato pertenecientes a 4 
genoespecies (B. burgdorferi sensu stricto, B. garinii, B. valaisiana y B. lusitaniae). 
 
? Vectores,  reservorios y ciclos de transmisión. 
 
 Existen muy pocos trabajos en los que se estudia cuales son los vectores y los 
reservorios de B. burgdorferi sensu lato en España, pero de acuerdo con los datos 
publicados, cabe afirmar que el principal vector para todas las genoespecies sería I. 
ricinus, y no en vano la distribución de los casos de enfermedad de Lyme coincide con la 
de esta garrapata (Encinas Grandes et al., 1999). En las zonas de endemia humana se han 
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encontrado altas tasas de infección por B. burgdorferi sensu lato en los ejemplares de I. 
ricinus: en la Rioja, un 14% de los adultos y un 51% de las ninfas (Estrada-Peña et al., 
1995) y en el País vasco, un 12,5% de adultos y un 1,5% de ninfas (Barral et al., 2002). 
 
Cabe suponer, por tanto, que en estas zonas I. ricinus desempeña un doble papel: 
por una parte la transmisión de las espiroquetas en el medio natural entre los reservorios 
competentes (aves y mamíferos) y por otra, dada su antropofilia, la transmisión de la 
infección a las personas.  
 
En este mismo sentido, Estrada-Peña et al. (1995) también observaron que I. 
ricinus está ausente de las zonas sin casos humanos y que en su lugar son los adultos de I. 
canisuga (30%) y los de I. hexagonus (28%) los que están infectados por B. burgdorferi 
sensu lato. Esto sugiere que en estas otras zonas la espiroqueta está presente en la 
naturaleza en ciclos enzoóticos en los que los vectores son las dos especies señaladas y los 
reservorios sus principales hospedadores, es decir, cánidos y mustélidos silvestres (Indice-
Catálogo de Zooparásitos Ibéricos; Cordero del Campillo, 1984). Como estos dos ixódidos 
son poco antropofílicos, la infección tiene pocas probabilidades de alcanzar a las personas. 
 
También se han encontrado ejemplares de I. frontalis (una garrapata de aves) 
infectados con B. burgdorferi sensu lato (Estrada-Peña et al., 1995). Este hecho, junto con 
el hallazgo en Portugal (De Michelis et al., 2000) de ejemplares de Hyalomma 
marginatum infectados con B. lusitaniae sugiere que también existen en la península 
ciclos de transmisión mantenidos entre aves y sus garrapatas (I. frontalis e H. 
marginatum). Está por evaluar el potencial de estos ciclos como fuente de infección 
humana. Por último, Barral et al., (loc. cit.) también encontraron una media de 1,2% de 
ejemplares adultos de Haemaphysalis punctata infectados con B. burgdorferi sensu lato. 
 
 Que sepamos, apenas existen estudios específicos sobre cuales son los reservorios 
de la espiroqueta en la Península Ibérica, pero pensamos que las observaciones de Gern et 
al. (1998), acerca de las numerosas especies de roedores (ratones, ardillas, conejos), 
mamíferos de tamaño medio (erizos, cánidos, mustélidos) y aves, que son reservorios en 
otros países europeos, podrían extrapolarse a nuestro país. Aunque carecemos de 
información directa acerca del papel desempeñado por aves y micromamíferos en el 
mantenimiento de la espiroqueta en la Península Ibérica, disponemos, en cambio, de 
algunos trabajos en los que se evalúa ese mismo papel en perros (Font et al., 1992; Rojo 
Vázquez, 1997 y Merino et al., 2000). En esos estudios se constata que los perros son un 
importante reservorio de B. burgdorferi sensu lato y que la seroprevalencia en los de las 
zonas donde la enfermedad de Lyme es endémica resulta comparable a la de las personas 
(por ejemplo, en la provincia de Soria, 11% en perros y 13,1% en personas). En 
consecuencia, cabe suponer que los perros y su principal garrapata, Riphicephalus 
sanguineus, establecen un ciclo de transmisión peridoméstico, a partir del cual el paso a 
las personas sería, en principio, fácil por su proximidad, pero en la realidad no tanto 
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5. DETECCIÓN MOLECULAR DE LAS GENOESPECIES DE B. burgdorferi sensu lato 
EN GARRAPATAS. 
 
 Los métodos de detección y tipado molecular (fenotipado y genotipado) de B. 
burgdorferi sensu lato han sido exhaustivamente recopilados y comentados por Wang et 
al. (1999a). De acuerdo con éste y otros autores (Schimdt, 1997; Sparagano et al., 1999; 
Lee et al., 2000b y Renesto et al., 2000), el método más adecuado para la búsqueda e 
identificación de espiroquetas, no sólo en las garrapatas sino en todo tipo de muestras, es 
la PCR, tanto por su sensibilidad y especificidad como por su simplicidad, rapidez y 
relativo bajo precio. La PCR permite, además, que los fragmentos amplificados sean 
posteriormente analizados para confirmar su identidad o para hacer estudios filogenéticos. 
Estos análisis posteriores a la amplificación son, básicamente, la secuenciación, el análisis 
del polimorfismo en la longitud de los fragmentos de restricción (RFLP, de restriction 
fragment length polimorphism) y/o la hibridación con sondas genoespecíficas mediante la 
técnica del reverse line blot (RLB). 
 
 Dada pues la utilidad de la PCR para la identificación de las genoespecies, no es 
extraño que se hayan desarrollado, aunque con diferente éxito, una ingente cantidad de 
métodos basados en esta técnica (ver Wang et al., 1999a y Sparagano et al., 1999). Sin 
ánimo de repetir lo que ya han hecho otros autores, queremos simplemente señalar cuales 
de ésos métodos ofrecen los mejores resultados en la detección e identificación 
genoespecífica de las espiroquetas presentes en garrapatas. En este sentido, destacamos 
cuatro tipos de métodos distintos: 
 
1. Los basados en la amplificación y posterior secuenciación de determinados loci 
diana. Entre ellos destaca el basado en la amplificación del gen del ARNr 16S. 
Desarrollado por Marconi y Garon (1992a, 1992b) y aplicado por otros muchos 
autores (Fukunaga et al., 1996; Le Fleche et al., 1997; Wang et al., 1997 y Postic et 
al., 1998), permite distinguir perfectamente entre genoespecies (Wang et al., 
1999a), aunque para ello requiere el análisis de al menos 800 nucleótidos y esto le 
resta funcionalidad en grandes encuestas epidemiológicas (Lee et al., 2000b). Otros 
genes diana amplificados con este mismo fin han sido el de la flagelina y el OspA, 
pero por su menor capacidad de discriminación entre genoespecies han caído en 
desuso (Wang et al., 1999a) 
 
2. Los basados en la amplificación de secuencias genoespecíficas, de manera que, 
sin posteriores análisis, la mera presencia del amplicón indique directamente la 
identidad de la genoespecie. Las secuencias diana han sido, sobre todo, fragmentos 
del gen ARNr 16S y también determinados loci plasmídicos supuestamente 
genoespecíficos. Estos métodos apenas han tenido utilidad porque, para ambos 
tipos de dianas, se han detectado amplificaciones cruzadas entre genoespecies 
(Fukunaga et al., 1996; Missone & Hoet, 1998). Más recientemente, basándose en 
la secuencia del gen de la ARN polimerasa (rpoB), Lee et al. (2000b) han 
desarrollado cebadores genoespecíficos para la amplificación  de B. burgdorferi 
sensu stricto, B. afzelii, B. garinii, B. valaisiana y B. lusitaniae. Este método 
parece, por el momento, más fiable y específico que los que  amplifican fragmentos 




3. Los basados en el análisis del polimorfismo de los fragmentos de restricción 
(RFLP) del espaciador intergénico rrfA-rrlB (5S-23S). El ADNr de B. burgdorferi 
sensu lato presenta una organización única (Wang et al., 1999a): consta  de una 
copia del gen ARNr 16S (rrs) y de dos copias de los genes 23S (rrlA y rrlB) y 5S 
(rrfA y rrfB). Los 5 genes se localizan en el centro del cromosoma y están 
ordenados linealmente (rrs-rrlA-rrfA-rrlB-rrfB), dejando cuatro espaciadores 
intergénicos entre ellos. El espaciador rrfA-rrlB es muy variable y basándose en él, 
Postic et al. (1994) diseñaron unos cebadores que amplifican un fragmento de 225 
a 266 pares de bases, el cual, al ser digerido con la enzima MseI genera patrones de 
restricción distintos para cada genoespecie permitiendo su identificación. Este 
método ha sido muy utilizado, pero la observación reciente (Lee et al., 2000b) de 
patrones de restricción distintos a los originalmente descritos ha dificultado su 
interpretación. 
 
4. Los basados en la hibridación con sondas específicas. Utilizando la técnica del 
reverse line blot (RLB), Rijpkema et al. (1995, 1996a) desarrollaron un método 
para la amplificación del espaciador intergénico rrfA-rrlB y posterior hibridación 
del amplicón con sondas especificas para B. burgdorferi sensu stricto, B. afzelii, B. 
garinii y B. valaisiana. El método les permitió identificar con certeza a esas cuatro 
genoespecies en Holanda, por lo que posteriormente se ha aplicado también con 
éxito en otras partes de Europa (Rijpkema et al., 1996b; Kirstein et al., 1997; Cinco 
et al., 1998a, 1998b). Actualmente este método, ampliado para identificar a B. 
lusitaniae (Gil-Gil, 2002), se aplica también en España. 
 
En todos estos métodos se ha encontrado alguna limitación, como la aparición de 
amplificaciones cruzadas o la imposibilidad de diseñar sondas o cebadores 
genoespecíficos, pero, a pesar de ello, cuando son usados de forma complementaria 
pueden permitir la identificación de todas las genoespecies descritas hasta la fecha con una 
más que aceptable fiabilidad. 
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II. Ehrlichiosis granulocítica humana y genogrupo Anaplasma 
(Ehrlichia) phagocytophila. 
 
De acuerdo con Buller et al. (1999), Dumler, (1999), Bakken y Dumler (2000) y 
Dumler y Walker (2001), durante ésta última década las ehrlichiosis humanas se han 
convertido, por su alta incidencia y su morbilidad, en importantes enfermedades 
emergentes transmitidas por garrapatas. Según los autores citados, cuatro son las especies 
o “genogrupos” de ehrlichias capaces de producir enfermedad en las personas: Ehrlichia 
sennetsu, E. chaffensis, E. ewingii y el genogrupo Anaplasma (Ehrlichia) phagocytophila. 
 
Ehrlichia sennetsu (hoy reclasificada como Neorickettsia (Ehrlichia ) sennetsu 
comb. nov., Dumler et al., 2001) infecta a monocitos y macrófagos produciendo una 
enfermedad denominada Fiebre de Sennetsu, cuya presentación clínica es similar a la 
Mononucleosis infecciosa. Esta especie se distribuye por el lejano Oriente (Japón y 
Malasia) y no es transmitida por garrapatas sino por trematodos de peces, de manera que 
las personas se infectan al consumir pescado con vermes infectados (Dumler y Walker, 
2001). 
 
Las otras tres especies sí son transmitidas por garrapatas. La primera de ellas, E. 
chaffeensis, infecta a monocitos y macrófagos, produce la Ehrlichiosis monocítica humana 
(EMH) y se distribuye exclusivamente por Norteamérica donde es transmitida por 
Amblyomma americanum y por Dermacentor variabilis. Aunque se han detectado 
anticuerpos frente a E. chaffeensis en personas de otros continentes, salvo excepciones, en 
ninguna de ellas se llegó a aislar a esta bacteria, por lo que se descartó que estuvieran 
realmente infectadas por ella y su seropositividad se atribuyó a la más que demostrada 
reactividad cruzada entre E. chaffeensis y otras especies próximas como E. canis o E. 
muris (Wen et al., 1995; Keysary et al., 1999; Ravyn et al., 1999; Brouqui y Dumler, 
2000;  Shibata et al., 2000; Dumler y Walker, 2001; Guerrero et al., 2001). Sólo en dos 
pacientes de la República Checa se llegó a demostrar la presencia E. chaffeensis, pero 
ambos pacientes adquirieron la infección en los Estados Unidos (Hulinska et al., 2001). 
 
La segunda es E. ewingii, que infecta a los neutrófilos y produce una enfermedad 
febril, similar a la Ehrlichiosis granulocítica humana (ver a continuación), la cual afecta 
esencialmente a personas inmunodeprimidas. Es transmitida por Amblyomma americanum 
y sólo se ha detectado en Estados Unidos (Buller et al., 1999). Esta especie está 
estrechamente relacionada con E. canis, un patógeno canino que también puede infectar a 
personas pero sin producir en ellas una enfermedad aparente (Pérez et al., 1996). 
 
La tercera y última es el genogrupo E. phagocytophila, que  también infecta a los 
neutrófilos y causa la enfermedad denominada Ehrlichiosis granulocítica humana (EGH). 
Este genogrupo engloba a lo que en principio se pensó que eran tres especies distintas: E. 
phagocytophila, E. equi y el innominado “agente de la EGH”. Hoy se considera a todas 
ellas como una sola especie llamada Anaplasma (Ehrlichia) phagocytophila comb. nov. 
(Dumler et al., 2001). Esta especie es transmitida por garrapatas del complejo Ixodes 




De la creciente importancia de estas ehrlichiosis, en particular de las ehrlichiosis 
monocítica y granulocítica humanas (EMH y EGH), dan una idea los casos ya 
confirmados en Estados Unidos (más de 700 de cada una de ellas) y sus altas incidencias 
anuales en ese país (en zonas endémicas, hasta 100 casos de EMH y 58 de EGH por cada 
100.000 habitantes; Dumler y Walker, 2001). En Europa, la EGH también se está 
convirtiendo en una infección importante, como parecen indicar las altas tasas de 
seropositividad frente a A. (E.) phagocytophila encontradas en este continente (de un 7,5% 
a un 24%; Bakken y Dumler, 2000) y los  casos ya confirmados de EGH en países del 
centro y del norte (Lotric-Furlan et al., 1998a, 1998b, 2001; Bjöersdorff et al., 1999; 
Hulinska et al., 2001). 
  
 Entre las ehrlichiosis aludidas y sus respectivos agentes etiológicos, nuestro interés 
se centra exclusivamente en la ehrlichiosis granulocítica humana y en A. (E.) 
phagocytophila por ser, en principio, la única ehrlichia patógena para las personas 
presente en España (Oteo y Blanco, 1999; Oteo et al., 2000, 2001). 
 
Acerca de la EGH, y a diferencia de lo que ocurre con la enfermedad de Lyme, la 
información bibliográfica es más escasa y fragmentaria, pero permite ya extraer algunas 
conclusiones de interés en relación con los objetivos de esta tesis doctoral, de modo que, 
como en el caso de la enfermedad de Lyme, revisaremos brevemente la historia y las 
características clínicas de la EGH, y a continuación, y con mayor detalle, su patrón 
epidemiológico, en particular el que muestra en España. 
 
1. HISTORIA DE LA EHRLICHIOSIS GRANULOCÍTICA HUMANA. 
 
La ehrlichiosis granulocítica causada por Anaplasma (E.) phagocytophila es una 
zoonosis conocida en rumiantes domésticos desde 1932; su historia en humanos es, sin 
embargo, mucho más breve (Dumler & Walker, 2001). 
 
La primera descripción de la enfermedad animal, un síndrome febril que afectaba a 
las ovejas, fue realizada en Escocia por Gordon et al. (1932), quienes demostraron además 
que era transmitida por Ixodes ricinus y la denominaron “fiebre transmitida por 
garrapatas”. El agente infeccioso fue observado por primera vez al microscopio (en el 
interior de los neutrófilos de ovejas infectadas) por Foggie (1951), quién primero lo 
denominó Rickettsia phagocytophila y posteriormente lo reclasificó como Cytoecetes 
phagocytophila, porque presentaba significativas diferencias morfológicas con las 
rickettsias (Foggie, 1962). El género Cytoecetes se eliminó, como tal, y se incluyó en el 
género Ehrlichia en 1984 (octava edición del Manual de Bacteriología Determinativa de 
Bergey, citado por Barral Lahidalga, 1998), de modo que el agente de la ehrlichiosis 
granulocítica de los rumiantes pasó a denominarse Ehrlichia (Cytoecetes) phagocytophila 
manteniéndose dicha denominación prácticamente hasta la actualidad (ver más adelante en 
el apartado de taxonomía). 
 
Paralelamente, Stannard et al. (1969) describieron los primeros casos de 
ehrlichiosis granulocítica equina y aislaron al agente denominándolo Ehrlichia equi. Poco 
después Lewis et al. (1975) comprobaron que esta especie se podía transmitir 
experimentalmente a perros, gatos y primates, señalando la posibilidad de que también 
fuera infectiva para las personas. Sus vectores se descubrieron más recientemente y se vio 
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que eran los mismos que para Ehrlichia (Cytoecetes) phagocytophila: Ixodes pacificus en 
Estados Unidos (Ritcher et al., 1996) e I. ricinus en Europa (Parola et al., 1998). 
 
Por su parte, los primeros casos de infección humana por ehrlichias granulocíticas 
se describieron en Estados Unidos en 1994 (Chen et al., 1994; Bakken et al.; 1994). La 
enfermedad, que en algunos pacientes resultó letal, se denominó ehrlichiosis granulocítica 
humana (EGH) y al agente infeccioso lo denominaron como “agente de la EGH”. Chen et 
al. (1994) secuenciaron el gen ARNr 16S de dicho agente y comprobaron que poseía una 
identidad del 99,9% y 99,8%, respectivamente, con el gen homólogo de E. phagocytophila 
y de E. equi, señalando ya la posibilidad de que las tres especies fueran una misma. 
 
En Europa los primeros casos de EGH se notificaron poco después, en 1997 en 
Eslovenia, procedentes de una zona endémica de borreliosis de Lyme. El agente infeccioso 
resultó ser idéntico al descrito por Chen et al. (loc.cit.) (Petrovec et al., 1997).  
 
Desde esas primeras descripciones se han diagnosticado en Norteamérica y Europa 
cientos de casos de EGH y se han definido sus características clínicas (Bakken y Dumler, 
2000 y Dumler y Walker, 2001). Así mismo, se ha comprobado que el agente de la EGH, 
E. phagocytophila y E. equi son, definitivamente, una misma especie (Dumler et al., 2001) 
y se han determinado sus principales vectores (garrapatas duras del complejo Ixodes 
ricinus),  sus reservorios y sus ciclos de transmisión (Dumler y Walker, 2001). 
 
2. CARACTERÍSTICAS CLÍNICAS DE LA EHRLICHIOSIS GRANULOCÍTICA 
HUMANA. 
 
 Las revisiones más recientes (Bakken y Dumler, 2000; Dumler y Walker, 2001; 
Olano y Walker, 2002), que a su vez recogen lo descrito en revisiones previas (Bakken et 
al., 1996; Dumler, 1999; Lotric-Furlan et al., 1998a, 1998b; McQuiston et al., 1999) y en 
informes de casos aislados, describen a la EGH como una enfermedad aguda, benigna en 
la mayoría de las personas, grave en ancianos y asintomática o subclínica en los individuos 
más jóvenes (ver también Cizman et al., 2000 y Woessner et al., 2001). 
 
 Su presentación clínica cabe calificarla de inespecífica y recuerda a una infección 
viral de características similares a la gripe. Como regla general, tras la picadura de la 
garrapata, la enfermedad presenta un periodo de incubación de unos 7-10 días, al que 
sigue una fase aguda con malestar, rigidez, mialgias generalizadas, fuertes cefaleas y 
fiebre superior a 39 ºC. Estos signos van acompañados además por trombocitopenia, 
leucopenia y una elevación moderada del nivel sérico de las transaminasas hepáticas. 
 
El 1,1-10,9% de los pacientes también muestran erupciones eritematosas cutáneas, 
por lo que algunos autores las incluyen como manifestaciones propias de la EGH, pero 
otros consideran que estas erupciones no forman parte del cuadro clínico de esta 
enfermedad, sino que son debidas a coinfecciones con otros agentes transmitidos por 
garrapatas, como B. burgdorferi sensu lato, la cual se detecta en el 11,4% al 21% de los 
pacientes con EGH (Fingerle et al., 1999a; Hunfeld & Brade, 1999; Bakken y Dumler, 




En el 16% de los pacientes, a las manifestaciones anteriores se añaden otras más 
graves, como síndromes similares a choques tóxicos y choques sépticos, síndromes 
respiratorios agudos, rhabdomiolisis, miocarditis o manifestaciones neurológicas 
(polineuropatías desmielinizantes) resultantes de la afectación de diversos sistemas 
orgánicos (Dumler y Walker, 2001). Se desconoce si la aparición de estos síntomas está 
determinada por las particularidades del paciente, por las de la cepa infectante o por 
ambas. No obstante, el hecho de que todos estos síntomas se hayan observado tanto en 
pacientes americanos (Bakken et al., 1996) como en europeos (Bjöersdorff et al., 1999), 
infectados previsiblemente por cepas distintas, sugiere que dependen más bien del estado 
fisiológico del paciente. 
 
A esa idea contribuye también el que la enfermedad sea más grave en ancianos, 
diabéticos y pacientes sometidos a terapia inmunosupresora, pudiendo ser incluso letal en 
un 0,5%-1% de los casos. En dichos casos la muerte fue debida, sobre todo, a infecciones 
oportunistas como candidiasis diseminadas, aspergilosis pulmonares, esofagitis 
necrotizantes y criptococcosis (Hardalo et al., 1995; Lepidi et al., 2000). Estas infecciones 
rara vez se observan en pacientes jóvenes sin otras patologías, por lo que cabe pensar que 
la inmunosupresión inducida por la propia EGH (neutropenia y linfopenia; Dumler y 
Walker, 2001) no es, por si misma, tan intensa como para dejar al paciente desprotegido 
pero puede potenciar estados de inmunodepresión subyacentes facilitando la infección por 
los patógenos oportunistas antes señalados. 
 
El tratamiento con doxiciclina resuelve la infección en unos días. En ausencia del 
mismo la mayoría de los enfermos se recuperan en menos de dos meses, sin que existan, 
por el momento, evidencias de infecciones crónicas ni de reactivaciones (Dumler y 
Walker, 2001). 
 
3. AGENTE ETIOLÓGICO: Anaplasma (Ehrlichia) phagocytophila. 
 
3.1. FILOGENIA, TAXONOMÍA Y NOMENCLATURA. 
 
 Las ehrlichias son bacterias pertenecientes al orden Rickettsiales, aunque su 
nomenclatura y posición exacta dentro de dicho orden es, aún hoy, un tema sin resolver. 
Las sucesivas reordenaciones de los microorganismos incluidos dentro del orden 
Rickettsiales han sido revisadas por Euzéby (2002) en su “Dictionnaire de Bacteriologie 
Vétérinaire”, cuya última actualización consultada, de 5 de junio de 2002, está disponible 
en Internet  (http://www.bacterio.cict.fr/bacdico/garde.html). 
 
 Según el citado autor, el género Ehrlichia fue creado por Moshkovski en 1945 y se 
utilizó como género tipo para definir la familia Ehrlichiaceae (orden Rickettsiales), que 
fue creada al efecto en esa misma fecha e incluía a otros dos géneros, Cowdria y 
Neorickettsia. 
 
La denominación de este grupo de microorganismos como familia Ehrlichiaceae 
fue, sin embargo, poco duradera, porque en 1957 Philip propuso su redenominación como 
tribu Ehrlichieae y su inclusión dentro de la familia Rickettsiaceae. Así fue admitido y 
publicado en la séptima edición del manual de Bacteriología Determinativa de Bergey de 
1957, edición en la que, además, el género Anaplasma es considerado como género tipo de 
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la familia Anaplasmataceae, la cual aparece como familia independiente dentro del orden 
Rickettsiales. 
 
La clasificación anterior se mantuvo estable durante los siguientes 30 años y así lo 
refleja la primera edición del Manual de Bacteriología Sistemática de Bergey de 1984 
(Krieg y Holt, 1984), que mantiene a los géneros Ehrlichia, Cowdria y Neorickettsia como 
tribu Ehrlichieae en la familia Rickettsiaceae y al género Anaplasma en la familia 
Anaplasmataceae (ambas dentro del orden Rickettsiales).  
 
Entre 1984 y 2001 el único cambio significativo en la taxonomía del orden 
Rickettsiales ha sido la propuesta de inclusión del género Anaplasma dentro de la tribu 
Ehrlichieae y la supresión de la familia Anaplasmataceae. Esta modificación no ha sido 
recogida por el manual de Bergey pero si por el “NCBI Taxonomy Browser”, que está 
disponible en Internet: http://www.ncbi.nlm.nih.gov/Taxonomy/tax.html/ (Euzéby, 2002). 
 
 Los cambios más drásticos en la organización del orden Rickettsiales han 
aparecido después de noviembre de 2001 y se han originado como consecuencia del 
análisis y comparación de varios marcadores genéticos, tales como el gen ARNr 16S, los 
genes del operón groESL, los genes de determinadas proteínas de superficie y el gen de la 
citrato sintasa -gltA- (Dumler et al., 2001; Inokuma et al., 2001a, 2001b). Estos cambios se 
concretan en dos propuestas taxonómicas distintas: una es la de Dumler et al. (2001) y la 
otra es la que aparece en la segunda edición del Manual de Bacteriología Sistemática de 
Bergey (Garriti, 2002). Sin entrar en detalles, señalamos que las dos propuestas coinciden 
en la omisión de la división en tribus, y por tanto en la supresión de la tribu Ehrlichieae. A 
esa similitud oponen, sin embargo, una gran diferencia en cuanto a la distribución en 
géneros y familias. 
 
La clasificación del manual de Bergey propone tres familias: (i), familia 
Rickettsiaceae (géneros Rickettsia, Orientia y Wolbachia); (ii), familia Ehrlichiaceae 
(géneros Ehrlichia, Aegyptionella, Anaplasma, Cowdria, Neorickettsia y Xenohalioptis) y 
(iii), familia Holosporaceae, que incluye un total de 8 géneros que no son de interés en 
relación con las ehrlichias y que, por tanto, omitimos mencionar. 
 
Por su parte, Dumler et al. (2001) proponen dos familias: familia Rickettsiaceae 
(géneros Rickettsia y Orientia) y familia Anaplasmataceae (géneros Ehrlichia, Anaplasma, 
Neorickettsia y Wolbachia). Dentro de esta segunda familia los citados autores dividen a 
las especies en cuatro grupos genómicos que coinciden con los cuatro géneros anteriores 
(Figura 1): 
• El grupo I se corresponde con  el género Ehrlichia en sentido estricto, el cual 
incluye a las especies E. canis, E. chaffensis, E. ewingii, E. muris y E. 
(Cowdria) ruminantium comb. nov.. 
 
• El grupo II coincide con el género Anaplasma e incluye, entre otras, a las 
anteriores A. marginale, A. centrale, A. ovis y a las renominadas A. (Ehrlichia) 




• El grupo III es el género Neorickettsia, el cual incluye a N. helminthoeca y a las 
renominadas N. (Ehrlichia) risticii comb. nov. y N. (Ehrlichia) sennetsu comb. 
nov..  
 
•  Por último, el grupo IV es el género Wolbachia, el cual contiene una única 





Figura 1. Filodendograma de la familia Anaplasmataceae basado en la secuencia del gen 
ARNr 16S (Dumler et al., 2001). 
 
 
Según Euzéby (2002), no existe aún una clasificación oficial de estas bacterias, por 
lo que la adopción de una u otra propuesta es opcional. No obstante, la proposición de 
Dumler et al. (2001) parece gozar de amplia aceptación (Dumler y Walker, 2001) y, en 
este sentido, sólo Inokuma et al. (2001a) se muestran parcialmente discordantes. Estos 
segundos autores secuenciaron el gen gtlA (citrato sintasa) de 13 especies de ehrlichia y 
obtuvieron un árbol filogenético, similar al derivado del gen ARNr 16S, en el que las 
anteriores E. phagocytophila, E. equi y el agente de la EGH están suficientemente 
próximas entre sí como para ser consideradas una única especie. Sin embargo, Inokuma et 
al. (loc. cit.) también observaron que dicha especie mostraba suficientes diferencias 
genéticas con los anaplasmas como para ser incluida en un nuevo género, distinto de 
Anaplasma, para el cual, no obstante, omiten proponer un nombre. Su sugerencia la 
refuerzan, además, recordando la existencia de importantes diferencias biológicas entre 
anaplasmas y el “genogrupo” phagocytophila, como son sus células hospedadoras: 
eritrocitos para los primeros y granulocitos para el segundo. 
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El hecho es que los trabajos de Dumler et al. (2001) y de Inokuma et al. (2001a) se 
publicaron de forma casi simultánea y los primeros no pudieron tener en cuenta los 
resultados y sugerencias de los segundos. Por tanto, es posible que en el futuro inmediato 
se propongan nuevos cambios en la nomenclatura y taxonomía de este genogrupo. 
 
 Con independencia de si esos cambios se materializan o no, en la presente tesis 
doctoral adoptamos la propuesta de Dumler et al. (2001) y nos referimos al agente 
etiológico de la EGH (y de la ehrlichiosis granulocítica animal) como una especie única 
denominada Anaplasma phagocytophila. 
 
3.2. MORFOLOGÍA Y ESTRUCTURA. 
 
 Las características fenotípicas y biológicas de los géneros Ehrlichia y Anaplasma 
son bastante similares, diferenciándose esencialmente en su espectro de hospedadores y en 
las células que colonizan (Euzéby, 2002). Por este motivo y por no disponer de una 
redescripción específica para A. phagocytophila, imitamos lo que hacen otros autores 
(Bakken y Dumler, 2000; Dumler et al., 2001; Dumler y Walker, 2001) y describimos a 
continuación las características generales del género Ehrlichia/Anaplasma señalando las 
particularidades diferenciales de A. phagocytophila. 
 
Las ehrlichias son cocos gram-negativos, normalmente redondeados, aunque 
pueden ser bastante pleomórficos y presentar un tamaño variable entre 0,2 y 1,5 µm. Su 
pared celular apenas contiene peptidoglicano y, a diferencia de Rickettsia sp. y de Orientia 
sp., su membrana externa es fina y sin engrosamientos, aunque en A. phagocytophila dicha 
membrana presenta abundantes pliegues que la distinguen de otras ehrlichias como E. 
chaffensis y N. sennetsu (Popov et al., 1998). En su interior los orgánulos más aparentes 
son los ribosomas, que se disponen repartidos por todo el citoplasma o bien condensados 
en el centro según el tipo de célula bacteriana (ver a continuación). 
 
Los genomas de las ehrlichias son en general pequeños y aunque aún se 
desconocen sus secuencias completas, están actualmente en proceso de secuenciación los 
de A. phagocytophila (1,5 kb), E. chaffensis (1,2 kb) y N. sennetsu (0,9 kb) por ser las de 
mayor importancia para la salud humana (TIGR Microbial Database: a listing of microbial 
genomes and chromosomes in progress; http://www.tigr.org/tdb/mdb/mdbinprogress.html). 
 
Las ehrlichias son parásitos intracelulares, aerobios estrictos, que infectan a los 
leucocitos del hospedador (a los neutrófilos en el caso de A. phagocytophila). La 
penetración en la célula diana es un proceso de endocitosis mediada por receptores, tras la 
cual la bacteria queda alojada en el interior de un endosoma citoplasmático donde se 
multiplica por fisión binaria originando unas agrupaciones denominadas mórulas en las 
que se observan dos tipos de células: unas pequeñas (0,2-0,4 µm), electrodensas y con los 
ribosomas condensados en el centro, que se denominan “cuerpos elementales”, y otras más 
grandes (0,8-1,5 µm), de aspecto reticulado y con los ribosomas repartidos por todo el 
citoplasma, que se denominan “cuerpos reticulados”.  
 
Se desconoce el significado biológico de la existencia de estos dos tipos celulares. 
En el orden Clamidiales, que también presentan este dimorfismo, los cuerpos elementales 
son la célula infectiva, encargada de penetrar en la célula hospedadora pero incapaz de 
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multiplicarse, mientras que los cuerpos reticulados son la forma metabólicamente activa, 
la que se multiplica por fisión binaria. Esta diferencia funcional, sin embargo, no se 
observa en las ehrlichias, puesto que sus cuerpos elementales también pueden 
multiplicarse por fisión binaria (Popov, 1998; Dumler et al., 2001). 
 
La salida de las bacterias al plasma tiene lugar tras provocar la lisis celular o bien 
tras la fusión de la membrana del endosoma con la membrana plasmática de la célula 
hospedadora (Dumler y Walker, 2001). Las ehrlichias alojadas en el endosoma escapan a 
su destrucción por la célula hospedadora (fagocitos de la serie blanca especializados en la 
fagocitosis y destrucción de patógenos) evitando que dicho endosoma se funda con los 
lisosomas (Rikihisa, 1999). Se desconoce si presentan otros mecanismos de evasión de la 
respuesta inmunitaria del hospedador, pero no es probable que los posean y si es así, deben 
ser relativamente ineficientes porque, como ya hemos indicado, en pacientes 
inmunocompetentes, la infección es eliminada en el plazo de 2 a 6 semanas. 
 
4. EPIDEMIOLGÍA DE LA EGH Y DE Anaplasma phagocytophila. 
 
 Aunque la ehrlichiosis granulocítica animal se conocía desde los años treinta 
(Gordon et al., 1932), esta enfermedad y su agente etiológico (A. phagocytophila) no 
despertaron excesivo interés hasta 1994, momento en que se detectaron los primeros casos 
de infección humana (Chen et al., 1994). Desde entonces se han publicado bastantes 
trabajos en los que se aportan datos epidemiológicos puntuales y algunas revisiones en las 
que se incluye un análisis epidemiológico más global (McQuiston et al., 1999; Bakken y 
Dumler, 2000; Dumler y Walker, 2001; Olano y Walker, 2002). 
 
 El patrón epidemiológico de la EGH recuerda al de la enfermedad de Lyme 
porque, en buena medida, comparten distribución, vectores, reservorios animales y ciclos 
de transmisión. Pero, pese a lo anterior, el perfil epidemiológico que presenta actualmente 
la EGH es menos complejo que el de la enfermedad de Lyme, y esto es así por tres 
elementales motivos: (i), está implicado un único agente infeccioso, que además parece ser 
menos variable genética y fenotípicamente que B. burgdorferi sensu lato (Bjöersdorf et al., 
2002; Caspersen et al., 2002; Massung et al., 2002); (ii), el rango de vectores parece más 
reducido puesto que se limita, en principio, a las garrapatas del complejo Ixodes ricinus, y 
(iii), el rango de reservorios es también más estrecho ya que incluye a un menor número 
de mamíferos y excluye a las aves. Consecuentemente, el número y tipo de ciclos que 
mantienen la bacteria en la naturaleza y el de aquellos a partir de los cuales puede ser 




 Como se puede observar en la tabla VI, Anaplasma phagocytophila muestra una 
distribución geográfica que cabe calificar de amplia, pues se extiende por todo el 
hemisferio norte, desde Canadá hasta China, coincidiendo casi exactamente con la 
distribución de B. burgdorferi sensu lato (Cao et al. 2000; Bakken y Dumler, 2000; 
Dumler y Walker, 2001).  
 
La extensión de la EGH, por el contrario, parece ser más restringida que la de su 
agente, puesto que el número de países en los que se han confirmado casos clínicos de 
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EGH es inferior al de países en los que se ha denunciado la presencia de la bacteria 
(respectivamente, 7 y 19 países, ver tabla VI). Pensamos, no obstante, que esta situación es 
más aparente que real y que las infecciones humanas por A. phagocytophila están más 
extendidas de lo que reflejan los casos clínicos denunciados. Así parecen indicarlo los 
elevados porcentajes de personas seropositivas frente a A. phagocytophila detectados tanto 
en Norteamérica como en Europa (Tabla VI). Las infecciones asintomáticas y los 
probables diagnósticos erróneos, debidos a la falta de información previa y a la 
inespecificidad de los síntomas, pueden explicar estas diferencias entre la extensión de la 
enfermedad y la de su agente. 
 
 
Tabla VI. Distribución geográfica de Anaplasma phagocytophila y de la EGH. 
 
Países donde está 
presente 
A. phagocytophila 
Países con personas 
seropositivas frente 
a A. phagocytophila 
(%) 
Países con casos 
confirmados de 
EGH 
(número de casos) 
Referencias 
EEUU EEUU (3-15 %) EEUU ( > 700) Dumler y Walker (2001) 
Canadá *   Berrington et al. (1996) Drebot et al. (2001) 
Alemania Alemania (5,5-19,5 %)  
Baumgarten et al. (1999) 
Fingerle et al. (1999a, 1999b) 
Hundfel y Brade (1999) 
Batzin-Feingenbaum et al. (2000) 
Woessener et al. (2001) 
Bulgaria Bulgaria (2,9-20 %)  Christova y Dumler (1999) 
Dinamarca Dinamarca (3,8-21 %)  Lebech el al. (1998) Skarphedinsson et al. (2001) 
Eslovenia Eslovenia (15,4%) Eslovenia (6) 
Petrovec et al. (1997) 
Lotrict-Furlan et al. (1998a, 1998b) 
Cizman et al. (2000) 
España España (1,4%) España (1) Oteo et al. (2000, 2001) 
Francia *   Parola et al. (1998) 
Holanda Holanda Holanda (1) Dobbenburgh et al. (1999) 
Israel Israel (0,1 %)  Keysary et al. (1999) 
Italia Italia (1,5 %)  
Cinco et al. (1998) 
Nuti et al., (1998) 
Favia et al. (2001) 
Noruega Noruega (15-20%) Noruega (2) Bjoersdorff et al. (1999) 
Polonia Polonia (6,2 %)  Grzeszczuk et al. (2002) 
Reino Unido Reino Unido (1,5 %)  Odgen et al. (1998) Thomas et al. (1998) 
República Checa Rep. Checa (13,5-21 %) República Checa (3) Hulinska et al. (2001) Zeman et al. (2002) 
Rusia*   Semenov et al. (2001) 
Suecia Suecia (11,4-20 %) Suecia (10) 
Dumler et al. (1997) 
Gustafson y Artursson (1999) 
Bioersdorff et al. (1999) 
Suiza Suiza (10-25 %)  Weber et al. (2000) 
China*   Cao et al. (2000) 
Total: 19 Total: 15 Total: 7  
 
* No se dispone de datos sobre seroprevalencia humana ni sobre casos clínicos. La principal evidencia de la 
presencia de A. phagocytophila en estos países es su detección en garrapatas del complejo I. ricinus o en 
animales (p. ej., caballos en Canadá). 
 
 En cuanto a la distribución temporal de la EGH, tanto en Estados Unidos como en 
Europa se observa una clara estacionalidad, similar a la que muestra la enfermedad de 
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Lyme. La mayoría de los casos se registran en el verano y a finales del otoño, periodo este 
en el que coinciden la aparición en la naturaleza de las ninfas y de los adultos de Ixodes sp. 
y los periodos de máxima actividad humana en el campo, lo que facilita el contacto entre 
personas y garrapatas infectadas (Dumler y Walker, 2001). 
 
4.2. VECTORES, RESERVORIOS Y CICLOS DE TRANSMISIÓN. 
 
 A. phagocytophila utiliza como principales vectores a las garrapatas del complejo 
Ixodes ricinus: I. scapularis e I. pacificus en Estados Unidos, I. ricinus en Europa e I. 
persulcatus en Asia (Cao et al., 2000; Dumler y Walker, 2001; Semenov, et al., 2001).  
 
Junto a las anteriores, existen otras especies de Ixodes sp. (no pertenecientes al 
complejo I. ricinus) que también pueden ser vectores competentes para esta bacteria. Tal 
es el caso de I. trianguliceps, una garrapata europea específica de roedores, en la que 
Odgen et al. (1998) han detectado la presencia de A. phagocytophila. Aunque los citados 
autores no han comprobado experimentalmente la capacidad vectorial de esta especie, 
sugieren que, en los lugares donde está presente, también participa en la transmisión de la 
bacteria entre roedores silvestres. Igualmente es éste el caso de I. spinipalpis, una 
garrapata americana que transmite eficazmente la bacteria entre las ratas de género 
Neotoma sp. (Zeidner et al., 2000). En todas esas garrapatas la bacteria se transmite 
transestádicamente, pero no se ha observado que exista en ellas transmisión transovárica 
(Odgen et al., 1998; Dumler y Walker, 2001). 
 
Salvo en España (ver más adelante, Barral Lahidalga, 1998), no se han encontrado 
garrapatas de géneros distintos a Ixodes sp. que transmitan a A. phagocytophila, ni siquiera 
entre aquellas que son eficientes vectores para otras ehrlichias, como por ejemplo 
Amblyomma americanum (que transmite a Ehrlichia chaffensis y E. ewingii) o 
Rhipicephalus sanguineus (vector de E. canis y Anaplasma (Ehrlichia) platys comb. nov.). 
Los estudios de transmisión llevados a cabo con Amblyomma americanum y A. maculatum 
han demostrado su incapacidad como vectores de A. phagocytophila (Ewing et al., 1995, 
1997). 
 
Por otra parte, hasta el presente trabajo, ningún otro estudio se ha llevado a cabo 
para determinar si A. phagocytophila puede ser o no transmitida por artrópodos 
hematófagos distintos de las garrapatas, como por ejemplo los ácaros trombicúlidos, por lo 
que hasta la fecha todos los autores han admitido que sus únicos vectores son las especies 
de ixódidos antes citadas. 
 
De acuerdo con lo anterior, cabría señalar, por tanto, que A. phagocytophila 
muestra una notable especificidad por su vector. Sin embargo, nada hay descrito acerca de 
la naturaleza de dicha especificidad y de si ésta es real o tan sólo aparente, y atribuible, 
más que a ninguna otra causa, al simple desconocimiento de otros posibles vectores. 
 
 En cuanto a la prevalencia de A. phagocytophila en las garrapatas, son ya 
abundantes los artículos en los que se pueden encontrar datos de infección de las 
pertenecientes al complejo I. ricinus. La mayor parte de ellos son estudios puntuales, 
llevados a cabo en zonas geográficas reducidas y durante cortos periodos de tiempo 
(varios meses o a lo sumo un año). De los citados trabajos, se han seleccionado, e incluido 
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en la tabla VII, a todos los que efectuaron el estudio en ejemplares recogidos en la 
vegetación y utilizaron la PCR como método de detección de la bacteria, que, conviene 
señalarlo, fueron la inmensa mayoría de los publicados. De este modo los datos ofrecidos 
resultan más homogéneos y comparables. 
 
 
Tabla VII. Porcentajes de infección por A. phagocytophila en las garrapatas del complejo I. ricinus en 
distintos países del hemisferio norte. A, ejemplares adultos; N, ninfas. 
 
% de ejemplares infectados 
País o Estado 
I. pacificus I.  scapularis I. ricinus I. persulcatus
Referencias 
California 4,7- 6,7 %    Kramer et al. (1999) 
California 0,8 %    Barlough et al. (1997) 
Delaware  1-8 %   Curran et al. (2000) 
Massachussetts  25 %   Chang et al. (1998) 
Nueva York  32-53 % (A)21% (N)   Schwartz et al. (1997) 




Wisconsin  10,3% (A)   Pancholi et el. (1995) 
Alemania   2,2 %  Baumgarten et al (1999) 
Alemania   1,6 %  Fingerle et al. (1999a,b) 
Bulgaria   34 % A 2 % N  Christova et al. (2001) 
Eslovenia   3,2 %  Petrovec et al. (1999) 
España   5,3 % A 2,5-24% N  Oteo et al. (2001) 
Italia   24 %  Cinco et al. (1998) 
Noruega   6-11 %  Jenkins et al. (2001) 
Polonia   
16 % 
19,5 % A 
1,4 % N 
 Grzeszczuk et al. (2002) 
Reino Unido 
(Escocia)   
2,1 % A 
0,2-2 % N  Alberdi et al (1998) 
Suiza   0,8 %  Pusterla et al. (1998) 
Suiza   
1,3 % 
1,6 % A 
0,5 % N 
 Pusterla et al. (1999a) 
Europa 
Suiza   1,4 %  Liz et al. (2000) 
Asia China    0,8 % Cao et al. (2000) 
 
 
 De acuerdo con la tabla anterior, se puede observar: 
 
1. Que en Estados Unidos, la bacteria es transmitida al menos por dos garrapatas: I. 
pacificus en el oeste e I. scapularis en el noreste del país; que su prevalencia en las 
poblaciones de I. pacificus (0,8-6,7 %) es notablemente inferior a la que muestra en las de 
I. scapularis (53%) y que esta diferencia está en relación con el mayor número de casos de 
EGH en las zonas endémicas del noreste del país (hasta 58 casos por cada 100.000 
habitantes en Wisconsin; Dumler et al., 2001). 
 
2. Que en Europa su vector más importante (y casi el único claramente establecido 
hasta la fecha) es I. ricinus. Que en esta especie los porcentajes de infección varían 
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considerablemente entre los distintos países y que las variaciones no parecen seguir pauta 
alguna: los porcentajes más elevados se registran en países del norte y del este (19,5% en 
Polonia, 34% en Bulgaria), pero también se observan porcentajes de similar magnitud en 
los del sur (24% en Italia y España). En el resto de los países examinados la tasa de 
infección es mucho más baja, en torno al 2%, similar al registrado en el oeste americano. 
Se desconocen las causas de tales variaciones, pues los datos son aún demasiado escasos y 
parciales para poder establecer relaciones fiables. 
 
3. Que, como en el caso de B. burgdorferi sensu lato, los porcentajes de infección 
varían según la fase evolutiva de las garrapatas. Salvo excepciones (datos referentes a 
España, ver Oteo et al., 2001), los más elevados se registran entre los ejemplares adultos, 
mientras que en las ninfas son hasta 10 veces más bajos (casos de Bulgaria, Polonia y 
Reino Unido; ver Alberdi et al. 1998, Christova et al., 2001 y Grzeszczuk et al., 2002). No 
se han encontrado larvas infectadas, hecho este poco sorprendente al no haberse descrito 
aún la existencia de un mecanismo de transmisión transovárica. 
 
4. Que, en general, en un determinado país o zona geográfica, los porcentajes de 
infección por A. phagocytophila son más bajos que los de B. burgdorferi sensu lato. Tal 
es, por ejemplo, el caso de Alemania, donde Baumgarten et al. (1999) encontraron un 
2,2% de I. ricinus infectados por A. phagocytophila y un 21,8% de infectados por B. 
burgdorferi sensu lato. 
 
 Por último, conviene señalar que en las garrapatas (tanto en América como en 
Europa) son frecuentes las coinfecciones por A. phagocytophila y B. burgdorferi sensu 
lato. Hasta un 30% de los ejemplares infectados con A. phagocytophila también lo están 
con B. burgdorferi. La inversa no es cierta, pues la mayor abundancia de garrapatas 
monoinfectadas con B. burgdorferi reduce el porcentaje de coinfección en unas 10 veces 
(Cinco et al., 1997, 1998; Baumgarten et al., 1999; Leutenegger et al., 1999; Levin y Fish, 
2000a; Christova et al., 2001). Las coinfecciones son unas 7 a 10 veces más frecuentes en 
adultos que en ninfas (Levin y Fish, 2000a), lo que sugiere que la adquisición de la 
coinfección tiene lugar, normalmente, en tomas de sangre consecutivas y menos 
habitualmente de forma simultánea en una única toma de sangre. De ahí que los adultos, 
que han tomado sangre dos veces, presenten porcentajes de coinfección superiores a los de 
las ninfas (Levin y Fish, 2000a). 
 
 Se ha comprobado también que, durante su ciclo en el vector, estos dos patógenos 
no interfieren entre sí y que las garrapatas con doble infección transmiten a cada uno de 
los patógenos tan eficazmente como las portadoras de infecciones simples (Levin y Fish, 
2000a), lo que, sin duda, contribuye a que en los hospedadores susceptibles a ambos 
patógenos, como los roedores y las personas, sean también frecuentes las coinfecciones 
(Mitchell et al., 1996; Magnarelli et al., 1997; Nadelman et al., 1997; Levin et al., 1999; 
Levin y Fish, 2000a; Liz et al., 2000). 
 
 Los reservorios de A. phagocytophila son, en parte, los mismos que los de B. 
burgdorferi sensu lato, pues ambas bacterias utilizan a los roedores (ratas, ratones, topillos 
y ardillas) como reservorios principales (Liz et al., 2000). Pero a diferencia de B. 
burgdorferi sensu lato, para A. phagocytophila también son reservorios competentes los 
équidos y los rumiantes, tanto domésticos (vacas y ovejas) como silvestres (ciervos, alces, 
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llamas y bisontes). Las aves, sin embargo, no son reservorios competentes para la 
ehrlichia, aunque pueden contribuir a su dispersión al transportar garrapatas infectadas a 
grandes distancias (Bjöesdorff et al. 2001). Por el momento se desconoce la base de la 
especificidad ehrlichia-reservorio. 
 
La consecuencia inmediata de compartir parcialmente vectores y reservorios es que 
estos dos patógenos presentan ciclos de transmisión similares, aunque no del todo 
idénticos (Levin et al., 1999). Los ciclos de transmisión de A. phagocytophila serían, en 
líneas generales, los siguientes: las larvas de Ixodes sp. se infectan, a finales de la 
primavera y el verano, al alimentarse sobre roedores infectados. La infección se transmite 
transestádicamente a las ninfas, las cuales infectarán a nuevos hospedadores (básicamente 
roedores) cuando realicen la toma de sangre durante el otoño o, tras hibernar, a principios 
de la siguiente primavera. Estos nuevos hospedadores infectados serán la fuente de 
infección para la siguiente generación de larvas. Los adultos que surgen tras la muda de 
las ninfas infectadas mantienen la infección y la transmiten a sus principales 
hospedadores, équidos y rumiantes. No obstante, como la infección no se transmite 
transováricamente a la descendencia, la nuevas generaciones de larvas no son portadoras 
de A. phagocytophila. Este hecho y el que los inmaduros de Ixodes sp. se alimenten 
preferentemente sobre micromamíferos, restan importancia a los rumiantes y équidos 
como fuente de infección humana, puesto que a partir de ellos es improbable que emerjan 
vectores infectados. Esta situación se invierte en ausencia de micromamíferos. En tales 
casos, todas las fases de Ixodes sp. se alimentan sobre los hospedadores disponibles 
(rumiantes) y desde éstos pueden transmitir la infección al hombre. 
 
Las personas resultan infectadas cuando penetran en los hábitats colonizados por 
garrapatas, lo que suele ocurrir a finales del verano y en otoño, al ser picados por las 
ninfas y los adultos que surgen tras la muda de las larvas y las ninfas infectadas y, en 
menor medida, en primavera, al recibir picaduras de las ninfas y los adultos que no se 
alimentaron en otoño y que sobrevivieron al invierno. 
 
En Estados Unidos, A. phagocytophila muestra dos ciclos de transmisión, ambos 
similares a los de la enfermedad de Lyme (Bakken y Dumler, 2000; Dumler et al., 2001). 
Uno se desarrolla en el este y centro del país, entre el ratón de patas blancas (Peromyscus 
leucopus) y los inmaduros (larvas y ninfas) de Ixodes scapularis, que se alimentan sobre 
estos ratones (Levin y Fish., 2000b). Las ninfas infectadas son las principales transmisoras 
de la infección a las personas, lo cual suele ocurrir durante el final de la primavera y el 
verano. Los adultos infectados de I. scapularis transmiten la infección a los ciervos 
(Odocoileus virginianus), los cuales desempeñan entonces un doble papel: el de 
reservorios de la bacteria y el de fuente de alimento imprescindible para el mantenimiento 
de las poblaciones de I. scapularis (Belongia et al., 1997). El segundo ciclo tiene lugar en 
el oeste del país, donde los casos de EGH son menos frecuentes. Allí la ehrlichia es 
mantenida en la naturaleza entre roedores (Neotoma sp.) e Ixodes spinipalpis. Al ser I. 
spinipalpis muy poco antropofílica, la transmisión a los humanos requiere el concurso de 
otra garrapata, I. pacíficus, cuyos inmaduros pican con frecuencia al hombre. Sin embargo, 
estos inmaduros rara vez son portadores de la ehrlichia porque su hospedador principal es 
Sceloporus occidentalis (un lagarto incompetente como reservorio de la bacteria) y sólo 
ocasionalmente se alimentan sobre Neotoma sp. pudiendo entonces infectarse. La 
consecuencia de este comportamiento es una baja proporción de inmaduros de I. pacíficus 
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infectados (0,8 %; Barlough et al., 1997) y, por tanto, un mínimo riesgo de transmisión a 
las personas, lo cual explica el menor número de casos de EGH en esta parte del país. 
 
En Europa, A. phagocytophila presenta dos tipos de ciclos paralelos e 
interconectados. En el primer tipo los reservorios son roedores de diversas especies, como 
ratones (Apodemus sylvaticus, A. flavicollis), topillos (Pitymys subterraneus, 
Clethrionomys glareolus) y ardillas (Sorex araneus), y los vectores son I. trianguliceps, 
específica de roedores, e I. ricinus, cuyos inmaduros se alimentan preferentemente sobre 
dichos roedores (Odgen et al., 1998; Liz et al., 2000). En el segundo tipo de ciclo, los 
reservorios son los roedores y/o los grandes mamíferos (équidos y rumiantes) y el vector 
es I. ricinus. Los inmaduros de I. ricinus se infectan al alimentarse sobre roedores y, tras 
mudar a adultos, transmiten la infección a los rumiantes (Liz et al., 2002). En ausencia de 
roedores el ciclo se mantiene entre rumiantes e I. ricinus, cuyos inmaduros pueden 
alimentarse sobre grandes mamíferos como hospedadores alternativos (Odgen et al., 
2002a, 2002b). 
 
4.3. SITUACIÓN EN ESPAÑA. 
 
 En nuestro país, los estudios acerca de A. phagocytophila y la EGH son más bien 
escasos y los que se han hecho se refieren casi exclusivamente a las comunidades 
autónomas de La Rioja y el País Vasco. Dichos estudios revelan: 
 
1. Que A. phagocytophila está presente en España en esas comunidades autónomas y, 
previsiblemente, también en todas aquellas donde coincidan sus vectores y sus 
reservorios (Oteo y Blanco, 1999), como son, prácticamente, todas las del norte. 
 
2. Que, a diferencia de lo observado en Europa, donde sólo se ha encontrado en I. 
ricinus e I. trianguliceps, en España (y concretamente en el País Vasco) se ha 
detectado ADN de A. phagocytophila hasta en cinco especies de ixódidos: I. 
ricinus (8,2% en adultos y 1,6-16,3% en ninfas), Haemaphysalis punctata (6,2% 
en adultos, 2,4-23,5% en ninfas y 0,2-17,4% en larvas), H. inermis (12,5% en 
adultos), Riphicephalus bursa (65% en adultos) y Dermacentor reticulatus (12,5% 
en adultos) (Barral Lahidalga, 1998). Paralelamente, en La Rioja, Oteo y Blanco 
(1999) y Oteo et al. (2001) encontraron también un 5,3% de adultos y un 2,5-24% 
de ninfas de I. ricinus infectados por la bacteria. 
 
3. Que, de acuerdo con Barral Lahidalga (1998), como los ejemplares de todas las 
especies anteriores fueron recogidos sin alimentar a partir de la vegetación, en 
consecuencia, la presencia en ellas de la bacteria no es un simple fenómeno 
transitorio debido a la ingestión de sangre infectada, sino una auténtica infección 
transmitida transestádicamente. Es más, la presencia de la bacteria en las larvas de 
H. punctata, indicaría también la existencia de un mecanismo de transmisión 
transovárica, al menos en esta especie. Por lo tanto, en España, además de I. 
ricinus, existen otras cuatro especies que también pueden ser vectores de A. 
phagocytophila, aunque para demostrarlo categóricamente sería necesario 
comprobar que son capaces de transmitir la infección a un nuevo hospedador 
durante su alimentación. Dicha comprobación aún está pendiente. 
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4. Que A. phagocytophila utiliza como reservorios, previsiblemente, a los 
hospedadores de los ixódidos señalados en el punto anterior, esto es, 
micromamíferos, perros, équidos, rumiantes silvestres y, sobre todo, rumiantes 
domésticos. De hecho fueron ovejas y vacas los animales donde se detectó su 
presencia en España por primera vez (Juste et al. 1986, 1989), y, al menos en el 
país Vasco, este patógeno está ampliamente distribuido en las poblaciones de 
ovinos (Barral Lahidalga, 1998). No existen, por el contrario, evidencias de su 
presencia en perros (Sainz et al., 1998, 2000) y tampoco hemos encontrado 
estudios acerca de su prevalencia en reservorios distintos de los rumiantes 
domésticos. 
 
5. Finalmente, los estudios aludidos también muestran que en España las infecciones 
humanas por A. phagocytophila no sólo son posibles, sino también relativamente 
frecuentes. En este sentido son reveladores los trabajos de Oteo et al. (2000, 2001), 
que encontraron en La Rioja un 1,4% de personas seropositivas (proporción que 
ascendía hasta un 2,3% en enfermos de Lyme) y que describieron, además, el 
primer caso confirmado (y hasta la fecha el único) de EGH en este país. 
 
 En definitiva, cabe afirmar que, en España, la EGH y su agente etiológico están 
todavía poco estudiados y que la información existente es aún escasa y puntual. Pero, pese 
a ello, puede afirmarse ya que la ehrlichiosis granulocítica es una infección importante 
desde el punto de vista médico y veterinario y que, además, en nuestro país, esta zoonosis 
presenta ciertas particularidades distintivas como su amplio espectro de vectores. 
 
5. DETECCIÓN MOLECULAR DE Anaplasma phagocytophila EN GARRAPATAS. 
 
 Por sus múltiples ventajas (sensibilidad, especificidad, rapidez, etc.) sobre otros 
métodos (microscopía, serología, cultivos), la PCR es, sin duda, el método idóneo para la 
detección de A. phagocytophila en todo tipo de muestras en general y en garrapatas en 
particular. Desde que Chen et al. (1994) describieron los primeros casos de EGH, hasta la 
actualidad, se han diseñado numerosos procedimientos de PCR para la detección no sólo 
de A. phagocytophila sino también del resto de las ehrlichias. En lo que respecta a los 
utilizados para A. phagocytophila, la mayoría están basados en la amplificación, total o 
parcial, y posterior  secuenciación de una de las tres dianas siguientes: 
 
1. El gen ARNr 16S. En él se basaron las primeras PCR, tanto las PCR en nido 
de Chen et al. (1994) y de Barlough et al. (1996), como las PCR estándar de 
Anderson et al. (1992), Pancholi et al. (1995), Goodman et al. (1996) y de 
Barral Lahidalga (1998). Por su probada fiabilidad, estas PCR han sido y 
siguen siendo muy utilizadas en la detección de ehrlichias en garrapatas. No 
obstante, actualmente se aprecia una tendencia a abandonar las PCR en nido en 
favor de los procedimientos basados en una única ronda de amplificación, con 
objeto de minimizar el riesgo de contaminación.  
 
2. El operón groESL, que codifica una proteína bacteriana de choque térmico 
relacionada con la HSP60 de los eucariotas (Sumner et al., 1997). Basándose en 
los dos genes (groES y groEL) y en el espaciador intergénico de este operón, 
Petrovec et al. (1999) y Sumner et al. (1997, 2000) han diseñado varias PCR en 
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nido que permiten identificar a las distintas especies de ehrlichias. Estos 
procedimientos, sin embargo, apenas se han utilizado como método de rutina 
en la detección de las bacterias en garrapatas; su principal aplicación ha sido el 
establecimiento de relaciones filogenéticas entre diferentes cepas y/o especies 
de ehrlichias. 
 
3. El gen epank1, que es exclusivo de A. phagocytophila y que codifica una 
proteína antigénica de unos 131 kDa, con 11 repeticiones de un motivo 
ankyrina de 33 aminoácidos (Caturegli et al., 2000; Walls et al., 2000).  
Basándose en este gen, Walls et al. (2000) diseñaron unos cebadores y 
condiciones de PCR que amplifican exclusivamente a A. phagocytophila. 
Según los autores, el método es específico al 100% y permite identificar la 
especie sin necesidad de secuenciar el producto. Además, según sus autores, es 
más sensible que los métodos basados en el ARNr 16S (95% frente al 86%), 
por lo que lo proponen como método diagnóstico alternativo a éstos. Pese a su 
bondad, el método aún no se ha utilizado en encuestas epidemiológicas sino 
más bien en estudios filogenéticos en los que se compara con otros marcadores 
(groESL y ARNr 16S) (Chae et al., 2000; Massung et al., 2000 y Bjöersdrff et 
al., 2002). 
 
Además de los procedimientos anteriores (PCR-secuenciación), recientemente 
también se han puesto a punto otros dos métodos de detección e identificación molecular 
de las ehrlichias transmitidas por garrapatas. Uno es el de PCR-RFLP de Inokuma et al. 
(2001a), basado en la amplificación del gen de la citrato sintasa y posterior digestión con 
AcsI y XhoI. Aunque por ahora sólo se ha usado para análisis filogenéticos, los autores 
señalan que puede ser muy útil en la detección de ehrlichias en garrapatas. El segundo 
procedimiento es la PCR cuantitativa (Pusterla et al., 1999a, 1999b), que permite no sólo 
detectar e identificar la bacteria, sino además cuantificar la carga bacteriana en la muestra. 
Este segundo método se basa en la amplificación de fragmentos del gen ARNr 16S y es de 
gran utilidad en el seguimiento de infecciones experimentales, tanto de animales como de 
garrapatas, pero, por ahora tampoco se ha aplicado en encuestas epidemiológicas. 
 
De todos los métodos citados, en el presente trabajo se ha utilizado el de Goodman 
et al. (1996) y Chang et al. (1998) por su simplicidad y porque el pequeño tamaño del 
amplicón (151 pb) facilita su secuenciación y posterior comparación. También, porque 
cuando se intentó sustituir por el de Walls et al. (2000), basado en el gen epank1, los 
resultados de este último fueron irregulares y de difícil interpretación. 
 





Como señalan Raoult y Roux (1997), las rickettsias son unos pequeños bacilos 
Gram-negativos, que retienen la fucshina básica cuando se tiñen por el método de 
Giménez, y cuya particularidad más notoria es la de ser parásitos intracelulares obligados. 
En la actualidad se incluyen en el grupo de las alfa-proteobacterias, y en los últimos años 
han sido objeto de multitud de trabajos por representar, en primer lugar, una de las 
mayores ironías biológicas conocidas hasta la fecha (Gray, 1998) y, en segundo lugar y 
sobre todo, por ser los agentes etiológicos de algunas de las enfermedades más viejas y, a 
la vez, más recientemente conocidas. Respecto al porqué de la ironía biológica, los 
motivos parecen claros. Y, así tenemos, como indica Gray (loc. cit.), que si por una parte 
Rickettsia prowazekii ha sido y es la causa de una de las plagas (tifus epidémico) que 
desde tiempos históricos (ej. plaga de Atenas descrita por Tucídides) hasta el momento 
presente (ej. epidemia de Burundi, con más de 30.000 casos, a finales de la década de los 
años 90) viene afligiendo a la humanidad, sin embargo, y por la otra cara, parece evidente, 
de acuerdo con los análisis filogenéticos efectuados, que un antecesor evolutivo de R. 
prowazekii dio lugar a uno de los sucesos más importantes en la evolución de los 
eucariotas: el origen de las mitocondrias. A tal conclusión se llegó tras la secuenciación 
del genoma completo (Anderson et al., 1998) de R. prowazekii. En el momento presente 
ya se ha secuenciado también (Ogata et al., 2001) el de R. conorii, lo que a su vez ha 
permitido "dibujar" un cuadro de la evolución genómica de ambas especies desde que 
comenzaron a diferenciarse, a partir de un ancestro común, hace unos 40-80 millones de 
años (Couzin, 2001). Obviamente, por no tener relación con el tema de nuestro trabajo, 
nosotros no vamos a comentar aquí ese cuadro evolutivo ni los datos que señalan a las 
rickettsias como origen de las mitocondrias. En consecuencia, vamos a limitarnos a revisar 
las nuevas especies/enfermedades descritas en los últimos años, particularmente las 
transmitidas por garrapatas, a fin de facilitar el análisis de los resultados de nuestro 
trabajo. 
 
1. GÉNERO RICKETTSIA. ESPECIES Y GRUPOS. CRITERIOS DE CLASIFICACIÓN. 
 
 De acuerdo con Raoult y Roux (1997), el orden Rickettsiales se dividió, en el 
pasado, en tres familias, Rickettsiaceae, Bartonellaceae y Anaplasmataceae. A su vez, la 
familia Rickettsiaceae se dividía en tres tribus, Rickettsiae, Erlichiae y Wolbachiae, 
incluyéndose en la primera los géneros Coxiella, Rickettsia y Rochalimaea. Este esquema  
se ha modificado mucho en los últimos años, tras la introducción  de la taxonomía 
molecular, particularmente mediante el análisis del  gen ARNr 16S,  lo que ha permitido 
ordenar a las diferentes especies de una forma precisa, de acuerdo con su parentesco 
evolutivo. De este modo, en la nueva clasificación, se ha sacado a Coxiella burnetii del 
Orden Rickettsiales; el género Rochalimaea se ha incluido en Bartonella, que también se 
ha sacado del orden, con lo que en la tribu sólo ha quedado el género Rickettsia. Las 
especies de este género, clásicamente se dividieron también en tres grupos: grupo tifus 
(TG), constituido por R. typhi, R. prowazekii y R. canada; grupo de las fiebres manchadas 
o maculosas (SFG) constituido por más de 20 especies (ver La Scola y Raoult, 1997); 
grupo tifus de los matorrales, con una sola especie (R. tsutsugamushi) que de acuerdo con 




Las especies de los grupos TG y SFG forman una clara unidad filogenética. Todas 
ellas son parásitas intracelulares obligadas; en el interior de las células no se encuentran 
encerradas en vacuolas, sino libres en el citosol. Las del SFG -a diferencia de las del TG- 
también pueden encontrarse en el núcleo debido a que son capaces de moverse dentro de 
la célula -y entre células según Feng et al. (2000) y Valbuena et al. (2002)- induciendo la 
polimerización de la actina. El genoma de todas ellas es pequeño (1-1,6 Mb) y poseen un 
sólo cromosoma circular. Puesto que el gen del ARNr 16S es prácticamente idéntico en 
todas las especies que en la actualidad se han dejado en el género, en consecuencia, ha 
sido preciso recurrir a otros genes a fin de poder establecer las relaciones intragenéricas. 
De este modo, y de acuerdo con el análisis de los genes que codifican a la citrato sintasa, 
al antígeno de 17 kDa, a las proteínas de superficie externa rOmpA y rOmpB y a la 
proteína PS120 (gen D), Sekeyova et al. (2001) dividen a las especies del género en cinco 
grupos. Son los siguientes, que damos con las especies incluidas en cada uno de ellos a fin 
de situar las halladas por nosotros en Castilla y León: 
 
Grupo Rickettsia massiliae: R. massiliae, Bar 29, R. rhipicephali y R. 
aeschlimanii. 
 
Grupo Rickettsia rickettsii: R. sibirica, R. mongolotimonae, R. parkeri, strain S, R. 
africae, complejo R. conorii (cepas M1, Moroccan, Malish, Indian y Kenya tick 
typhus rickettsias, M-1, Seven strains, Astrakhan fever rickettsia, Israeli tick 
typhus), Thai tick typhus rickettsias, R. slovaca, R. honei, R. rickettsii, R. japonica 
y R. montanensis. 
 
Grupo Rickettsia helvetica: sólo con R. helvetica. 
 
Grupo Rickettsia akari: R. australis, R. akari y agente ELB (R. felis). 
 
Grupo tifus: R. prowazekii y R. typhi. 
 
Muchas de las especies anteriores se han descrito en los últimos años sobre la base 
de muy diversos criterios (patogenicidad, genotipo, ecología, antígenos, etc.). Como hacen 
constar Raoult y Roux (1997), todavía no existe un consenso universal para la definición 
de especie dentro del género. Por ello la taxonomía del grupo previsiblemente no podrá 
considerarse como definitivamente establecida hasta que se cuente con el genoma 
completo y organización cromosómica de las diferentes especies. 
 
2. GARRAPATAS Y RICKETTSIAS. 
 
Todas las rickettsias están íntimamente asociadas a artrópodos o, lo que es lo 
mismo, han evolucionado con ellos, esencialmente -aunque no exclusivamente- con 
aquellos que son hematófagos obligados. Por salirse del tema de nuestro trabajo, nosotros 
no vamos a considerar aquí las relaciones entre las rickettsias y sus vectores cuando estos 
son hematófagos distintos (ácaros, piojos, pulgas) de las garrapatas. Limitándonos, pues, a 
éstas, lo primero que hemos de decir es que actúan a la vez como reservorios y vectores de 
las rickettsias que trasmiten y que son prácticamente todas las del SFG. Las rickettsias en 
las garrapatas infectan la mayoría de los órganos y pueden ser transmitidas transovárica y 
transestádicamente. En la transmisión transovárica, la bacteria no pasa al 100% de los 
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huevos; el porcentaje de los infectados varía de unos ejemplares a otros dependiendo de 
factores que aún están por determinar. La tasa de transmisión transestádica, al contrario 
que la anterior, es del 100%. Las garrapatas pueden adquirir a las rickettsias por varias 
vías: por vía congénita (transmisión transovárica); por vía sexual (transmisión entre 
adultos durante la cópula); por su alimentación sobre un animal rickettsémico; por su 
alimentación en la inmediata vecindad de un ejemplar infectado -difusión de la bacteria en 
el entorno inmediato- aunque el animal sobre el que tiene lugar la alimentación no sea 
receptivo a la bacteria. Cualquiera que sea la vía de infección, los ejemplares mantienen a 
la bacteria durante toda su vida -que puede ser de varios años, aunque normalmente no 
pasa de 1 ó 2-, pasándola a la descendencia a través de los huevos, lo que hace, como 
decíamos antes, que las garrapatas sean los principales reservorios de los organismos en 
consideración. Si bien muchos animales (mamíferos y aves) son susceptibles a las 
infecciones por rickettsias y pueden desarrollar rickettsemia y signos clínicos, sin embargo 
la función de los vertebrados como reservorios o, lo que es lo mismo, el papel que 
desempeñan en el mantenimiento de focos zoonóticos, previsiblemente es muy pequeño -
por la eliminación más o menos rápida de la bacteria por el sistema inmunitario- aunque 
según Parola y Raoult (2001) ese papel está todavía por determinar, probablemente, por 
ser un asunto muy complejo. Y así, en este sentido, tenemos que aunque se sabe que las 
respuestas anti-rickettsia protectoras son las Th1 (ver Turco et al., 1998 y Valbuena et al., 
2002) y que los parásitos inducen naturalmente ese tipo de respuesta -al menos en 
animales de laboratorio-, sin embargo, y como resulta bien conocido, la inducción de un 
determinado tipo de respuesta (en nuestro caso Th1) depende de muchos factores; en el 
caso que nos ocupa, por ejemplo, de que los animales, después de la infección, sigan o no 
siendo portadores de garrapatas, pues éstas, a través de sus moléculas salivales 
inmunomoduladoras (inductoras de respuestas Th2 como prostaglandinas, etc.) pueden 
dificultar extraordinariamente el desarrollo de ese tipo de respuesta. 
 
Que nosotros sepamos, se desconocen aún los mecanismos utilizados por las 
rickettsias para evadir al sistema defensivo de las garrapatas y, más interesante aún, para 
librarse de los posibles anticuerpos anti-rickettsia que las garrapatas puedan ingerir -y que 
pasan intactos a la hemolinfa para devolverlos al hospedador (Wang y Nuttall, 1999)- al 
alimentarse sobre un hospedador sensibilizado. Con independencia de esos fenómenos, el 
hecho cierto es que las rickettsias siempre terminan invadiendo el ovario y las glándulas 
salivales del vector desde donde son transmitidas a la descendencia o a los hospedadores 
vertebrados cuando realizan una nueva toma de sangre. Se desconoce todavía como 
sobreviven las rickettsias durante las fases de ayuno (esto es, durante los periodos entre 
toma y toma de sangre, que pueden ser superiores a un año) de las garrapatas. Únicamente 
se sabe que el ayuno prolongado puede alterar algunas de sus propiedades (Raoult y Roux, 
1997; Azad y Beard, 1998). Así, por ejemplo, en Dermacentor andersoni, R. rickettsii 
pierde su virulencia para las cobayas cuando la garrapata se somete a condiciones de estrés 
como el ayuno prolongado. No obstante si los ejemplares se someten a una temperatura de 
37 ºC durante 24-48 horas o comienzan a realimentarse, entonces la bacteria revierte a su 
estado de virulencia original. Este fenómeno es conocido como reactivación; en 
condiciones naturales no se produce hasta las 24 horas postfijación de las garrapatas, por 
lo que si éstas se retiran antes no puede haber transmisión o, en caso de haberla, si la 
bacteria se encuentra todavía en la forma avirulenta eso permite, previsiblemente, el que 




La multiplicación de las rickettsias en las garrapatas, aunque es un fenómeno sólo 
estudiado en algunos sistemas (Rickettsia rickettsii-Dermacentor andersoni) parece ser 
que al menos en el caso de las formas virulentas, disminuye la fertilidad o incluso 
incrementa la tasa de mortalidad de los ejemplares, lo que puede tener su interés a la hora 
de explicar el porqué de la baja prevalencia de algunas rickettsiosis. Otro asunto de interés 
en relación con la epidemiología de las rickettsiosis es que la distribución de éstas 
típicamente se atribuye a la distribución de la garrapata vectora. Así, por ejemplo, la 
distribución de la fiebre exantemática mediterránea (R. conorii) clásicamente se relaciona 
con la distribución de R. sanguineus, o la de la Fiebre Manchada de la Montañas Rocosas 
(R. rickettsii) con la de D. andersoni o D. variabilis. Tales asociaciones dan a entender que 
existe una especificidad a nivel molecular. Curiosamente, no hemos encontrado ningún 
trabajo en el que se evidencie esa especificidad (por ejemplo, la de R. conorii por R. 
sanguineus). Acerca de lo que sí existe explicación es sobre el motivo del porqué dentro 
del área de distribución de una determinada rickettsia, en unas zonas la prevalencia de la 
rickettsia en la garrapata vectora es alta mientras que otras zonas, a veces próximas a las 
primeras, la prevalencia es baja o muy baja. El fenómeno se debe a una competición por el 
vector entre especies de rickettsias. Así tenemos, en el caso de D. andersoni, que su 
infección por R. peacockii (una especie apatógena que se transmite en la garrapata 
transestádica y transováricamente) bloquea la infección del ovario de la garrapata por R. 
rickettsii, lo que impide su transmisión transovárica (aunque no la transestádica), dejando 
así a la bacteria sin su principal vía de perpetuación en la naturaleza. Como señalan Azad 
y Beard (1998), otras rickettsias apatógenas como R. montana y R. rhipicephali pueden 
ejercer el mismo fenómeno de "interferencia transovárica" en el sistema antes señalado (D. 
andersoni-R. rickettsii). El desplazamiento de rickettsias patógenas por otras apatógenas 
tiene, pues, su importancia epidemiológica al poder explicarnos el porqué en unas zonas 
existe una determinada rickettsiosis y en otras no, fenómeno en el que también hay que 
tener en cuenta si la rickettsia patógena perjudica de algún modo (disminución de la 
fecundidad, etc.) a la garrapata vectora. Aunque las relaciones patógeno-vector están bien 
establecidas para el caso de D. andersoni-R. rickettsii, sin embargo, y para el sistema que  
más nos interesa a nosotros (R. sanguineus-R. conorii) no hemos encontrado ninguna 
información. En cualquier caso, y en relación con la epidemiología de las rickettsiosis 
humanas podemos decir que la prevalencia de éstas depende, esencialmente, de tres 
factores: (i), del porcentaje de ejemplares de la garrapata vectora portadores de la 
rickettsia, lo que a su vez depende de la presencia de otras especies de rickettsias, 
virulencia etc.; (ii), de la tendencia de la garrapata a picar a las personas, muy variable de 
unas especies a otras, aunque típicamente, en la mayoría de los trabajos (ej. Raoult y 
Roux, 1997; Parola y Raoult, 2001) sólo se señala la escasa tendencia de R. sanguineus 
frente al resto de las especies; (iii), de la abundancia de la garrapata sobre la que pueden 
influir numerosos factores como el clima, disponibilidad de hospedadores, etc. 
 
A fin de facilitar el análisis de los datos hallados en Castilla y León, a continuación 
damos una relación, tomada de Raoult y Roux (1997), de las rickettsias asociadas a los 
diferentes géneros de garrapatas; en ella se puede comprobar que algunas especies (ej. R. 
rickettsii) se encuentran asociadas a varios géneros, mientras que otras (ej. R. conorii) sólo 
se asocian a uno aunque, como ya hemos indicado previamente, no hemos encontrado 
pruebas de que exista una especificidad a nivel molecular o que la especificidad pueda 
estar determinada por el tipo de hospedadores a los que parasita la garrapata o infecta la 
bacteria, pues como es el caso de R. conorii, que infecta a perros y roedores (Azad y 
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Beard, 1998), ambos tipos de animales no son sólo parasitados por R. sanguineus sino 
también por otras muchas especies de garrapatas (en el caso de los perros y limitándonos a 
la provincia de Salamanca, por R. turanicus y, en menor medida, por R. pusillus, I. 
hexagonus, R. bursa, H. marginatum e I. ricinus) (Encinas Grandes, 1986). En la relación 
damos también, entre paréntesis y detrás de cada especie de rickettsia, las especies de 
garrapatas implicadas en la transmisión según la información recogida en diversas fuentes 
(La Scola y Raoult, 1997; Xu y Raoult, 1998; Azad y Beard, 1998; Parola y Raoult, 2001). 
 
Rhipicephalus: R. conorii (R. sanguineus), Astrakhan fever rickettsia (R. pumilio), 
Israeli tick typhus rickettsia (R. sanguineus), R. rickettsii (R. sanguineus), R. 
rhipicephali (R. sanguineus), Strain S (R. sanguineus), Thai tick typhus rickettsia 
(Ixodes o Rhipicephalus sp.), R. massiliae (R. turanicus, R. sanguineus, otros 
Rhipicephalus spp.), Bar 29 (R. sanguineus), JC880 (R. sanguineus), ¿Thai tick 
typhus rickettsia?. 
 
Dermacentor: R. rickettsii (D. variabilis, D. andersoni), R. sibirica (D. nuttalli, D. 
marginatus), R. japonica (D. taiwanensis), R. slovaca (D. marginatus), R. belli (D. 
andersoni, Dermacentor sp.), R. montana (D. variabilis, D. andersoni), R. 
rhipicephali (D. andersoni), R. peacokii (D. andersoni), rickettsias todavía no 
denominadas. 
 
Amblyomma: R. africae (A. hebreum, A. variegatum), R. parkeri (A. maculatum), 
R. amblyommii (A. americanum), R. rickettsii (A. cajennense), R. texana (A. 
americanum), rickettsias todavía no denominadas. 
 
Haemaphysalis: R. japonica (H. longicornis, H. flava), HL-93 (H. concinna), R. 
rickettsii (H. leporispalustris), R. canada (H. leporispalustris), R. conorii (¿?), R. 
sibirica (H. concinna), R. belli (H. leporispalustris). 
 
Hyalomma: R. mongolotimonae (H. asiaticum) y R. aeschlimannii (H. 
marginatum). 
 
Ixodes: R. helvetica (I. ricinus), R. australis (I. holocyclus), R. rickettsii (I. 
dentatus, I. brunneus, I. texanus), R. japonica (I. ovatus), ¿Thai tick typhus 
rickettsia?, rickettsias todavía sin denominar. 
 
Argas: R. belli (A. cooleyi). 
 
Ornithodoros: R. belli (O. concanensis). 
 
 A fin de dejar una relación completa  de las garrapatas portadoras de rickettsias 
hemos de decir que en España se han hallado (i), en I. ricinus el denominado "agente 
Cádiz" (por la provincia en la que se capturaron los ejemplares), una rickettsia 
genéticamente distinta de las hasta ahora conocidas (de acuerdo con la secuencia de los 
genes de la citrato sintasa, rOmpA y ARNr 16S) (Márquez et al., 1998); (ii), en R. 
sanguineus de Cataluña las cepas de R. conorii 16B y FB1 (aisladas posteriormente de 
personas) (Cardenosa et al., 2000); (iii), en R. pusillus y R. sanguineus del Valle de Ebro, 




3. ENFERMEDADES PRODUCIDAS POR LAS ESPECIES HALLADAS EN 
CASTILLA Y LEÓN O EN PAÍSES PRÓXIMOS. 
 
Como se señala en la mayoría de las revisiones recientes sobre rickettsias (Raoult y 
Roux, 1997; Azad y Beard, 1998; Fournier et al., 2000; Parola y Raoult, 2001; Raoult et 
al., 2002b), hasta el año 1991 sólo se conocían cinco enfermedades rickettsiales 
transmitidas por garrapatas (Fiebre Manchada de las Montañas Rocosas, Fiebre 
Exantemática Mediterránea o Fiebre Botonosa, Siberian tick typhus, Queensland tick 
typhus e Israeli spotted fever). Posteriormente se han descrito otras muchas causadas, 
curiosamente, por especies que por haberse hallado, en principio, sólo en garrapatas, se 
pensaba que eran apatógenas. Por ello, y tras la experiencia de los últimos años, en la 
actualidad se considera más acertado el considerar como potencialmente patógena a toda 
nueva especie que se encuentre en artrópodos capaces de picar a las personas (Raoult y 
Roux, 1997). Las nuevas especies se han descrito en lugares en los que se desconocía la 
existencia de rickettsias del grupo de las SFG (ej. Japón, Tasmania, Astrakhan), o en otros 
en los que se pensaba que R. conorii era la única especie patógena presente (casos por ej. 
de África y Francia, en las que después se encontraron, respectivamente, R. africae y R 
mongolotimonae, entre otras varias especies). El estudio de casos atípicos en áreas de 
endemicidad ha sido uno de los factores que ha contribuido en mayor medida al 
descubrimiento de las nuevas especies y síndromes clínicos que producen. 
 
 A fin de facilitar el análisis del riesgo potencial para las personas de las rickettsias 
halladas en Castilla y León, a continuación reseñamos brevemente (para más detalles, ver 
por ej. Raoult y Roux, 1997) las particularidades de la infección por tales especies, entre 
las que también incluimos las halladas en lugares/países próximos, por la probabilidad de 
que se encuentren en la Comunidad. Como se señala en la mayoría de las revisiones, los 
principales signos/síntomas de las rickettsiosis, que suelen aparecer entre los 6-10 días 
postpicadura, son fiebre, cefalea, erupciones máculo-papulares, dolores musculares, 
linfadenopatía local y una o varias escaras de inoculación; la trombocitopenia y 
alteraciones en el número de leucocitos son comunes y los niveles de enzimas hepáticos 
normalmente se encuentran elevados. En casos severos, las rickettsiosis suelen ir 
acompañadas de edema pulmonar/síndrome doloroso respiratorio de los adultos, neumonía 
intersticial, fallo renal agudo, erupción hemorrágica, edema periférico e hipotensión 
hipovolémica, todo ello debido a la extravasación de fluido intravascular al espacio 
extravascular. El sistema nervioso central comúnmente también resulta afectado con 
diversas manifestaciones como delirio, ataxia, afasia, hemiplegia, etc. (Valbuena et al., 
2002); los casos severos pueden dejar también numerosas secuelas como amputaciones, 
sordera, pérdida de visión, déficit intelectual, paraplegia y alteraciones en el 
comportamiento, entre otros defectos neurológicos. La encefalitis rickettsial suele ser muy 
grave como indica el hecho de la alta frecuencia del coma en los casos fatales (Valbuena et 
al., loc. cit.). Obviamente, los principales signos clínicos varían dependiendo de la especie 
implicada aunque, curiosamente, en ningún trabajo hemos encontrado una explicación 
sobre el motivo de esa variabilidad, que se supone que debería ser muy pequeña si 
tenemos en cuenta que los daños de todas las rickettsiosis tienen un mismo origen: la 
vasculitis derivada de la multiplicación de la bacteria en las células endoteliales. Y, más 
curioso aún, en ningún trabajo hemos encontrado una explicación al por qué de la 
variabilidad en las infecciones causadas por una misma especie como es, por ejemplo, el 
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caso de que se observe o no una escara en el punto de inoculación. Indudablemente el 
fenómeno puede depender de numerosos factores como la cepa implicada y 
particularidades del hospedador, pero también de otros más elementales como es la 
especie de garrapata vectora, lo que puede condicionar el tipo de respuesta anti-rickettsia 
(dependiendo de las moléculas inmunomoduladoras presentes en la saliva) y, también, la 
profundidad (dermis reticular/subcutis) a la que se produce el inóculo, lo que no sabemos 
si puede tener alguna importancia o no. En cualquier caso, y como decíamos antes, cada 
especie tiende a producir unos determinados signos/síntomas particulares; los más 
comúnmente asociados a cada una de ellas son los siguientes: 
 
 R. conorii. Causa la fiebre exantemática mediterránea (FEM), enfermedad acerca 
de la cual existen numerosas monografías (ver por ej. Herrero Herrero y Ruiz Beltrán, 
1994) por lo que nosotros sólo vamos a reseñar algunas de sus particularidades tomando 
como referencia las que ofrecen Raoult y Roux (1997). La enfermedad, descrita en Túnez 
en 1909 pronto pasó a conocerse también como fiebre botonosa debido a que las 
erupciones cutáneas que la acompañan son más papulares que maculosas; la escara en el 
punto de inoculación se describió en Marsella en 1925. La FEM tiene una distribución 
muy amplia pues se encuentra no sólo por todos los países mediterráneos, sino también en 
África subsahariana, la India, alrededores del Mar Negro y repúblicas del este de Rusia a 
nivel de Japón. Tradicionalmente se considera que R. conorii es menos patógena que R. 
rickettsii; sin embargo, los casos severos de FEM se registran en el 6% de los pacientes, 
pudiéndose alcanzar tasas de mortalidad del 2,5%. La aparición de los síntomas 
generalmente se produce de una forma brusca; en los casos típicos, los pacientes tienen 
fiebre (> 37ºC), erupción y una escara. Otros síntomas característicos son la cefalea, 
mialgia y artralgia. En los casos severos, que comúnmente se registran en personas 
mayores, se observa también una erupción petequial, además de problemas neurológicos, 
renales y cardiacos. La trombosis de vasos venosos profundos y la pericarditis aguda 
también se han descrito como complicaciones de la enfermedad. 
 
Rickettsia causante del tifus exantemático israelí. Los primeros casos se 
comunicaron a finales de la década de los años 40 y fueron diagnosticados como casos de 
fiebre manchada de las Montañas Rocosas. En los años siguientes, el número de casos 
registró un importante incremento en relación con el establecimiento de asentamientos en 
áreas rurales de Israel. Si bien la fiebre manchada israelí presenta unas características 
clínicas similares a las de la FEM, sin embargo, en la mayoría de los casos, no se 
desarrolla la típica escara en el punto de inoculación. En 1974 se caracterizó a la rickettsia 
responsable de la enfermedad, viéndose que era ligeramente distinta de R. conorii; difieren 
antigénicamente y las secuencias del gen rOmpA evidencian que son dos especies 
distintas. Se han descrito varios casos fatales y formas severas de la enfermedad, cuya 
prevalencia parece estar en aumento. El periodo de incubación es de unos 7-8 días y los 
síntomas observados en todos los pacientes son la fiebre y el exantema que generalmente 
comienza en las manos y pies, extendiéndose centrípetamente; la artralgia, cefalea, 
vómitos y mialgia varían entre un 13% y 33%. Como indicamos anteriormente, en el 
punto de inoculación no se desarrolla una escara sino una pápula rosácea aunque sólo en el 
7% de los casos; la esplenomegalia/hepatomegalia se registran en el 30-35% de los 
pacientes. Se han descrito también infecciones asintomáticas. Hasta hace poco se pensaba 
que estaba confinada a Israel pero recientemente (Bacellar et al, 1999) se ha aislado de tres 
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pacientes en Portugal (de los cuales uno murió) procedentes del valle del Tajo (distrito de 
Setúbal) por lo que parece indiscutible su presencia en la Península Ibérica. 
 
R. mongolotimonae. Se aisló en 1991 a partir de ejemplares de Hyalomma 
asiaticum recogidos en Mongolia. Tanto antigénica como genotípicamente es única dentro 
de las rickettsias del SFG. En 1996 se aisló de un paciente hospitalizado en Marsella 
(Raoult et al, 2002, dan cuenta de su hallazgo en otro) previsiblemente picado por una 
Hyalomma introducida en Francia por aves migratorias. El paciente del que se aisló 
exhibía una enfermedad benigna caracterizada por unas pocas manchas y una escara de 
inoculación. La prevalencia de la enfermedad (todavía no denominada) es desconocida. 
Aunque cabe pensar, por su proximidad a Marsella, que también puede estar presente en la 
Península Ibérica, sin embargo no necesariamente tiene que ser así, si las aves que nos 
visitan son distintas (o de distinta procedencia) que las que llegan al sur de Francia. Así 
parece indicarlo el hecho de que en la región de la Camarga se hayan registrado 
numerosos casos humanos y equinos (ver Durand et al., 2002) de infecciones causadas por 
el Virus del Oeste del Nilo (en cuyo ciclo natural de transmisión están implicadas aves y 
mosquitos) mientras que en España -y que nosotros sepamos- no se ha registrado ninguno, 
a pesar de estar presentes en ella los mismos mosquitos que en la región indicada. 
 
R. slovaca. Aislada en Checoslovaquia en 1968 a partir de ejemplares de D. 
marginatus, hasta 1980 no se produjo la primera sospecha de que fuese capaz de infectar a 
las personas (Mittermayer et al., 1980). La sospecha ha sido ampliamente confirmada 
después (Lakos, 1997; Raoult et al., 1997 y 2002b) comprobándose, además, que es la 
única rickettsia transmitida por los Dermacentor europeos (D. marginatus y D. 
reticulatus) en los que muestra una prevalencia alta (1%-17%) llegando en algunas partes 
(Hungría) hasta el 21%. Se ha hallado en Eslovenia, Francia, Armenia, Ucrania, Suiza, 
Yugoslavia, Hungría, España y Portugal. Según Raoult et al. (2002b) las infecciones por 
R. slovaca representan el 19% de todas las rickettsiosis europeas vistas en su centro de 
referencia en Marsella. Los signos/síntomas de la infección consisten en una reacción local 
(escara necrótica, rodeada de un halo eritematoso) en el punto de la picadura de la 
garrapata, generalmente en el cuero cabelludo por ser este el lugar en el que se fijan, 
preferentemente, los Dermacentor en las personas; pero el síntoma más notorio es el 
agrandamiento de los ganglios linfáticos de drenaje del punto de la picadura (generalmente 
los cervicales por el motivo antes expuesto), lo que ha hecho que a la infección se la 
conozca con el nombre de TIBOLA (de Tick-borne lymphadenopathy), o también con el 
de DEBONEL (de "Dermacentor-borne necrosis, erithema, lymphadenopathy) nombre, 
este segundo, que los autores españoles Oteo e Ibarra (2002) consideran más adecuado que 
el primero. El resto de los síntomas (fiebre y cefalea) suelen ser moderados, aunque 
algunos pacientes pueden sufrir secuelas de larga duración como astenia -hasta 3 meses- y 
alopecia en el punto de la picadura. Curiosamente, los antibióticos eliminan la infección 
pero no previenen el desarrollo de las secuelas. Como indican Raoult et al. (2002b), el 
espectro completo de los síntomas de la enfermedad todavía está por determinar aunque ya 
existe la sospecha de que algunos pacientes pueden sufrir meningoencefalitis y otros 
trastornos neurológicos. La mayoría de los casos de TIBOLA se registran en los meses 
fríos del año (octubre-mayo) por ser éstos los de mayor actividad de los Dermacentor. 
 
R. aeschlimannii. Aislada por primera vez en 1997 a partir de ejemplares de 
Hyalomma marginatum recogidos en Marruecos, posteriormente se aisló de la misma 
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garrapata en Portugal y en varios países subsaharianos (Zimbawe, Niger, Malí), lo que 
parece indicar que, al menos en África, tiene una distribución muy amplia. En el año en 
curso, Raoult et al. (2002a) han comunicado su primer hallazgo en personas, 
concretamente en un paciente francés que había estado en Marruecos. El paciente 
presentaba un escara típica (tache noire) en la rodilla, similar a la que produce R. conorii, 
observándose también fiebre (39,5°C) y una erupción cutánea máculo-papular 
generalizada. Mediante PCR y por serología, los autores indicados evidenciaron que la 
especie implicada era R. aeschlimannii, especie filogenéticamente bastante distante de R. 
conorii, lo que no quita para que ambas puedan producir prácticamente el mismo cuadro 
de manifestaciones clínicas; ante esta identidad es muy probable que R. aeschlimanii sea 
la responsable de muchos casos de fiebre exantemática mediterránea clásicamente 
atribuidos a R. conorii, al menos en lugares en los que abundan las especies de Hyalomma 
u otras especies de garrapatas en vista de que recientemente se ha aislado también (ver 
Pretorius & Birties, 2002) de un paciente africano picado por Rhipicephalus 
appendiculatus. 
 
R. helvetica. Aislada de I. ricinus en varios países europeos, muestra en la 
garrapata unas prevalencias altas en todos los lugares en los que ésta se encuentra (ej. 17% 
en Portugal, 2,5% en Francia, 8,5-11,7% en Suiza, 16-36,8% en Suecia). Dado que I. 
ricinus tiene una gran tendencia a picar a las personas, en principio parecía muy 
improbable que fuese una especie patógena, como también parecía corroborar el hecho de 
que tras su descripción en 1979 (Burgdorfer et al., 1979), todavía en 1997 siguiese 
figurando en el grupo de las nunca aisladas de personas, sino sólo de garrapatas. Esta 
situación cambió radicalmente cuando Nilsson et al. (1999) evidenciaron que había sido la 
causa de la muerte súbita de dos jóvenes suecos con signos de haber sufrido una 
perimiocarditis crónica. Posteriormente, Fournier et al. (2000) evidenciaron su presencia 
en un paciente que tras haber paseado por un bosque en las cercanías de Estrasburgo, tuvo 
que ser ingresado en un hospital con fiebre, fatiga, mialgias y cefalea. En este caso, y al 
contrario que en los pacientes suecos, no se observaron síntomas cardiacos, ni tampoco 
escara de inoculación ni erupción, lo que, como hacen constar Fournier et al. (loc. cit.), no 
tiene nada de extraño en vista de que esos signos también faltan a veces en las infecciones 
por R. africae y R. slovaca. Curiosamente, los mismos autores comprobaron que en zonas 
en las que abunda I. ricinus, muchas personas son portadoras de anticuerpos frente a la 
bacteria sin que en ellas se hubiese observado enfermedad alguna relacionada con la 
picadura de garrapatas. Aún están por determinar, pues, los factores determinantes de su 
virulencia/avirulencia. 
 
Rickettsias europeas de patogenicidad desconocida. Hasta la fecha existen tres 
que sólo han sido aisladas de garrapatas; son R. massiliae, Bar 29 y R. rhipicephali. La 
primera se ha encontrado en R. turanicus y R. sanguineus en Francia, Grecia, España y 
Portugal y en otras especies de Rhipicephalus en África Central. En Cataluña es la 
rickettsia predominante en las garrapatas indicadas; en cultivos celulares, una de sus 
particularidades más notorias es la de su resistencia natural a la rifampicina. Según Raoult 
& Roux (1997) debe considerarse como un patógeno potencial, lo que parece poco 
probable en vista de que todavía no se ha aislado de personas a pesar de los años que lleva 
descrita. Bar 29 es una rickettsia muy relacionada con la especie anterior, ambas difieren 
antigénicamente y en otros detalles fenotípicos y, curiosamente, también es muy frecuente 
en Cataluña en R. sanguineus. Por último, R. rhipicephali se ha encontrado en R. 
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sanguineus tanto en Europa como en África y América, continentes en los que todavía en 
ningún caso se ha aislado a partir de personas. 
 
Genotipos que todavía no se sabe si son nuevas especies y de patogenicidad 
desconocida. De los muchos descritos en los últimos años de acuerdo con las diferencias 
observadas en las secuencias de uno o varios genes respecto a los de las especies clásicas, 
nosotros vamos a limitamos aquí a recoger aquellos que, por homología de secuencia, cabe 
pensar que se encuentran -ellos mismos o genoespecies relacionadas- en Castilla y León. 
Son los siguientes: 
 
RpA4 y DnS14. Hallados, respectivamente, en ejemplares de Rhipicephalus 
pumilio y Dermacentor nutalli recogidos en las regiones de Astrakhan y Crimea de 
la antigua Unión Soviética; ambos genotipos, y de acuerdo con la secuencia de los 
genes ARNr 16S, gltA (citrato sintasa) y rOmpA, están muy próximos uno de otro 
y, a su vez, muy próximos (junto con otro hallado - el DnS28- en D. nutalli) al 
grupo R. massiliae/Bar 29 y R. aeschlimannii. Según los autores del hallazgo 
(Rydkina et al., 1999), la patogenicidad de los nuevos genotipos está todavía por 
establecer. 
 
BJ-90. Aislado en China a partir de ejemplares de Dermacentor sinicus. Según 
Zhang et al. (2000), y de acuerdo con las secuencias de los genes ARNr 16S, gltA 
y rOmpA, el nuevo genotipo está muy próximo al grupo R. sibirica-R. 
mongolotimonae y más a la primera que a la segunda, hasta el punto que los 
autores del trabajo consideran que es una variante de la misma. R. sibirica, como se 
sabe desde hace tiempo (ver Raoult y Roux, 1997), es la causante del tifus de 
Siberia, también presente en Pakistán y el Noreste de China. Tiene un periodo de 
incubación de 4-7 días y en el punto de la picadura se desarrolla una úlcera 
necrótica (escara), generalmente acompañada de linfadenopatía regional; otros 
síntomas son la fiebre (38-39°C), cefalea, mialgias, trastornos digestivos y el 
exantema -que puede ser purpúrico- que generalmente se desarrolla a partir de los 
2-4 días del comienzo de los síntomas; el sistema nervioso central, frecuentemente, 
también resulta afectado. No obstante, el tifus siberiano se considera como una 
fiebre manchada benigna pues raramente va acompañado de complicaciones 
severas. Se desconoce aún si la patogenicidad del nuevo aislado (BJ-90) es mayor 
o menor que la de R. sibirica. 
 
IRS3 y IRS4. Identificados en Ixodes ricinus recogidos, respectivamente, en el 
Norte y Sur de Eslovaquia (Sekeyova et al., 2000). De acuerdo con las secuencias 
de los mismos genes indicados para los genotipos previos, las nuevas rickettsias 
son casi idénticas pero claramente distintas del resto de las conocidas. Según los 
autores señalados, constituyen un nuevo genotipo a incluir en un cluster separado 
dentro del grupo de las rickettsias del SFG. 
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IV. Tularemia y Francisella tularensis 
 
 La tularemia es una zoonosis bacteriana poco frecuente, aunque grave y en 
ocasiones letal, producida por Francisella tularensis. A diferencia de los demás patógenos 
incluidos en esta revisión (B. burgdorferi sensu lato, A. phagocytophila y Rickettsia spp.), 
que son todos ellos transmitidos exclusivamente por artrópodos hematófagos (y 
esencialmente por garrapatas), F. tularensis puede transmitirse no sólo a través de estos 
artrópodos, sino también por otras vías como el contacto directo con materiales infectados, 
la ingestión o la inhalación (Anda et al., 2001; Dennis et al., 2001; Feldman et al., 2001). 
De todos esos mecanismos, la transmisión por garrapatas puede llegar a ser uno de los más 
utilizados por esta bacteria, puesto que en algunos focos de endemia esta vía es la 
responsable de hasta el 55% de las infecciones humanas (Rohrbach et al., 1991). 
 
A pesar de lo anterior, F. tularensis no fue incluida desde el principio en nuestro 
estudio sobre los patógenos transmitidos por garrapatas en Castilla y León, por no  haberse 
denunciado ningún caso de tularemia en nuestro país antes de 1997 (Campos et al., 1999; 
Pérez-Castrillón et al., 2001). Sin embargo, como consecuencia del primer brote 
epidémico de tularemia en España, que tuvo lugar precisamente en Castilla y León, entre 
noviembre de 1997 y febrero de 1998 (Boletín epidemiológico semanal, 1997, vol. 5, nº 
26), incluimos a F. tularensis en nuestra investigación a partir de enero de 1998, para 
evaluar el papel de las garrapatas en la epidemiología de la tularemia en esta comunidad 
autónoma. 
 
Como con los patógenos precedentes, se ofrece a continuación una breve revisión 
de la historia y características clínicas de la tularemia, así como de la sistemática y 
biología de F. tularensis. Con más detalle se revisa la epidemiología de la enfermedad a 
nivel mundial y, en particular, los casos aparecidos en España desde 1997. 
 
1. HISTORIA DE LA TULAREMIA. 
 
 Desde mediados del siglo XIX  se tiene constancia de la existencia de la tularemia 
en Norteamérica, Europa y Asia (Parola y Raoult, 2001). Sin embargo, no fue hasta 1911 
cuando McCoy la describió de forma sistemática, por primera vez, en los roedores de la 
región de Tulare (California), denominándola entonces “pseudopeste de los roedores”. 
Poco después, McCoy y Chapin aislaron al agente etiológico a partir de animales 
infectados y lo denominaron Bacterium tularense (Labayru et al., 1999). Más tarde, 
Francis estudió y describió la enfermedad en humanos, dándole el nombre de Tularemia 
(Francis, 1925) y en 1959, en reconocimiento al trabajo de este autor, se cambió el nombre 
del agente por el de Francisella tularensis (Eigelsbach & McGann, 1984). 
 
La tularemia humana ha estado presente a lo largo de todo el siglo XX: en Europa 
en forma de brotes epidémicos (que típicamente afectaban a varios cientos de personas) y 
en Norteamérica de una forma más esporádica y en brotes de menor magnitud (unas 
decenas de casos) (Dennis et al., 2001). 
 
Por su potencial patógeno y su gran capacidad de diseminación, F. tularensis 
también se ha considerado, y en ocasiones utilizado, como arma biológica por diversos 
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países durante este último siglo (Broussard, 2001). Con ese fin, los primeros estudios se 
hicieron en Japón durante la segunda guerra mundial (Harris, 1992) y los últimos durante 
los años 70, cuando, al menos en EEUU, se destruyeron todos los arsenales biológicos. No 
obstante, ante la amenaza de que F. tularensis pueda ser utilizada como arma en ataques 
terroristas, EEUU aun mantiene un programa nacional de investigación médica defensiva 
sobre tularemia (Dennis et al., 2001). 
 
2. CARACTERÍSTICAS CLÍNICAS DE LA TULAREMIA HUMANA. 
 
 De acuerdo con Dennis et al. (2001), Feldman et al. (2001), Pérez-Castrillón et al. 
(2001) y Euzéby (2002), la infección por F. tularensis muestra diferentes presentaciones 
clínicas dependiendo de varios factores como son la virulencia del microorganismo 
infectante (ver más adelante), la dosis y la vía de inoculación. F. tularensis puede penetrar 
en las personas a través de la piel, la conjuntiva ocular y las mucosas de los tractos 
gastrointestinal y respiratorio. La bacteria, que es intracelular facultativa, infecta a los 
macrófagos de la puerta de entrada, desde donde se extiende a los ganglios linfáticos 
regionales y de allí al resto del cuerpo. Sus principales órganos diana son, además de los 
ganglios linfáticos, los pulmones, el bazo, el hígado y los riñones. La bacteremia suele ser 
habitual durante las primeras fases de la infección (Dennis et al., loc. cit.). 
 
 Tras un periodo de incubación medio de unos 5 días (que puede oscilar entre 1 y 
21), la infección puede producir, según los distintos autores consultados, entre cinco y 
siete cuadros clínicos distintos de gravedad variable: tularemia ulceroganglionar, 
ganglionar, oculoganglionar, orofaríngea, neumónica, tifoide y séptica. Las cuatro 
primeras tienen un carácter local y son las más benignas, las tres últimas presentan 
manifestaciones sistémicas y son más graves. 
 
 La forma ulceroganglionar es la más frecuente (75%-80%), aparece tras una 
infección percutánea (por manipulación de materiales infectados o picaduras de garrapata) 
y se caracteriza por presentar una úlcera cutánea en el punto de inoculación acompañada 
de la inflamación de los ganglios linfáticos regionales. La forma ganglionar, mucho menos 
frecuente (5%-10%), se caracteriza por presentar únicamente una inflamación de los 
ganglios linfáticos regionales. En las formas oculoganglionares, que aparecen cuando la 
infección se produce a través de la conjuntiva (1%-4%), la principal manifestación es una 
conjuntivitis unilateral dolorosa, con o sin ulceración, acompañada de linfoadenopatía 
regional. La infección por vía oral conduce a formas de tularemia orofaríngea (1%-2 %) en 
las que las manifestaciones principales son la amigdalitis unilateral dolorosa, las úlceras 
bucales y la inflamación de los ganglios submaxilares y yúgulo-carotídeos. 
 
 La forma neumónica puede producirse tras la adquisición de la bacteria por 
inhalación o como resultado de una diseminación hematógena a partir de una tularemia 
primaria local. La enfermedad comienza abruptamente, con fiebre alta, problemas 
respiratorios (disnea, tos productiva, dolor pleural e incluso hemoptisis), postración y 
problemas digestivos (nauseas, diarreas y vómitos). En ausencia de tratamiento, los 
síntomas persisten durante semanas e incluso meses debilitando al paciente y causando su 
muerte en un buen número de casos. En EEUU, antes del descubrimiento de los 
antibióticos, la tularemia neumónica originaba la muerte del enfermo en el 30-60% de los 
casos (Dennis et al., loc. cit.). Por su parte, la forma tifoide es una enfermedad febril y 
Revisión bibliográfica  
 64 
debilitante, en la que no se producen manifestaciones locales (ni cutáneas ni de otro tipo) 
que indiquen el lugar por donde se produjo la infección ni la localización anatómica de la 
misma. Se da en un 5%-10% de los casos, aunque puede alcanzar hasta el 20% (Pérez-
Castrillón et al., 2001), y con frecuencia puede complicarse evolucionando a la forma 
neumónica. Por último, la forma séptica es la más severa y con frecuencia fatal. Comienza 
con fiebre alta, dolor abdominal, diarrea y vómitos. A continuación el paciente suele entrar 
en coma y, si no se trata con prontitud, muere como consecuencia de las complicaciones 
del choque séptico (coagulación intravascular generalizada, fallo respiratorio agudo o fallo 
orgánico generalizado) (Dennis et al., loc. cit.). 
 
 De acuerdo con Parola y Raoult (2001) y Euzéby (2002), en ausencia de 
tratamiento, la mortalidad global (para todas las formas de tularemia) es del 0,1% en 
Eurasia y hasta de un 6% en Norteamérica. La mayor letalidad de la tularemia 
norteamericana se debe, como veremos a continuación, a la mayor virulencia de las 
variedades o subespecies de F. tularensis presentes en ese continente (Euzéby, loc.cit.). 
  
3. AGENTE ETIOLÓGICO: Francisella tularensis. 
 
3.1. FILOGENIA Y TAXONOMÍA. 
 
 Según Forsman et al. (1994) y Euzéby (2002), la posición taxonómica del género 
Francisella es aun incierta, aunque la secuencia de su gen ARNr 16S muestra que 
pertenece a la clase Gamma de las proteobacterias y que está próximo a Wolbachia 
persica. La segunda edición del Manual de Bacteriología Sistemática de Bergey (Garriti, 
2001) también lo coloca, de acuerdo con los autores anteriores, en esa misma clase 
(Gammaproteobacteria) y, en concreto, dentro del orden Thiotrichales, familia 
Francisellaceae.  
 
Esta familia sólo contiene al género Francisella y éste incluye únicamente dos 
especies: F. philomiragia y F. tularensis (Johansson et al., 2000; Puente-Redondo et al., 
2001; Farlow et al., 2001 y Euzeby, 2002). F. philomiragia es una bacteria infrecuente, 
cuyo hábitat usual es el agua, si bien puede comportarse como un patógeno oportunista 
aunque poco virulento (Hollis et al., 1989). Por el contrario, F. tularensis es una especie 
mucho más abundante y con una mayor heterogeneidad intraespecífica, dentro de la que se 
reconocen actualmente hasta 4 subespecies. Las cuatro producen tularemia pero difieren 
en cuanto a su distribución y virulencia (Johansson et al., 2000). Son las siguientes: 
 
• F. tularensis subsp. tularensis (nearctica o biovar tipo A): es la más virulenta de 
las cuatro. Tradicionalmente se pensaba que estaba presente sólo en Norteamérica, 
pero recientemente también se ha encontrado en Europa (Eslovaquia) (Guricova, 
1998). 
 
• F. tularensis subsp. palaearctica (holoarctica o biovar tipo B): es menos virulenta 
y está presente tanto en Norteamérica como en Europa, Asia continental y Japón. 
 
• F. tularensis subsp. mediaasiatica: es moderadamente virulenta y, por ahora, sólo 




• F. tularensis subsp. novicida: sólo se ha encontrado en EEUU. Se aisló por primera 
vez en 1950 a partir del agua en el estado de Utah y a partir de la sangre de dos 
pacientes de Texas en los años 90 (Clarridge et al., 1996; Johansson et al., 2000). 
Se la considera moderadamente patógena. 
 
La identificación de las distintas subespecies se ha basado, tradicionalmente, en sus 
particularidades bioquímicas y sus distintos requerimientos para el crecimiento en medios 
de cultivo (Johansson et al. 2000; Farlow et al., 2001). Buscando métodos de 
identificación más simples, y con menos riesgo de infección para el operario que el cultivo 
del microorganismo, también se han aplicado las técnicas serológicas, pero dado que hasta 
la fecha todos los aislados de F. tularensis muestran una misma composición antigénica, 
estas técnicas se han abandonado por ineficaces (Johansson et al. 2000; Puente-Redondo et 
al., 2000). También se ha recurrido al genotipado para distinguir las subespecies entre si, 
comenzando con la secuenciación del gen ARNr 16S. Este marcador ha revelado que 
todas ellas exhiben una gran proximidad filogenética, lo que limita su valor para distinguir 
entre subespecies, aunque permite distinguir fácilmente F. philomiragia de F. tularensis 
(Forsman et al., 1994; Farlow et al., 2001). Por este motivo se han desarrollado métodos 
alternativos de genotipado que han solventado en gran medida el problema anterior. Se 
basan en el análisis de fragmentos de secuencia no codificantes como son las repeticiones 
palindrómicas extragénicas y las repeticiones intergénicas de tipo enterobacteriano 
(Johansson et al., 2000; Puente-Redondo et al., 2000). Más recientemente se ha 
desarrollado otro método basado en el análisis multilocular (hasta 7 loci) del número de 
repeticiones de elementos de secuencia simple (Farlow et al., 2001). Este último método 
permite no sólo distinguir entre subespecies, sino también entre aislados. 
 
3.2. MORFOLOGÍA, ESTRUCTURA Y BIOLOGÍA. 
 
 F. tularensis es un cocobacilo gram-negativo de 0,2 a 0,7 µm de largo por unas 0,2 
a 0,7 µm de ancho. Las formas virulentas de estas bacterias están recubiertas por una 
delgada cápsula (0,02-0,04 µm) que contiene lipopolisacárido y cuya pérdida les resta 
cierta virulencia pero no viabilidad. El contenido lipídico de la pared celular (70%) y de la 
cápsula (50%) difiere en proporción del de otras bacterias gram negativas (90%). También 
es distinta, y muy característica del género Francisella, la naturaleza de sus ácidos grasos. 
Las bacterias de esta especie son inmóviles, intra y extracelulares, aerobios estrictos y no 
forman esporas, aunque pueden sobrevivir durante semanas a baja temperatura en el agua, 
lodos, suelos húmedos, heno, paja y cadáveres de animales (Dennis et al., 2001; Parola y 
Raoul, 2001; Euzéby, 2002). 
  
3.3. RELACIÓN SUBESPECIES-SÍNTOMAS-VIRULENCIA. 
 
De las cuatro subespecies de F. tularensis, la subsp. tularensis y la subsp. 
palaearctica son las más importantes por su virulencia y mayor abundancia. Ambas 
pueden producir todas las formas clínicas de tularemia descritas en el apartado anterior, 
aunque F. tularensis subsp. tularensis origina preferentemente formas neumónicas 
(Dennis et al., 2001) y F. tularensis subsp. palaearctica suele causar formas 
ulceroganglionares (Johansson et al., 2000; Pérez-Castrillón et al., 2001). La afirmación 
anterior se basa en el hecho de que en EEUU la mayoría de los casos de tularemia 
neumónica son producidos por la subsp. tularensis y no por la subsp. palaearctica (Dennis 
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et al., loc. cit.), mientras que en Europa, donde la tularemia la produce casi exclusivamente 
la subsp. palaearctica, en la inmensa mayoría de los casos la forma de tularemia más 
frecuente es la ulceroganglionar, aun cuando la infección se produzca por inhalación. Tal 
fue el caso, por ejemplo, de la  epidemia sueca de 1966-67, en la que de 140 pacientes que 
adquirieron la bacteria por inhalación, sólo el 10% de ellos desarrollaron la forma 
neumónica mientras que el 44% desarrollaron lesiones cutáneas (Dahlstrand et al. 1971).  
 
Ese comportamiento cabe atribuirlo a la mayor virulencia de la subsp. tularensis, la 
cual produce formas de enfermedad más sistémicas y graves, probablemente porque posee 
una mayor capacidad de diseminación intraorgánica. Los factores que determinan la 
capacidad de diseminación y la virulencia no han sido, sin embargo, muy estudiados y 
apenas se conocen (Dennis et al., 2001). Se ha observado que las cepas virulentas poseen 
una mayor resistencia a la lisis por el complemento y dicha resistencia se ha relacionado 
con la expresión por la bacteria de lipopolisacárido de tipo S (liso). Sólo el LPS-S 
completamente desarrollado, pero no sus formas defectuosas ni el LPS-R (rugoso), es 
capaz de evitar la inserción del complejo de ataque a la membrana sobre la superficie de la 
bacteria (Pavlovich et al., 1996; Maslova & Pavlovichm, 1999). También se ha explorado 
la relación entre la virulencia y la expresión por F. tularensis de la AcpA, una fosfatasa 
ácida que actúa como inhibidora de la explosión respiratoria de los fagocitos, permitiendo 
a la bacteria sobrevivir en el interior de dichas células. Estos segundos estudios, sin 
embargo, no llegaron a relacionar virulencia con la AcpA porque los mutantes 
desprovistos de dicha enzima sobrevivieron y se multiplicaron en el interior de los 
macrófagos igual que las cepas nativas (Baron et al., 1999). Otros estudios han 
relacionado la virulencia con la expresión de proteínas inducibles por estrés, que son 
aquellas cuya expresión permite a la bacteria sobrevivir en condiciones ambientales 
adversas (Basnakian et al., 2001). Desconocemos las conclusiones de este último estudio. 
 
4. EPIDEMIOLOGÍA DE LA TULAREMIA Y DE F. tularensis. 
 
4.1. DISTRIBUCIÓN Y PREVALENCIA. 
 
 La tularemia está ampliamente distribuida por todo el hemisferio norte (Parola y 
Raoult, 2001). En líneas generales, es una enfermedad propia de zonas rurales, que suele 
aparecer en forma de brotes epidémicos y que tiene un marcado carácter estacional, con 
varios máximos anuales: uno en el verano, en el que la mayoría de los casos son 
trasmitidos por picadura de garrapatas; otro en otoño, coincidiendo con labores agrícolas 
como la recogida del heno y otros materiales, que pueden haber sido contaminados con 
bacterias procedentes de roedores, las cuales se transmiten a las personas por vía aérea en 
los aerosoles que se forman al manipular esos productos agrícolas (Dahlstrand et al., 1971; 
Syrjälä et al., 1985) y, finalmente, un tercer pico, en invierno, en el que los casos de 
tularemia aparecen sobre todo entre cazadores y tramperos que se contagian por la 
manipulación de animales infectados (Dennis et al., 2001; Parola y Raoult, 2001, Pérez-
Castrillón et al., 2001).  
 
 La prevalencia global de la tularemia humana no se conoce realmente y las 





En EEUU, de los varios miles de casos denunciados anualmente antes de 1950 se 
ha pasado a menos de 200 en las últimas décadas, como muestran los 1409 casos 
diagnosticados en ese país en el periodo 1985-1992 (Dennis et al., 2001) o los 142 casos 
del año 2000 (Hornick, 2001).  
 
 En Europa no disponemos de datos globales acerca de su prevalencia, pero a juzgar 
por el número de registros bibliográficos en MED-LINE con denuncias de casos y brotes 
de esta enfermedad en los distintos países, podría afirmarse: (i), que la prevalencia es 
bastante desigual entre unos y otros: las más altas se registran en los del este (Eslovaquia, 
Rusia, repúblicas ex-soviéticas) y del norte (Escandinavia), y las menores en los del sur y 
del oeste, llegando incluso a estar ausente en algunos de éstos como Portugal y Reino 
Unido (Parola y Raoult, 2001); y (ii), que en general, la prevalencia actual es baja (e 
inferior a la de épocas pasadas), pues aun en los países con un mayor número de casos, 
éstos no suelen superar los 50 anuales: 44 casos/año en Noruega (Berdal et al., 1996); 13 
casos/año en Eslovaquia (Guricova, 1997). Estas observaciones coinciden con las de otros 
autores como Tärnvik et al. (1996) y Dennis et al., (2001). 
 
En Asia los datos sobre la prevalencia son más escasos; MED-LINE apenas 
registra una docena de artículos acerca de la tularemia en dicho continente. La mayor parte 
de ellos son simples denuncias de casos y hacen referencia a países como las repúblicas 
ex-soviéticas asiáticas, Afganistán, Irán, Mongolia y China. Sólo tres artículos ofrecen 
datos de prevalencia: uno en Turquía (205 casos entre 1988-1998 ; Helvaci et al., 2000) y 
dos en Japón (1374 casos entre 1924 y 1996; Ohara et al., 1996, 1998). Aunque escasos, 
estos datos, sin embargo, indican: (i),  que la tularemia debe estar ampliamente extendida 
por toda Asia central y septentrional, desde su extremo más occidental (Turquía) hasta el 
más oriental (Japón); (ii), que, aparentemente, no existe en los países del sur del 
continente, a juzgar por la ausencia de denuncias y (iii), que la tularemia tiene en Asia una 
incidencia  similar a la media europea (unos 20 casos/año). 
 
4.2. RESERVORIOS, VECTORES Y CICLOS DE TRANSMISIÓN. 
 
La tularemia presenta un patrón epidemiológico complejo, debido a que: (i), F. 
tularensis puede infectar a más de 250 especies animales que van desde los invertebrados 
a los mamíferos (Mörner, 1992); (ii), puede sobrevivir, a bajas temperaturas y en ausencia 
de luz solar directa, en un gran número de hábitats terrestres, acuáticos, vegetales y en 
cadáveres de animales en descomposición (Anda et al., 2001; Dennis et al., 2001) y (iii), 
puede transmitirse entre animales y de éstos a las personas por múltiples vías, que 
incluyen las picaduras de insectos hematófagos (garrapatas, moscas y mosquitos), el 
contacto directo con animales y materiales infectados, la ingestión de alimentos y bebidas 
contaminados y la inhalación de aerosoles (Mörner, 1992; Dennis et al., loc. cit.; Parola y 
Raoult, 2001). 
 
El microorganismo se perpetúa en la naturaleza en ciclos enzoóticos en los que los 
roedores (y en especial los lagomorfos -liebres y conejos-) son los principales reservorios, 
y los artrópodos hematófagos (ixódidos, mosquitos, tabánidos y otros) son sus vectores. 
En ixódidos, el microorganismo puede transmitirse transestádica y transováricamente 
(Hubalek y Halouzka, 1997). En EEUU, el principal ciclo enzoótico es mantenido por los 
conejos del género Sylvifagus sp. y por la garrapata  Haemaphysalis leporispalustris; sin 
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embargo, la transmisión a las personas la llevan a cabo otras especies de garrapatas: Ixodes 
dentatus, Amblyomma americanum, Dermacentor variabilis y D. andersoni (Parola y 
Raoult, 2001). En Europa el principal reservorio animal no está tan claramente establecido 
como en EEUU, aunque los roedores juegan un papel importante (Higgins et al., 2000; 
Gurycova et al., 2001) y se sospecha que de ellos, las liebres (Lepus spp.) pueden ser los 
principales reservorios (Mörner, 1992). Las garrapatas implicadas en la transmisión a las 
personas en este continente son I. ricinus, D. marginatus y D. reticulatus (Parola y Raoult, 
loc. cit.) y, en menor medida, Haemaphysalis concinna (Khazova y Iastrebov, 2001).  
 
En cuanto a los porcentajes de infección por F. tularensis de esas garrapatas 
europeas, en la tabla 8 se ofrecen los escasos datos disponibles. Todos ellos se han 
obtenido en países del centro del continente y en particular en la zona limítrofe entre 
Austria y la antigua Checoslovaquia, donde existe un foco epizoótico de tularemia bien 
establecido (Gurycova et al., 2001). 
 
Según tales datos, la tasa de infección de todas las especies es bastante baja, lo que 
coincide con el hecho de que, en esta zona, la tularemia humana transmitida por garrapatas 
sea mucho menos frecuente que la adquirida por contacto directo con liebres infectadas 
(Mörner, 1992; Anda et al., 2001). La especie más frecuentemente infectada es D. 
reticulatus, después I. ricinus y H. concinna y, por último, D. marginatus. No hemos 
hallados denuncias de ninguna otra especie de ixódido implicada en la transmisión de F. 
tularensis en el ámbito europeo. 
 
 
Tabla 8. Porcentajes de infección por F. tularensis en distintas especies de garrapatas 
recogidas a partir de la vegetación en varios países europeos 
 
País 
(año de muestreo) 
 






Austria + Rep. Checa 
(1996) Dermacentor reticulatus 2,3 (0,6-3,5) Hubalek et al. (1997, 1998) 
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4.3. SITUACIÓN EN ESPAÑA. 
 
 En nuestro país, la tularemia se consideraba inexistente hasta el año 1997, en el que 
apareció un gran brote en Castilla y León con 513 casos, de los cuales 92 eran 
sospechosos, 368 probables y 53 confirmados (Boletín epidemiológico semanal, 1997, vol. 
5, nº 26). Todos ellos fueron adquiridos por manipulación de liebres infectadas y no por 
ingestión, inhalación ni por picadura de garrapatas (Alkorta et al., 2000; Pérez-Castrillón 
et al., 2001). El microorganismo infectante fue F. tularensis subsp. palaearctica y la 
forma clínica predominante fue la ulceroganglionar (61,3%), aunque también se 
produjeron casos de  tularemia tifoide (20,4%), ganglionar (9,2%), ocular, neumónica y 
faríngea (el resto). Se desconoce aún el origen del brote y hay quien sugiere que la bacteria 
pudo ser introducida en España al importar liebres o conejos infectados procedentes de 
países con tularemia endémica, aunque esto aún no se ha probado (Campos et al., 1999).  
 
Otros 46 casos adicionales (entre sospechosos, probables y confirmados) fueron 
diagnosticados, entre 1997 y los primeros meses de 1998, en otras 9 comunidades 
autónomas. No obstante, todos los pacientes contrajeron la infección al manipular liebres 
capturadas en las provincias castellanoleonesas afectadas por la epidemia de tularemia: 
Palencia, Valladolid, Burgos, Zamora y León (Boletín epidemiológico semanal, 1997, vol. 
5, nº 26). Meses después (octubre de 1998) se diagnosticó un nuevo caso de tularemia 
ganglionar en el Hospital de Cruces (Baracaldo, Vizcaya). El paciente, un recolector de 
setas que nunca entró en contacto con liebres, fue picado por una garrapata (que no fue 
identificada) durante su visita a una de las zonas de la provincia de Valladolid en la que 
meses antes se habían registrado casos de tularemia (Alkorta et al., 2000). Que sepamos, 
este caso de tularemia, junto con otro denunciado años antes por Oteo et al. (1994), son  
los únicos adquiridos por picadura de garrapata de los que se tiene noticia en nuestro país.  
 
 De acuerdo con lo anterior, la enfermedad parecía ser exclusiva de la comunidad 
de Castilla y León e inexistente en las demás. Esta idea, sin embargo, quedó descartada un 
año después, al aparecer un segundo brote de tularemia, relacionada en este caso con la 
pesca de cangrejos de río (Procambarus clarkii), en la provincia de Cuenca (Castilla-La 
Mancha). El brote afectó a 19 pacientes, todos ellos tras entrar en contacto con cangrejos 
pescados aguas abajo del pantano de Buendía. El microorganismo infectante fue F. 
tularensis subsp. palaearctica y la forma clínica fue, en todos los casos, tularemia 
ulceroganglionar. La infección se transmitió a través del agua del río, previsiblemente 
contaminada con cadáveres de animales muertos. La contaminación fue corta en el tiempo 
(meses) y se limitó a una zona de unos 5 km, pero bastó para infectar a los cangrejos de 
dicha zona, los cuales acumularon la bacteria en sus tejidos y la transmitieron 
mecánicamente a los pacientes a través de pequeñas heridas abiertas en sus manos (Anda 
et al., 2001; Díaz de Tuesta et al., 2001). 
 
 Este es el último brote de tularemia que ha tenido lugar en España.  Su origen 
último también se desconoce, pero puso de manifiesto que la enfermedad no estaba 
confinada en Castilla y León y que la bacteria podía transmitirse a través de animales 
acuáticos como la especie de cangrejo aludida (Procambarus clarkii). 
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5. DETECCIÓN E IDENTIFICACIÓN MOLECULAR DE Francisella tularensis. 
 
 Como ya hemos indicado, la distinción entre las subespecies de F. tularensis se 
basaba tradicionalmente en sus particularidades bioquímicas y requería el cultivo del 
microorganismo a partir de la muestra sospechosa. Pero, por su capacidad infecciosa, el 
cultivo supone un riesgo para los operarios del laboratorio, riesgo que se ha intentado 
evitar mediante el desarrollo de métodos alternativos basados en la amplificación de su 
ADN por PCR (Fournier et al., 1998;  Johansson et al., 2000). 
 
 Estos métodos se han aplicado tanto para el diagnóstico de pacientes, como para la 
detección e identificación del microorganismo en todo tipo de muestras como agua, 
suelos, garrapatas, animales, etc. Los métodos y marcadores utilizados como diana en esas 
amplificaciones han ido evolucionando con el tiempo, consiguiendo así una mayor 
especificidad y poder de discriminación. Han sido los siguientes:  
 
1. Los basados en el gen ARNr 16S. Permiten distinguir F. tularensis de F. 
philomiragia, pero no entre subespecies de F. tularensis (Forsman et al., 1990, 
1994; Farlow et al., 2001). 
 
2. Los basados en la lipoproteína TUL-4 o en sus fragmentos. Permiten 
distinguir entre ambas especies anteriores y, dentro de F. tularensis, la 
subespecie tularensis de la subespecie palearctica (Sjöstedt et al., 1990; Junhui 
et al., 1996; Sjóstedt et al., 1997). 
 
3. Los que amplifican elementos repetitivos no codificantes, como los 
palíndrómicos extragénicos y las secuencias intergénicas 
enterobacterianas. Discriminan entre subespecies pero no entre aislados 
(Johansson et al., 2000; Puente-Redondo et al., 2000). 
 
4. Los basados en el análisis multilocular de elementos de secuencia no 
codificantes repetidos en número variable. Permite ya distinguir cepas 
individuales (Farlow et al., 2001). 
 
De todos los métodos aludidos, en este trabajo hemos utilizado los basados en la 
lipoproteína TUL-4, porque en el momento de comenzar nuestro estudio eran los más 
adecuados para buscar a F. tularensis en las garrapatas. Posteriormente se han seguido 






V. Diagnóstico serológico de los parasitismos humanos por 
garrapatas. 
 
La saliva de las garrapatas induce en sus hospedadores complejas respuestas 
inmunitarias (humorales y celulares) que han de ser neutralizadas por el parásito para 
hacer posible su alimentación en hospedadores sensibilizados por contactos previos. 
Dichas respuestas no siguen un patrón uniforme, sino que varían dependiendo de la 
especie de garrapata y del hospedador implicado.  
 
Y así tenemos que, mientras que en diversas especies de animales tales respuestas -
y los mecanismos de inmunosupresión que le contraponen los parásitos- se conocen ya con 
cierta profundidad (ver sobre este aspecto las revisiones de Wikel, 1999; Willadsen y 
Jongejan, 1999 y Schöler y Wikel, 2001), en las personas las particularidades de la 
repuesta apenas han empezado a ser estudiadas. Esta diferencia cabe atribuirla a que las 
garrapatas son esencialmente parásitos de animales y sólo accidentalmente del ser 
humano, motivo por el cual su importancia médica ha estado minusvalorada.  
 
En los últimos años esta perspectiva ha cambiado y actualmente se reconoce a las 
garrapatas una importancia médica creciente por ser causantes de graves reacciones 
anafilácticas (Moneret-Vautrin et al., 1998) pero, sobre todo, por su papel como vectores 
de enfermedades emergentes y resurgentes (Estrada-Peña y Jongejan, 1999; Parola y 
Raoult, 2001; Schöler y Wikel, 2001).  
 
Y es precisamente por estos dos aspectos, su alergenicidad y su capacidad 
vectorial, por los que se ha comenzado a prestar mayor atención a la respuesta humana 
antigarrapata obteniéndose algunos conocimientos de interés en relación con el tercer 
objetivo de esta tesis, esto es, con la evaluación del valor de la serología como método 
para el diagnóstico de los parasitismos humanos por garrapatas. 
 
Dicho diagnóstico se basa en la detección de anticuerpos específicos, por lo que a 
continuación ofrecemos una revisión de todos aquellos trabajos en los que hemos 
encontrado datos acerca de la respuesta humana antigarrapata. Tales trabajos se pueden 
clasificar en dos grupos en función de su objetivo: uno, los que describen casos de 
anafilaxia humana provocada por picaduras de garrapata; dos, los que pretenden evaluar si 
los anticuerpos antigarrapata pueden usarse como marcadores biológicos del riesgo de 
exposición a patógenos transmitidos por garrapatas. 
 
1. TRABAJOS SOBRE CASOS DE ANAFILAXIA.  
 
Los casos de anafilaxia humana provocada por picadura de garrapatas son poco 
frecuentes y de hecho, sólo hemos encontrado en torno a una docena de artículos en los 
que se da cuenta de este fenómeno. Tras su revisión cabe afirmar: 
 
1. Que tanto los ixódidos como los argásidos pueden inducir graves reacciones 
anafilácticas (de hipersensibilidad tipo I) que en ocasiones ponen en peligro la vida 
del paciente. 
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2. Que todos los casos de anafilaxia inducida por picadura de ixódidos lo fueron 
por especies del género Ixodes sp. y en concreto por la australiana I. holocyclus 
(Gauci et al., 1989a, 1989b, 1989c; Brown  y Hamilton, 1998), la norteamericana I. 
pacificus (Van Wye et al., 1991a, 1991b) y la europea I. ricinus (Moneret-Vautrin 
et al., 1998). 
 
3. Que el único argásido implicado hasta la fecha en casos de anafilaxia es Argas 
reflexus, un parásito de palomas frecuente en los áticos y tejados de edificios 
antiguos colonizados por estas aves, y que en ausencia de sus hospedadores 
naturales se desplaza hacia los pisos inferiores y pica con relativa frecuencia a las 
personas (Dal Monte y Pajello, 1994; Bessot et al., 1997; Veraldi et al., 1998; 
Kleine-Tebbe et al., 1999; Sirianni et al., 2000). 
 
4. Que en todos los casos expuestos se detectó en las personas afectadas la 
presencia de IgE específicas frente a los antígenos salivales del parásito implicado 
(por ELISA, radioinmunoensayo o ambos). En el caso descrito por Van Wye et al. 
(1991a, 1991b) también se detectaron por ELISA elevados niveles de IgG 
específicas frente a I. pacificus, confirmado un alto grado de sensibilización del 
paciente frente a esta especie. Estos hallazgos indican que, al menos en todos estos 
casos, la picadura de las garrapatas induce en personas una respuesta humoral, en 
principio de tipo Th2, detectable por ELISA utilizando como antígeno un extracto 
proteico de glándulas salivales. 
 
5. Que cuando se practicaron western blots para identificar a los alergenos de I. 
holocyclus (Gauci et al. 1989c, 1990) e I. pacíficus (Van Wye et al., 1991a), los 
sueros de los pacientes revelaron patrones complejos en los que aparentemente 
coexistían alergenos especie-específicos y alergenos comunes entre estas dos 
especies. Este resultado junto con el hecho de que, hasta la fecha, todos los casos 
de anafilaxia por picadura de ixódidos los hayan causado especies del género 
Ixodes sp. sugiere la posibilidad de que existan alergenos asociados a dicho género. 
 
Del porqué esas especies, y no otras, indujeron reacciones anafilácticas y del 
porqué la anafilaxia sólo tuvo lugar en unas pocas personas de las muchas que son picadas 
por ellas no se tiene aún conocimiento. 
 
2. TRABAJOS EN LOS QUE SE EVALÚA EL VALOR DE LOS ANTICUERPOS 
COMO MARCADORES BIOLÓGICOS DEL RIESGO DE INFECCIÓN POR 
PATÓGENOS. 
 
El segundo motivo por el que los investigadores han buscado anticuerpos anti-
garrapata en el suero de las personas ha sido el de comprobar si la presencia de tales 
anticuerpos en un grupo de individuos puede relacionarse con las tasas de infección por 
diversos patógenos transmitidos por garrapatas (en especial por B. burgdorferi). El 
establecimiento de una relación entre estos dos parámetros permitiría entonces utilizar el 
nivel de anticuerpos antigarrapata como un indicador biológico del riesgo de infección por 




Con ese objetivo Schwartz et al. (1990, 1991 y 1993) y Lane et al. (1999) han 
buscado, respectivamente, anticuerpos frente a I. scapularis o I. pacificus en el suero de 
personas picadas por una u otra especie (personas procedentes de zonas del este y del oeste 
de los EEUU donde la enfermedad de Lyme es endémica). Utilizando el ELISA como 
método y extractos de las glándulas salivales de esas especies como antígenos, los autores 
citados buscaron exclusivamente IgG (ni IgM ni IgE) y comprobaron: 
 
1. Que tales especies inducen en las personas niveles de IgG perfectamente 
detectables por ELISA utilizando 1 µg de antígeno por pocillo y los sueros diluidos 
1:100 (densidades ópticas de los positivos entre 0,24 y 0,97 frente a una media de 
0,14 para los negativos). 
 
2. Que, en cada individuo, dichos niveles eran constantes entre los 7 y los 42 días 
tras la fijación de la garrapata y que, por tanto, reflejaban aparentemente respuestas 
secundarias en todos los individuos incluidos en sus respectivos estudios. Ninguno 
de los autores aporta datos sobre los isotipos ni los niveles de anticuerpos en casos 
de respuesta primaria. 
 
3. Que el nivel de anticuerpos inducido por los adultos es superior al inducido por 
los inmaduros y el inducido por las hembras superior al inducido por los machos. 
También que el nivel de anticuerpos aumenta en función del tiempo que lleve el 
ejemplar fijado o, dicho de otro modo, de su grado de repleción, lo que junto con lo 
anterior indica, según los citados autores, que el nivel de anticuerpos en las 
personas está en función de la cantidad de saliva inoculada al hospedador. Dicha 
cantidad depende del tamaño del ejemplar (hembras > ninfas > larvas) y del tiempo 
que lleve fijado, puesto que los ixódidos inoculan su saliva en intervalos de 5-15 
minutos, de manera que cada hora pueden practicar unas seis inoculaciones de 
entre 0,7-3,5 µl de saliva por inoculación (Schwartz et al., 1993). 
 
4. Que, según lo anterior, el método propuesto (ELISA) sirve en principio para 
diagnosticar parasitismos por garrapatas;  que su sensibilidad es bastante alta (entre 
el 81% y el 93%; Schwartz et al., 1993, 1996) y que dicha sensibilidad es 
independiente del estado fisiológico (alimentados o en ayunas) de los ejemplares 
utilizados para obtener los extractos antigénicos salivales (Lane et al., 1999). Como 
la composición proteica de la saliva de los ixódidos varía a lo largo del proceso de 
alimentación (McSwain et al., 1982; Sanders et al., 1996), los autores citados 
sugieren que de todos los componentes salivales, los antígenos inmunodominantes 
deben, sin embargo, mostrar una presencia constante en las glándulas a lo largo de 
dicho proceso. Consecuentemente recomiendan utilizar ejemplares no alimentados 
para obtener los extractos antigénicos por su mayor facilidad de obtención y 
manipulación. 
 
5. Que el método presenta como inconveniente el no ser completamente específico 
ya que se observa reactividad cruzada entre ixódidos. En concreto, estos 
investigadores verificaron la existencia de reactividad cruzada entre I. scapularis y 
Dermacentor variabilis (Schwartz et al., 1993) y entre I. pacificus y D. 
occidentalis (Lane et al., 1999), aunque no suministran datos ni sobre el número y 
tamaño molecular de los antígenos implicados ni sobre la naturaleza (peptídica o 
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sacarídica) de los epítopos responsables de dichas reactividades. En consecuencia, 
sugieren que para mejorar la especificidad y sensibilidad del método se utilice 
como antígeno no el extracto salival completo sino una o varias de sus proteínas 
inmunodominantes obtenidas por recombinación. 
 
6. Por último, comprueban que, tal como esperaban, existe una estrecha asociación 
entre la seropositividad a I. scapularis y la infección por B. burgdorferi en los 
individuos del este del país y entre la seropositividad a I. pacíficus y la infección 
por la espiroqueta en los individuos de la zona oeste, confirmando que ambas 
especies son, en sus respectivas zonas de distribución, las principales transmisoras 
de la enfermedad de Lyme a las personas. Basándose en lo anterior concluyen que 
la presencia en el suero de anticuerpos anti-antígenos salivales de garrapata es un 
marcador biológico útil para evaluar el riesgo de las personas de haber contraído la 
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PARTES I y II 
 
IDENTIFICACIÓN DE LAS GARRAPATAS QUE PICAN A PERSONAS 
EN CASTILLA Y LEÓN. DETECCIÓN MOLECULAR DE PATÓGENOS 
HUMANOS PRESENTES EN ELLAS Y EN OTROS ECTOPARÁSITOS 
DE INTERÉS SANITARIO. 
 
 
1. RECOLECCIÓN DE ECTOPARÁSITOS: GARRAPATAS Y OTROS.  
 
 En consonancia con los objetivos expuestos en la introducción, la mayor parte de 
los ectoparásitos incluidos en nuestro estudio fueron los ejemplares de ixódidos que se 
retiraron de personas en la comunidad autónoma de Castilla y León. Además de éstos, y 
por motivos que se indicarán oportunamente, también se incluyeron en el presente trabajo 
cierto número ejemplares de garrapatas y de otros ectoparásitos (ácaros trombicúlidos y 
piojos) capturados sobre animales o sobre la vegetación. La recolección de todos los 
ejemplares aludidos fue como sigue. 
 
1.1. Garrapatas retiradas de personas. 
 
Estos ejemplares fueron enviados a nuestro laboratorio para su identificación y 
para la detección molecular de los patógenos de los que fuesen portadores en virtud de los 
sucesivos convenios de colaboración subscritos anualmente desde 1997 hasta 2002 entre la 
Junta de Castilla y León (Consejería de Sanidad y Bienestar Social) y la Universidad de 
Salamanca. 
 
Los ejemplares eran remitidos desde diferentes Centros de Salud de toda la 
comunidad autónoma, donde habían sido retirados de las personas que acudieron a 
consulta, bien alertados por la propia picadura o bien porque en una exploración médica 
rutinaria el personal sanitario detectaba la presencia de garrapatas que habían pasado 
inadvertidas al paciente.  
 
Las garrapatas retiradas de una misma persona (un único ejemplar en la mayoría de 
los casos, excepcionalmente dos o más) se depositaban en un tubo cerrado junto con un 
algodón o papel de filtro humedecido con agua y, en esas condiciones, eran enviadas con 
la mayor brevedad posible a nuestro laboratorio. En ocasiones, cuando el envío no pudo 
hacerse inmediatamente, los ejemplares fueron preservados y enviados en etanol al 70%. 
En todos los casos, junto con la muestra debidamente identificada mediante una clave, se 
nos remitía una ficha adjunta en la que se recogían los datos identificativos del personal 
sanitario remitente (nombre, dirección y teléfono del centro de salud), los correspondientes 
a la muestra (clave, fecha de obtención y lugar de procedencia) y los relativos al paciente 
(nombre, edad, sexo y profesión). Cuando el paciente presentaba manifestaciones clínicas 
previsiblemente relacionadas con la picadura se incluía en la ficha una breve descripción 
de las mismas. De igual modo se señalaba si la garrapata era retirada en el centro de salud 
o si la había retirado el propio paciente antes de acudir a la consulta. En este segundo caso 
se observaba con frecuencia que los ejemplares aparecían deteriorados (impregnados de 
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productos oleosos, quemados, rasgados, desprovistos del capítulo, etc.) como 
consecuencia de los métodos inadecuados empleados para su extracción. 
 
1.2. Garrapatas capturadas sobre animales. 
 
 Debido al creciente interés por las epizootias y las zoonosis transmitidas por los 
artrópodos en general y por las garrapatas en particular (Gratz, 1999; Parola y Raoult, 
2001) llegó a nuestro laboratorio una amplia muestra de ejemplares de garrapatas 
recogidas sobre muy diversos animales, tanto de compañía (perros, gatos), como de 
producción ganadera (vacuno, ovino, caprino) y silvestres (conejos, liebres, corzos, 
ciervos, lobos, zorros, tejones, jabalíes, gavilanes, azores, etc.).  
 
Estas garrapatas de procedencia animal fueron aportadas por los propietarios de los 
animales y por diferentes instituciones de la Junta de Castilla y León como los Servicios 
Territoriales de Sanidad, el Servicio de Veterinarios Oficiales de Salud Pública, el Centro 
de Recuperación de Animales Silvestres de Burgos, etc. Los ejemplares capturados en 
cada animal se depositaron en un mismo envase y se remitieron a nuestro laboratorio en 
condiciones similares a los recogidos en personas. Cada muestra (cada envase), 
identificada con una clave, llegaba acompañada de la correspondiente ficha en la que se 
especificaban los datos del remitente y los datos propios de la muestra: lugar y fecha de 
captura y el animal a partir del cual se había obtenido. 
 
La recogida de garrapatas a partir de liebres, conejos y zorros se llevó a cabo 
esencialmente durante los primeros meses de 1998, a raíz de la declaración, por la 
Dirección General de Salud Pública (Consejería de Sanidad y Bienestar Social) de la Junta 
de Castilla y León, de un brote de Tularemia que tuvo lugar entre noviembre de 1997 y 
febrero de 1998 (Boletín Epidemiológico Semanal, 1997, vol. 5, nº 26). Como se indicará 
más adelante, éstos ejemplares fueron examinados no sólo para su identificación, sino 
también para ver si eran portadores de Francisella tularensis y, en consecuencia, si podían 
haber estado implicados en el brote epidémico. 
 
El resto de las garrapatas capturadas sobre animales fueron simplemente 
identificadas y parte de ellas utilizadas como fuente para la obtención de antígenos 
salivales (ver apartado II-1.). 
 
1.3. Otros ectoparásitos. 
 
 Por motivos igualmente relacionados con la salud humana se remitieron a nuestro 
laboratorio para su identificación varias muestras de ectoparásitos distintos de las 
garrapatas (ácaros trombicúlidos y piojos) que, posteriormente, fueron también objeto de 
análisis por PCR para la detección de patógenos. 
 
Ácaros Trombicúlidos. Se examinaron dos muestras de distinta procedencia. 
 
La primera consistió en 20 larvas no alimentadas de Neotrombicula autumnalis 
recogidas en noviembre de 1999 en una zona boscosa de Puerto Piqueras (Soria). El objeto 
de su captura fue el de averiguar si éstos parásitos eran los causantes de las reiteradas y 
molestas picaduras que sufren las personas (en especial los trabajadores forestales) durante 
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los meses de otoño en dicha zona. Las larvas fueron recogidas a partir de la vegetación 
mediante el simple método de arrastre de una tablilla de madera negra, color que facilita la 
posterior observación de los ejemplares adheridos, los cuales, por su pequeño tamaño 
pueden pasar fácilmente desapercibidos. Los ejemplares así capturados se depositaron en 
un recipiente con etanol al 70% y se enviaron a nuestro laboratorio, donde fueron 
identificados y analizados para la detección molecular de los patógenos que pudiesen 
albergar. 
 
La segunda muestra consistió en 30 larvas de Neotrombicula sp., en diversos 
grados de alimentación, recogidas por nosotros en diciembre de 1999 a partir de cuatro 
ratones silvestres capturados en el medio urbano de Villares de la Reina (Salamanca), 
población situada en una zona de cultivo cerealista libre de rumiantes domésticos. Los 
ácaros fueron retirados de los ratones con ayuda de unas pinzas e identificados hasta el 
nivel de género en la lupa. A continuación fueron descontaminados por inmersión en 
etanol al 70%, lavados en agua ultrapura, secados en papel de filtro y conservados a -80 ºC 
hasta su posterior estudio para la detección molecular de patógenos. 
 
Piojos: Haematopinus suis.  
  
Durante el mes de agosto de 2000, en colaboración con el Servicio de Alergología 
del Hospital Clínico de Salamanca, investigamos si la picadura de algún ectoparásito podía 
haber sido la causa de dos graves reacciones anafilácticas sufridas por uno de los pacientes 
de este servicio. El paciente es dueño de una explotación porcina localizada en el término 
municipal de Ituero de Azaba (Salamanca) y las dos reacciones anafilácticas le 
sobrevinieron tras dos visitas a la explotación. El examen directo de las dependencias y los 
cerdos de la explotación sólo reveló la presencia de H. suis pero no de otros ectoparásitos, 
ni siquiera de O. erraticus, un argásido frecuente en esa zona (Oleaga-Pérez et al., 1990). 
H. suis es capaz de alimentarse ocasionalmente sobre las personas (Encinas Grandes, com. 
pers.) pudiendo, por tanto, haber sido el inductor de las reacciones de hipersensibilidad. En 
consecuencia, se tomó una muestra de 112 ejemplares de H. suis (40 machos, 40 hembras 
y 32 ninfas) con el fin de preparar un extracto proteico de sus glándulas salivales y usarlo 
como antígeno para averiguar por serología si los piojos fueron o no los responsables de la 
anafilaxia. 
 
Como durante el proceso de extracción de sus glándulas salivales (ver apartado II-
2.1) se observó que algunos ejemplares eran portadores de espiroquetas, decidimos 
obtener muestras de ADN de estos piojos para intentar llevar a cabo por PCR la 
identificación de dichas espiroquetas y comprobar, además, si eran portadores de los otros 
patógenos incluidos en este estudio. 
 
 
2. IDENTIFICACIÓN ESPECÍFICA DE LOS ECTOPARÁSITOS. 
 
La identificación específica de los ejemplares se basó en la observación de sus 
caracteres morfológicos y comparación con las claves oportunas (ver Walker et al., 2000 y 
la bibliografía citada por Encinas-Grandes, 1986). 
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De forma general, la observación macroscópica (en la lupa) de la morfología de las 
garrapatas adultas fue suficiente para identificar la especie. Sin embargo, la identificación 
de algunos de estos ejemplares adultos y la de numerosos inmaduros requirió, además del 
estudio macroscópico, la observación de caracteres microscópicos concretos tras la 
elaboración de las oportunas preparaciones. 
 
En estos casos, se procedió primero a la extracción y recogida, en condiciones de 
asepsia, del contenido interno del ejemplar (para posteriormente extraer el ADN) y en 
segundo lugar a la separación y examen del fragmento corporal que fuese de interés. 
 
Para ello, el parásito era descontaminado superficialmente por inmersión en etanol 
al 70% durante 10 minutos y posteriormente aclarado en agua Milli-Q estéril. Tras secarlo 
en papel de filtro se colocaba sobre un vidrio de reloj esterilizado, añadiéndose a 
continuación unos 100-200 µL de Chelex-100 al 5%. Seguidamente, en la lupa y 
utilizando material quirúrgico estéril, se cortaba y separaba la cutícula permitiendo que la 
hemolinfa y los órganos internos se mezclaran con el Chelex-100. La mezcla era recogida 
con una pipeta y transferida a un tubo de ensayo de 1,5 mL para la posterior extracción del 
ADN (ver más adelante). La cutícula, una vez separada, era luego aclarada en potasa y 
montada entre porta y cubre para su observación al microscopio utilizando un 
procedimiento clásico (Krantz, 1972) que consistió en lo siguiente: 
 
1. Aclaramiento por inmersión en potasa al 10% para disolver los restos de los 
tejidos blandos y la quitina del exoesqueleto. El tiempo y la temperatura de este 
tratamiento varió, dependiendo del grosor y consistencia de la muestra, entre los 5-
20 minutos y los 60-90 ºC. 
 
2. Lavado por inmersión en abundante agua caliente (> 60°C) para retirar los restos 
de potasa. 
 
3. Montaje entre porta y cubre en medio de Berlese1. 
 
Tras la identificación de los ejemplares, se anotaba en la correspondiente ficha su 
estado evolutivo, sexo, especie, grado de alimentación y otros detalles de interés en 
relación con su estado general: falta de capítulo, presencia o ausencia de cono de 
alimentación, rotura de quelíceros, etc. 
 
 
3. PROCESADO DE LOS ECTOPARÁSITOS PARA LA EXTRACCIÓN DEL 
ADN. 
 
Las garrapatas retiradas de personas y las de animales destinadas al análisis para 
detectar a Francisella tularensis fueron las procesadas para extraer el ADN. De forma 
similar fueron también procesados los ácaros trombicúlidos y los piojos. El resto de las 
garrapatas recogidas en animales, tras su identificación, se utilizaron para obtener 
                                                 
1 Fórmula del Fluido de Berlese: Agua, 50 mL; Goma arábica, 30 g; Glicerina, 20 g; Hidrato de Cloral, 
200 g. Disolver la goma en frío; añadir el hidrato de cloral agitando con una varilla de vidrio; incorporar la 
glicerina y, finalmente, filtrar a través de lana de vidrio. El filtrado estará listo para ser utilizado. 
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extractos de antígeno salival (ver apartado II-2.1.) o se almacenaron en previsión de otros 
posibles usos. 
 
3.1. Procesado de las garrapatas. 
 
 Tras su identificación, todos los ejemplares destinados a la obtención de ADN 
fueron descontaminados superficialmente por inmersión en etanol al 70% durante 10 
minutos. Posteriormente se lavaron dos veces en agua Milli-Q estéril, se secaron con papel 
de filtro y se depositaron en tubos de ensayo de 1,5 mL. 
 
 Las garrapatas de procedencia humana se procesaron de forma individual (cada 
ejemplar en un tubo), salvo en el caso de que una misma persona estuviera infestada por 
varios ejemplares. En esas ocasiones, los ejemplares que pertenecían a una misma especie, 
sexo y estadio evolutivo se agruparon por lotes y cada lote se procesó como si se tratase de 
una muestra. Los lotes contenían unos 2-3 ejemplares en el caso de los adultos y hasta 20 
cuando se trataba de inmaduros. 
 
 Las garrapatas de procedencia animal destinadas al análisis para la detección de F. 
tularensis fueron todas procesadas individualmente, pero para reducir el número de PCRs, 
su análisis se llevó a cabo en lotes homogéneos que contenían el ADN de varios 
ejemplares. El número de lotes y el de ejemplares por lote varió en función de la carga 
parasitaria del animal. Si el análisis de un lote particular daba un resultado positivo, se 
reanalizaban de forma individual los ejemplares incluidos en el mismo, tal como se ilustra 
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La extracción del ADN de las muestras se llevó a cabo mediante el método de 
hervido en presencia de Chelex-100 al 5% 2 (Guttman et al., 1996). El Chelex-100 (BIO-
RAD) es un intercambiador catiónico que estabiliza la doble hélice facilitando la 
extracción del ADN (Schmidt, 1997). Adoptamos este método porque es simple, rápido y 
produce un ADN suficientemente puro para nuestros objetivos. El procedimiento detallado 
fue el siguiente: 
 
1. Trozado de los ejemplares. Tras ser descontaminadas, las garrapatas fueron 
depositadas (individualmente o en lotes) en tubos de 1,5 mL y en su interior 
seccionadas longitudinalmente con un bisturí estéril para permitir la salida de 
su contenido interno. 
 
2. Adición de Chelex-100 al 5%: 500 µL por ejemplar adulto, 100 µL por 
inmaduro y entre 100 a 250 µL por lote de inmaduros. 
 
3. Agitación vigorosa en vortex (15 segundos) e incubación a 56ºC con agitación 
durante 1 a 2 horas. 
 
4. Hervido en Chelex-100. Tras la incubación anterior, los tubos fueron agitados 
15 segundos en un vórtex, incubados en agua hirviendo durante 10 minutos y 
agitados de nuevo otros 15 segundos. 
 
5. Centrifugación: 4-5 minutos en una microfuga (EPPENDORF 5415 C) a la 
máxima velocidad (14.000 rpm). Recuperación del sobrenadante (que contiene 
ya al ADN) y reparto en dos alícuotas; una de ellas se preservó a 4ºC para su 
análisis inmediato (o a –20ºC si el análisis se retrasaba más de una semana) y la 
segunda se almacenó a –80ºC en previsión de análisis posteriores. 
 
Las muestras de los ejemplares cuyo contenido interno se había recogido en 
Chelex-100 al 5% antes de su identificación específica (ver apartado I-2) se incorporaron a 
este protocolo de extracción del ADN en el punto 3. 
 
3.2. Procesado de ácaros trombicúlidos. 
 
Las dos muestras de ácaros trombicúlidos fueron procesadas de forma distinta, 
aunque similar. 
 
 En primer lugar, las 20 larvas de Neotrombicula autumnalis recogidas en la 
vegetación en Puerto Piqueras (Soria), tras su identificación, se rehidrataron mediante 
lavados sucesivos en etanol al 45%, 30% y agua ultrapura y se repartieron en dos grupos 
de 10 ejemplares cada uno. Los del primer grupo se fragmentaron sobre un vidrio de reloj 
utilizando unas pinzas (todo ello estéril). A los fragmentos se añadieron 100 µL de 
                                                 
2 Preparación de Chelex-100 (BIO-RAD) al 5%. Pesar 2,5 g de Chelex-100 y depositarlos en 25 mL de 
tampón acetato sódico 0,5 M. Agitar suavemente y sedimentar la resina mediante centrifugación a 2000 rpm 
durante 5 min. Desechar el sobrenadante y añadir 30 mL de agua ultrapura. Agitar y centrifugar de nuevo a 
2000 rpm durante 5 minutos. Desechar el sobrenadante y añadir agua ultrapura hasta un volumen total de 50 
mL. Esterilizar en autoclave y conservar a temperatura ambiente. 
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Chelex-100 al 5% y la mezcla se transfirió a un tubo de 1,5 mL. Los del segundo grupo se 
depositaron en un tubo de 1,5 mL y se almacenaron a -80 ºC. Cuando fue necesario extraer 
su ADN, los ejemplares se fragmentaron en el propio tubo mientras aun estaban 
congelados y a continuación se añadieron 100 µL de Chelex-100 al 5%. En ambos casos, 
el resto del proceso se llevó a cabo tal como se acaba de describir para las garrapatas. 
 
Por su parte, las 30 larvas de Neotrombicula spp. recogidas sobre ratones silvestres 
y almacenadas a -20 ºC también se fragmentaron con unas pinzas estériles en el interior 
del tubo mientras aun permanecían congeladas. En esas condiciones, la manipulación de 
los ácaros era la mínima, evitándose así pérdidas y contaminaciones de la muestra. A los 
fragmentos se añadieron 150 µL de Chelex-100 al 5% y el resto del proceso de extracción 
del ADN fue idéntico al de las muestras previas. 
  
3.3. Procesado de los piojos: Haematopinus suis 
 
Como ya se ha indicado, el objetivo principal de la recolección de ejemplares de H. 
suis fue el de utilizarlos como fuente de antígeno salival para la realización de pruebas 
serológicas (ELISA, pruebas cutáneas). Con el fin de extraer sus glándulas salivales (ver 
apartado II-2.1.), parte de los ejemplares comenzaron a ser diseccionados en una placa de 
Petri, mientras permanecían sumergidos en PBS (tampón fosfato 10 mM, pH 7,2 con NaCl 
146 mM), de manera que la hemolinfa y el resto de sus órganos internos se liberaban al 
medio. Cuando rutinariamente se examinó al microscopio este medio, se observó en él la 
presencia de espiroquetas. Con objeto de identificarlas por técnicas moleculares, las 
recuperamos a partir del PBS y llevamos a cabo la extracción de su ADN. Igualmente 
procedimos a la extracción del ADN de los ejemplares de H. suis que aún no habían sido 
diseccionados (tres lotes de 5 hembras, 5 machos y 5 ninfas) para comprobar si también 
eran portadores de estas espiroquetas. 
 
El PBS con el contenido interno de los ejemplares diseccionados se recogió con 
una pipeta en un tubo de 1,5 mL y se centrifugó (1 minuto a 500 rpm) para sedimentar los 
restos tisulares gruesos y los fragmentos de cutícula. El sobrenadante se transfirió a un 
nuevo tubo y se recentrifugó 5 minutos a 14.000 rpm para sedimentar las bacterias. El 
nuevo sobrenadante fue descartado y al sedimento se añadieron 100 µL de Chelex-100 al 
5%.  
 
Los tres lotes de ejemplares de H. suis aún vivos se descontaminaron en etanol al 
70%, se lavaron en agua Milli-Q estéril y se depositaron en 3 tubos de 1,5 mL. Dentro 
cada tubo se escindieron longitudinalmente con un bisturí estéril y se añadieron 500 µL 
Chelex-100 al 5% a cada uno. 
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4. TÉCNICAS GENERALES EMPLEADAS EN EL ANÁLISIS DE LAS 
MUESTRAS DE ADN PARA LA IDENTIFICACIÓN GENÉTICA DE LOS 
PATÓGENOS. 
 
 Con objeto de evitar reiteraciones en los siguientes apartados, se describen en éste 
un conjunto de técnicas de manipulación y análisis del ADN de uso común en los distintos 
procedimientos que hemos empleado para la detección específica de los patógenos. Nos 
referimos a la amplificación del ADN mediante la reacción en cadena de la polimerasa 
(PCR), al análisis electroforético de los amplicones, a la purificación y cuantificación del 
ADN amplificado, así como a su secuenciación y al análisis de las secuencias. 
 
4.1. Amplificación por PCR. 
 
 Se llevaron a cabo hasta 15 diferentes amplificaciones por PCR. La mayoría fueron 
PCRs estándar y sólo en un caso se utilizó la PCR en nido (nested-PCR). Las secuencias 
diana y las condiciones particulares de cada amplificación se indicarán en el 
correspondiente apartado. 
 
 Con el fin de evitar la contaminación de las muestras se extremaron las medidas de 
prevención, que en líneas generales consistieron en lo siguiente: (i), utilización constante 
de guantes y mascarilla, así como de material desechable estéril (tubos, puntas de pipeta 
con filtro, hojas de bisturí, etc.); (ii), descontaminación periódica del material no 
desechable (micropipetas, microfuga, cubetas de electroforesis, etc.) mediante su limpieza 
con etanol al 70% y posterior irradiación con luz UV; (iii), realización de cada una de las 
etapas del proceso (obtención de las muestras de ADN, preparación de las mezclas de 
reacción, incorporación del ADN molde a la mezcla, amplificación  y análisis 
electroforético) en áreas diferentes del laboratorio o en laboratorios distintos; y (iv), 
incorporación de controles, tanto en la extracción del ADN de las muestras como en cada 
reacción de amplificación. 
 
 La extracción del ADN de las muestras (descrita en el apartado anterior) se llevó a 
cabo, en el laboratorio general, en grupos de unas 18-24 muestras. Desde el principio de su 
procesamiento, cada 9-10 muestras problema se intercalaban controles negativos que 
consistieron en muestras sin ectoparásito (sólo Chelex-100 al 5%) o en garrapatas libres de 
patógenos (procedentes de un cultivo de laboratorio). 
 
La preparación de las mezclas de reacción y la incorporación final del ADN se 
llevaron a cabo en otro laboratorio, en una campana de flujo laminar dotada de luz 
ultravioleta (Bio4 FASTER, Italia). En cada conjunto de amplificaciones también se 
incluían controles negativos, en los que en la mezcla de reacción el ADN problema era 
sustituido por el mismo volumen de agua Milli-Q, así como controles positivos 
consistentes en ADN de una cepa de referencia del patógeno buscado en cada caso.  
 
Todas las amplificaciones se llevaron a cabo en un termociclador RoboCycler®  
Gradient 40 de STRATAGENE, utilizando tubos Thermowell™ de 500 µL (CORNING-
COSTAR). En cada tubo se recubrió la mezcla de reacción con 40 µL de aceite mineral 
(M-5904, SIGMA) para evitar su evaporación. 
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La enzima Taq-polimerasa (BIOTAQ™ DNA Polymerase), el tampón (10X NH4) 
y el MgCl2 fueron suministrados por BIOLINE (ref. BIO-21040); los dNTPs por Roche y 
la síntesis de los oligonucleótidos fue encargada a Pharmacia. 
4.2. Electroforesis en geles de agarosa teñidos con bromuro de etidio. 
 
Esta técnica se utilizó para verificar la presencia y el tamaño de los productos de 
cada amplificación y también para verificar el patrón de restricción enzimática de los 
amplicones cuando se utilizó la técnica del PCR-RFLP (Análisis del polimorfismo de los 
fragmentos de restricción) en la identificación de los patógenos. 
 
Los geles se prepararon con agarosa Wide Range/Standard 3:1 (A-7431, SIGMA®) 
disuelta en tampón TBE (Tris base 89 mM, ácido bórico 89 mM y EDTA 2 mM; pH 8,4). 
El bromuro de etidio al 0,005% se incorporaba a la mezcla antes de su gelificación. La 
concentración de los geles varió entre el 1,2% y el 2% dependiendo del tamaño del 
fragmento amplificado. En los análisis por RFLP la separación de los fragmentos de 
restricción exigió geles de concentración superior (4%).  
 
Las muestras (1/10 del volumen de la reacción de amplificación ó 1/5 del volumen 
de la reacción de restricción) se mezclaban en proporción 5:1 con tampón de carga 6X3. 
Como marcadores de tamaño molecular se utilizaron el MWM XIII y/o el MWM V de 
Roche. Las electroforesis se ejecutaron, en tampón TBE, utilizando las cubetas DNA 
Subcell™ (geles grandes) o DNA Mini Subcell™ (geles pequeños) de BIO-RAD. El 
voltaje se fijó entre 60 y 100 voltios durante 0,5-4 horas dependiendo de la concentración 
y tamaño del gel. 
 
Una vez resueltos, los geles fueron visualizados en un transiluminador de luz 
ultravioleta y fotografiados utilizando un sistema instantáneo con películas B/N 667 P de 
POLAROID®. 
 
4.3. Purificación y cuantificación del ADN amplificado.  
 
 Estas dos operaciones no se practicaron rutinariamente, sino sólo con los 
amplicones que requirieron ser secuenciados para su identificación específica. 
 
 La purificación de los productos de las PCRs se llevó a cabo utilizando un kit 
comercial (QIAquick™ PCR Purification Kit, QIAGEN) y el protocolo suministrado por 
el fabricante. El kit está diseñado para separar los fragmentos de ADN (desde 100 pb hasta 
10 kpb) obtenidos en las PCR y en otras reacciones enzimáticas de restos de 
oligonucleótidos, enzimas y sales. El protocolo seguido, al que se incorporaron ligeras 
modificaciones respecto del indicado por QUIAGEN, se detalla a continuación: 
 
1. Retirada del aceite mineral del tubo de PCR. No es estrictamente necesario pero 
se optó por hacerlo para facilitar los pasos posteriores. 
                                                 
3 Tampón de carga de muestras: 0,25% azul de bromofenol; 0,25% xylene cianol FF y 30% de glicerol en 
agua Milli-Q (Sambrook et al., 1989). 
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2. Adición y mezcla de 5 volúmenes de tampón PB4 por cada volumen de reacción 
de PCR. 
 
3. Unión del ADN a las columnas QIAquick: colocación de las columnas en tubos 
de 2 mL. Aplicación de las mezclas (ADN-tampón PB) a las columnas y 
centrifugación 30-60 segundos5. Desechado de los filtrados y reposición de las 
columnas en los tubos de 2 mL. 
 
4. Lavado: adición de 0,75 mL de tampón PE a cada columna y centrifugación 
durante 30-60 segundos. Desechado del filtrado, colocación de nuevo de las 
columnas en los tubos y centrifugación 1 minuto. 
 
5. Elución del ADN: colocación de las columnas en nuevos tubos de 1,5 mL. 
Adición de 30 µL de agua Milli-Q6 en el centro de la membrana de la columna. 
Incubación 1 minuto a temperatura ambiente y centrifugación durante 1 minuto. 
 
6. Recuperación del eluato (28 µL de ADN en agua), etiquetado y almacenaje del 
mismo a -20ºC. 
 
La concentración del ADN así purificado se estimó por espectrofotometría, 
midiendo la absorbancia de las muestras a 260 nm de acuerdo con el procedimiento 
indicado por Sambrook et al. (1989) según el cual cada unidad de absorbancia a 260 nm 
(A260) equivale aproximadamente a 50 µg/mL de ADN bicatenario, a 40 µg/mL de ARN o 
de ADN monocatenario o bien a 20 µg/mL de oligonucleótidos: 
 
 1 A260 = 50 µg/mL de ADN = 40 µg/mL de ARN = 20 µg/mL de oligo 
 
Para ello, de cada muestra se hicieron tres diluciones seriadas (1/250, 1/500 y 
1/1000) en agua Milli-Q partiendo de 2 µL de eluato. Las diluciones se prepararon en 
cubetas de cuarzo y su absorbancia se midió en un espectrofotómetro UV-1203 
(SHIMADZU, Europa, GmbH) frente a un blanco de agua Milli-Q. 
 
La concentración de ADN en cada dilución se calculó según la fórmula indicada a 
continuación y la de cada muestra se estimó como la media de la obtenida en las distintas 
diluciones: 
   





                                                 
4 Preparación de tampón PB: añadir 10 mL de etanol 96-100% al PB suministrado por el fabricante. 
 
5 Salvo que se especifique otra cosa, todas las centrifugaciones se hicieron en una microfuga a 13.000 rpm. 
 
6 En lugar de agua Milli-Q se puede eluir con tampón EB (Tris-ClH 10 mM, pH 8,5). El volumen 
recomendado del eluyente es 50 µL, pero pueden ser 30 µL si se desea una muestra más concentrada. 
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4.4. Secuenciación del ADN y análisis de las secuencias. 
 
La secuenciación de los fragmentos purificados se llevó a cabo en el Servicio de 
Secuenciación Automática de la Universidad de Salamanca con un secuenciador ABI 
Prism™ 377 de Perkin-Elmer Instruments®.  
 
De cada producto de PCR se secuenciaron ambas cadenas con los oligonucleótidos 
utilizados en su amplificación. La cantidad de ADN purificado requerido para la 
secuenciación (variable en función del tamaño del fragmento) se resuspendía en 5 µL de 
agua Milli-Q y se le añadían 3 µL (1 pmol/µL) del oligonucleótido correspondiente. Los 
viales (con 8 µL) se congelaban a –20 ºC y en esas condiciones se enviaban al servicio de 
secuenciación para su análisis. 
 
Las secuencias obtenidas se analizaron utilizando las aplicaciones informáticas 
DNASTAR (DNASTAR, Inc., Madison, Wisconsin, EEUU) y/o BioEdit v. 5.0.9 (Tom 
Hall, Department of Microbiology, North Carolina State University). Posteriormente se 
identificaron mediante su comparación con las depositadas en GenBank utilizando el 
programa BLASTN 2.0 (http://www.ncbi.nlm.nih.gov/BLAST/). 
 
 
5. DETECCIÓN MOLECULAR DE LOS PATÓGENOS PRESENTES EN LOS 
ECTOPARÁSITOS. 
 
 En este apartado se describen las particularidades de cada procedimiento (PCR, 
PCR en nido, PCR-RFLP, PCR-RLB, PCR-secuenciación) utilizado en la detección e 
identificación del ADN de los patógenos objeto de estudio: Borrelia burgdorferi sensu 
lato, Rickettsia spp., Anaplasma phagocytophila, Francisella tularensis y Borrelia 
recurrentis. Para cada patógeno o grupo de patógenos se indica, primero, la cepa utilizada 
como material de referencia y los procedimientos utilizados para extraer su ADN, el cual 
se utilizó en la optimización de las PCRs y como control positivo en cada lote de 
amplificaciones.  
 
5.1. Detección e identificación de Borrelia burgdorferi sensu lato y de sus 
genoespecies. 
 
5.1.1. Cepas de referencia. 
 
Se utilizaron tres cepas de referencia facilitadas en forma de cultivo líquido por el 
Dr. Pedro Anda, del Instituto de Salud Carlos III, Majadahonda (Madrid): B. burgdorferi 
sensu stricto (Esp-1), B. garinii (Rio1) y B. afzelii (PK0). 
 
5.1.2. Extracción del ADN de las cepas de referencia. 
 
Se emplearon 3 procedimientos distintos con objeto de evaluar, frente a 
procedimientos más laboriosos como la extracción fenólica, una extracción más sencilla 
que simplificara el trabajo y ofreciera unos resultados comparables. 
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* Extracción con fenol-cloroformo-alcohol isoamílico. 
 
1. Sedimentación de las bacterias: 300 µL de cada cultivo se centrifugaron a 
14.000 rpm durante 5 minutos. 
 
2. Lisis: los sedimentos se resuspendieron en 300 µL de tampón de lisis (Tris-HCl 
10mM, NaCl 10 mM, EDTA 25 mM, pH 8,0 con SDS al 0,5 %) y se incubaron 
a 50ºC durante 3 horas en presencia de 0,1 mg/ml de proteinasa K (Roche) en 
agitación suave y constante. 
 
3. Extracción del ADN: tras la lisis se añadió un volumen equivalente de fenol-
cloroformo-alcohol isoamílico (25:24:1), se mezcló por inversión del tubo 
repetidas veces y se incubó a temperatura ambiente durante 5 minutos. Tras 
centrifugar durante 10 minutos a 14.000 rpm se recuperó la fase acuosa y se 
transfirió a un tubo limpio. A continuación se re-extrajo con un volumen 
equivalente de cloroformo-isoamílico (24:1), se centrifugó igual que en el paso 
anterior y se recuperó de nuevo la fase acuosa. 
 
4.  Precipitación: se añadieron 0,5 volúmenes de acetato amónico 7,5 M, dos 
volúmenes de etanol 100% a -20ºC y se incubó 15 minutos a –20ºC. Tras 
centrifugar 10 minutos a máxima velocidad se desechó el sobrenadante y se 
lavó el sedimento con 1 mL de etanol 70% a -20ºC. A continuación, se decantó 
el etanol y se secó el sedimento al vacío durante 1 minuto aproximadamente. 
 
5. Finalmente, se resuspendió el sedimento en 100 µL de TE (Tris-HCl 10 mM, 
EDTA 1 mM, pH 8,0) y se almacenó a –20ºC. 
 
* Extracción en Chelex-100 al 5%. 
 
Un mL de cada suspensión bacteriana se centrifugó a 14.000 rpm durante 5 
minutos. Se retiró el sobrenadante y el sedimento se resuspendió en 500 µL de Chelex-100 
al 5%, incubándolo durante 15 minutos a 56-60ºC en agitación suave y constante. 
Posteriormente, se hirvió durante 10 minutos y se centrifugó de nuevo a 14.000 rpm 
durante 5 minutos. Los sobrenadantes se recuperaron y dividieron en alícuotas de 100 µL 
que se almacenaron a –20ºC hasta el momento de su utilización. 
 
* Hervido en agua Milli-Q. 
 
 Un mL de cada suspensión bacteriana se centrifugó a 14.000 rpm durante 5 
minutos. El sedimento se resuspendió en 500 µL de agua Milli-Q y se hirvió durante 10 
minutos. Tras centrifugar de nuevo a 14.000 rpm durante 5 minutos, los sobrenadantes se 
recuperaron, se alicuotaron y se almacenaron a –20ºC hasta el momento de su utilización. 
 
 Los mejores resultados en la optimización de las PCRs (utilizando las tres cepas 
anteriores como referencia) se obtuvieron con el ADN extraído con fenol y con el extraído 
en Chelex-100. Dado que el segundo método es más simple y rápido, en lo sucesivo, 
siempre que se necesitó preparar nuevo ADN de referencia, se utilizó dicho método. 
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5.1.3. Procedimientos basados en la PCR para la detección de ADN de Borrelia 
burgdorferi sensu lato y de sus genoespecies. 
 
 En la detección del ADN de B. burgdorferi sensu lato se utilizaron hasta 5 PCRs 
diferentes. Unas se utilizaron en el análisis sistemático de las muestras, con objeto de ver 
si eran o no portadoras de B. burgdorferi sensu lato (PCR1, PCR2 y PCR3); otras se 
utilizaron para la identificación de las genoespecies presentes en las muestras positivas 
(PCR3 y PCR4-RLB 5S-23S) y, finalmente, la PCR5-RLB 16S se utilizó sólo para 
confirmar la negatividad de algunas muestras que por los procedimientos anteriores 
ofrecieron resultados discordantes. Para cada procedimiento se detallan los cebadores, las 
mezclas de reacción y las condiciones de amplificación (temperatura, tiempo y número de 
ciclos). 
 
PCR 1 (PCR en nido). 
 
Está basado en la amplificación de la región intermedia del gen de la flagelina (fla) 
de Borrelia burgdorferi sensu lato. Se utilizaron los dos pares de cebadores y las 










(externo 1) AAGTAGAAAAAGTCTTAGTAAGAATGAAGGA 
fla2 




(interno 1) CACATATTCAGATGCAGACAGAGGTTCTA 
fla4 






Mezclas de reacción 
 


















dNTPs 200 µM/dNTP 
Tampón Taq 1X 
MgCl2 2,0 mM 
Cebador fla 1 1 µM 
Cebador fla 2 1 µM 
Taq-polimerasa 2,5 U 
ADN molde 5 µL 
Volumen final 50 µL 
Componentes Concentración 
dNTPs 200 µM/dNTP 
Tampón Taq  1X 
MgCl2 2,0 mM 
Cebador fla 3 1 µM 
Cebador fla 4 1 µM 
Taq-polimerasa 2,5 U 
ADN  (1ª amplificación) 5 µL 




 (minutos, min; segundos, s)
Nº de 
 ciclos 
94 1 min 1 
94 30 s 
55 1 min 
72 2 min 
35 
72 7 min 1 




La secuencia diana es el espaciador intergénico rrfA-rrlB (5S-23S) del ARN 
ribosómico de Borrelia burgdorferi sensu lato. Se utilizaron los cebadores y condiciones 








rrfA-rrlB (5S-23S) 226-266 
Postic et al. 
(1994) 
 
Mezcla de reacción   Condiciones de reacción 
 
Componentes Concentración 
dNTPs 200 µM/dNTP 
Tampón Taq 1X 
MgCl2 2.0 mM 
Cebador P1 1 µM 
Cebador P2 1 µM 
Taq-polimerasa 1.5 U 
ADN molde 5 µL 





Bajo este epígrafe se incluye un conjunto de cuatro reacciones basadas en la 
amplificación de diferentes regiones del gen ARNr 16S utilizando los cebadores descritos 
por Marconi & Garon (1992a, 1992b), que son los siguientes: un par de cebadores 
específicos para la detección de B. burgdorferi sensu lato (LD+/LD-) y tres pares de 
cebadores genoespecíficos para B. burgdorferi sensu stricto (BB+/BB-), B. garinii 




Genoespecie Cebador Secuencia de nucleótidos (5’-3’) Diana 







LD+ ATGCACACTTGGTGTTAACTA 819-842 
B. b.sensu lato 
LD- GACTTATCACCGGCAGTCTTA 1153-1173 
357 
BB+ GGGATGTAGCAATACATTC  74-92 
B. b. sensu stricto 
BB- ATATAGTTTCCAACATAGG  630-648 
574 
BG+ GGGATGTAGCAATACATCT  74-92 
B. garinii 
BG- ATATAGTTTCCAACATAGT  630-648 
574 
VS461+ GCATGCAAGTCAAACGGA  59-76 
B. afzelii 















(minutos, min; segundos, s) 
Nº de 
ciclos 
94 1 min 1 
94 1 min 
55 1 min 
72 2 min 
30 
72 7 min 1 
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Las condiciones en que se efectuaron las amplificaciones (concentración de 
reactivos, tiempos y temperaturas) fueron establecidas a partir de las utilizadas por 
Marconi y Garon (1992a, 1992b) y por otros autores (Marconi et al., 1994; Busch et al., 
1996; Shih et al., 1998; Liebisch et al., 1998) y tras realizar una serie de pruebas de 
optimización en las que se ensayaron diferentes concentraciones de MgCl2 (1,5  2,0 y 2,5 
mM), de Taq-polimerasa (1,5 2,0 y 2,5 U) y diferentes volúmenes finales de mezcla de 
reacción (50 µL y 100 µL). También se probaron distintas temperaturas de anillamiento 
(42ºC, 44ºC, 46ºC, 48ºC y 50ºC) y distinto número de ciclos de amplificación (25, 30, 35 y 
40). 
 
Dichas pruebas de optimización se llevaron a cabo utilizando las 3 cepas de 
referencia citadas en el apartado 5.1.1. como controles y las condiciones resultantes, las 
cuales se destinaron al análisis de las muestras, fueron las siguientes: 
 
Mezclas de reacción    Ciclos de amplificación 
 




































dNTPs 200 µM/dNTP 
Tampón Taq  1X 
MgCl2 1,5 mM 
Cebador LD+  1 µM 
Cebador LD- 1 µM 
Taq-polimerasa  2,5 U 
ADN molde 10 µL 




 (minutos, min; segundos, s) 
Nº de 
 ciclos 
94 1 min 1 
94 1 min 
47 30 s 
72 1 min 30 s 
35 
72 7 min 1 
Componentes Concentración 
dNTPs 200 µM/dNTP 
Tampón Taq  1X 
MgCl2 1,5 mM 
Cebador BB+  1 µM 
Cebador BB-  1 µM 
Taq-polimerasa 1,5 U 
ADN molde 5 µL 




 (minutos, min; segundos, s) 
Nº de 
 ciclos 
94 1 min 1 
94 1 min 
48 30 s 
72 1 min  
40 
72 7 min 1 
Componentes Concentración 
dNTPs 200 µM/dNTP 
Tampón Taq  1X 
MgCl2 1,5 mM 
Cebador BG+  1 µM 
Cebador BG-  1 µM 
Taq-polimerasa 1,5 U 
ADN molde 5 µL 




 (minutos, min; segundos, s) 
Nº de 
 ciclos 
94 1 min 1 
94 1 min 30 s 
48 1 min 
72 2 min  
40 
72 7 min 1 
Componentes Concentración 
dNTPs 200 µM/dNTP 
Tampón Taq  1X 
MgCl2 1,5 mM 
Cebador VS461+ 1 µM 
Cebador VS461-  1 µM 
Taq-polimerasa 1,5 U 
ADN molde 5 µL 




 (minutos, min; segundos, s) 
Nº de 
 ciclos 
94 1 min 1 
94 1 min  
47 30 s 
72 1 min 30 s  
35 
72 7 min 1 
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Las amplificaciones PCR1, PCR2 y PCR3 no se utilizaron simultáneamente en el 
análisis de todas las muestras para la detección de B. burgdorferi sensu lato. Por el 
contrario, la PCR1 (PCR en nido) fue utilizada desde el inicio del estudio (enero de 1997) 
hasta diciembre de 1998, fecha en la que se intentó sustituir por la PCR 2 por ser ésta más 
simple y plantear menos problemas de contaminación.  
 
Sin embargo, tras la aplicación de la PCR2 a varios lotes de muestras (previamente 
analizadas mediante la PCR1) comprobamos que su sensibilidad y repetitividad eran 
inferiores a los de la PCR1, incluso con las cepas de referencia, y, en consecuencia, 
abandonamos definitivamente la PCR2 sustituyéndola, a su vez, por la PCR3. 
 
Como acabamos de indicar, la PCR3 eran realmente 4 amplificaciones distintas, 
una para B. burgdorferi sensu lato y otras tres, específicas para cada una de las tres 
genoespecies antes señaladas. Pues bien, la primera de ellas (cebadores LD+/LD-, 
específicos para B. burgdorferi sensu lato) reprodujo fielmente los resultados de la PCR1, 
por lo que pasamos a utilizarla sistemáticamente para la detección de B. burgdorferi sensu 
lato en las muestras recogidas desde enero de 1999 hasta el final del estudio en junio de 
2002. Por su parte, las tres amplificaciones genoespecíficas, a pesar de funcionar 
correctamente con las cepas de referencia, ofrecieron unos resultados confusos 
(amplificaciones inespecíficas, falta de repetitividad, etc.) al aplicarlas a las muestras 
previamente detectadas como positivas para B. burgdorferi sensu lato mediante la PCR1 o 
la PCR3 (LD+/LD-). En consecuencia abandonamos su uso como método de identificación 




PCR 4: PCR-REVERSE LINE BLOT (RLB 5S-23S). 
 
Este procedimiento se empleó para la identificación de las 5 genoespecies de B. 
burgdorferi sensu lato descritas hasta la fecha en la Península Ibérica, es decir, no sólo de 
B. burgdorferi sensu stricto, B. garinii y B. afzelii (como pretendíamos mediante la 
PCR3), sino también de B. valaisiana y  B. lusitaniae.  
 
El procedimiento consistió en la amplificación de un fragmento del espaciador 
intergénico 5S-23S del ARNr de B. burgdorferi sensu lato (Schwartz et al., 1992) y en la 
posterior hibridación inversa de dicho fragmento con sondas específicas para cada 
genoespecie mediante la técnica del RLB (reverse line blot) descrita por Rijpkema et al. 
(1995). 
  
 Todo el procedimiento (tanto la PCR como el RLB) se llevó a cabo en las 
instalaciones del Servicio de Microbiología del Instituto de Salud Carlos III, 
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AMPLIFICACIÓN DE LA SECUENCIA DIANA. 
 
 En todas las amplificaciones para RLB, uno de los cebadores fue marcado con 
biotina para que los amplicones quedasen, a su vez, biotinilados y pudieran ser detectados 




Cebador Secuencia de nucleótidos (5’-3’) Diana 







23SN2 ACCATAGACTCTTATTACTTTGACCA  469-444 




225 Rijpkema et al. (1995) 
 










Las PCR se llevaron a cabo en un volumen final de 25 µL de “Ready to go™ PCR 
Beads” (Amersham Pharmacia Biotech), al que se añadió una cantidad adicional de 0,625 
U de Taq ADN polimerasa (Perkin Elmer). Como control positivo se utilizó ADN de B. 
japonica y como controles negativos tubos de reacción en los que el ADN molde era 
sustituido por agua Milli-Q. 
 
IDENTIFICACIÓN POR REVERSE LINE BLOT. 
 
Después de la amplificación del ADN, el producto obtenido se hibridó con una 
sonda general para todas las genoespecies de B. burgdorferi sensu lato y con las 5 sondas 
genoespecíficas (ver tabla a continuación). Como control positivo de hibridación se 
incluyó ADN de B. japonica. 
 
Sondas utilizadas en el RLB 
 
Genoespecie Sonda Secuencia de nucleótidos (5’-3’) 




B. burgdorferi s.l. SL a-CTTTGACCATATTTTTATCTTCCA 453-430 
B. burgdorferi s.s SS a-AACACCAATATTTAAAAAACATAA 322-299 
B. garinii GA a-AACATGAAGATCTAAAAACATAAA 322-298 
B. afzelii AF a-AACATTTAAAAAATAAATTCAAGG 305-278 
B. valaisiana VA a-CATTAAAAAAATATAAAAAATAAATTTAAGG 303-278 
Rijpkema 
et al. (1995)
B. lusitaniae LU a-TCTATTTTATTTTTTATATTTTTTT 363-339 Gil-Gil (2002) 
 
a- modificación amino en el extremo 5’ para facilitar la fijación a la membrana 
Componentes Concentración 
dNTPs 1 mM/dNTP 
Tampón Taq  10X 
MgCl2 2.5 mM 
Cebador 23SN2 5 pmol 
Cebador 5SCB  5 pmol 
Taq-polimerasa + 0.625 U 
ADN molde 5 µL 




 (minutos, min; segundos, s) 
Nº de 
 ciclos 
94 1 min 1 
94 30 s 
54 30 s 
72 1 min 
50 
72 5 min 1 




1. Activación de la membrana. El soporte utilizado para realizar la hibridación fue 
una membrana con carga negativa (Biodyne C®, Pall Europe) cortada con un 
tamaño de 15 cm x 15 cm que se incubaba en solución activadora (EDAC al 16%: 
1-etil-3-(3-dimetil-aminopropil) carbodiimida, SIGMA) a temperatura ambiente 
durante 15 minutos. Posteriormente se lavaba en agua Milli-Q y se secaba en papel 
de filtro. 
 
2. Aplicación de las sondas. La membrana activada se colocó en un miniblotter 
(Biometra®, Göttingen, Alemania); en cada canal de reacción se aplicaron 0,4 pmol 
de la sonda correspondiente diluida en 140 µL de tampón de sonda (NaHCO3 500 
mM, pH 8,4) y se incubó durante 10 minutos a temperatura ambiente. 
 
3. Inactivación de la membrana y fijación de las sondas. La membrana fue retirada 
del miniblotter e incubada 10 minutos a temperatura ambiente en solución 
inactivadora (NaOH 100 mM), lavada en agua Milli-Q, incubada de nuevo durante 
10 minutos a 56ºC en tampón 2x SSPE-SDS 0,1% (EDTA 2mM, NaCl 360mM, 
NaH2PO4.H2O 20mM pH 7,2 con SDS al 0,1%) y lavada finalmente en 2x SSPE, 
sin SDS, a temperatura ambiente. 
 
4. Aplicación de los productos de PCR e hibridación. La membrana se montó de 
nuevo en el miniblotter en un ángulo de 90º respecto de su posición anterior para 
que las sondas quedaran enfrentadas horizontalmente a todos los productos de 
PCR. Cada muestra (10 µL de producto de PCR) se diluyó en 140 µL de 2x SSPE-
0,1% SDS, se hirvió 10 minutos a 100ºC, se enfrió 1 minuto en hielo y se aplicó en 
el canal correspondiente. Seguidamente se incubó todo el conjunto en un horno de 
hibridación (Biometra®) a 48ºC con agitación durante una hora. 
 
5. Lavados. Con la membrana aún montada en el miniblotter, los canales de 
reacción se lavaron con 150 mL de tampón de lavado (2x SSPE-0,5% SDS). 
Posteriormente, una vez extraída la membrana y colocada sobre una placa de Petri 
de vidrio, se realizaron dos lavados adicionales de 10 minutos a 40º C con el 
mismo tampón. 
 
6. Estreptavidina-peroxidasa. A continuación se incubó a 40ºC durante 30 minutos 
en una solución de estreptavidina-peroxidasa (Roche Diagnostics GmbH) diluida 
1/4000 en tampón de lavado (2x SSPE-0,5% SDS). 
 
7. Lavados. Dos veces durante 5 minutos con 2x SSPE-0,5% SDS a 40ºC y una vez 
más con 2x SSPE durante 5 minutos a temperatura ambiente. Secado en papel de 
filtro. 
 
8. Incubación de la membrana con sustrato quimioluminiscente ECL (ECL 
Detection Reagents, Amersham Pharmacia Biotech) durante 1 minuto a 
temperatura ambiente. 
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9. Exposición de la membrana con placas radiográficas (Hiperfilm ECL, 




PCR 5: PCR-REVERSE LINE BLOT (RLB 16S). 
 
Por su sensibilidad 100 veces superior al RLB 5S-23S (Gil-Gil, 2002), este 
procedimiento se utilizó para confirmar la negatividad de las muestras no amplificadas 
mediante el RLB 5S-23S. 
 
El ensayo consistió en la amplificación de un fragmento del gen ARN 16S del 
género Borrelia spp. y en la posterior hibridación inversa del amplicón con una sonda 
específica para Borrelia spp. Los cebadores y la sonda fueron los diseñados por Gil-Gil 
(2002) y todo el procedimiento (tanto la PCR como el RLB) también se llevó a cabo en las 
instalaciones del Servicio de Microbiología del Instituto de Salud Carlos III, 














491 Gil-Gil (2002) 
 










Sonda para el RLB 
 
Sonda Secuencia de nucleótidos (5’-3’) Posición en el gen  16S Referencias 
Borrelia spp. a-GAGGAATAAGCTTTGTAGGAAATGACAA 443-470 Gil-Gil (2002) 
 









dNTPs 1 mM/dNTP 
Tampón Taq  10X 
MgCl2 2.5 mM 
Cebador 23SN2 5 pmol 
Cebador 5SCB  5 pmol 
Taq-polimerasa + 0.625 U 
ADN molde 5 µL 




 (minutos, min; segundos, s) 
Nº de 
 ciclos 
94 3 min 1 
94 10 s 
45 1 min 
72 1 min, 30 s 
50 
72 7 min 1 
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5.2. Detección e identificación de Anaplasma phagocytophila. 
 
5.2.1. Cepa de referencia. 
 
Como material de referencia para la optimización de las PCR y como control 
positivo en el análisis de las muestras se utilizó ADN purificado de un aislado de A. 
phagocyophila, que nos fue suministrado por la Dra. Marta Barral del Instituto NEIKER, 
Derio (Vizcaya). 
 
5.2.2. Procedimiento para la detección e identificación de ADN de A. phagocytophila. 
 
Se utilizó un procedimiento consistente en la amplificación por PCR de un 
pequeño fragmento del gen ARNr 16S. En algunas muestras, además, se secuenció el 
amplicón para confirmar su identidad. Los cebadores y el protocolo para esta PCR fueron 












GER 3 TAGATCCTTAACGGAAGGGCG 950-973 





Goodman et al. 
(1996); 
Chang et al. 
(1998) 
 

























dNTPs 200 µM/dNTP 
Tampón Taq  1X 
MgCl2 3.0 mM 
Cebador GER 3 25 pmol 
Cebador GER 4 25 pmol 
Taq-polimerasa 2,5 U 
ADN molde 5 µL 




(minutos, min; segundos, s) 
Nº de 
ciclos 
94 1 min 1 
94 1 min 
59 1 min 
72 1 min  
40 
72 7 min 1 
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5.3. Detección e identificación rickettsias. 
 
5.3.1. Cepa de referencia. 
 
Como material de referencia para la optimización de las PCRs y como control 
positivo en el análisis de las muestras se utilizó la cepa IF de Rickettsia conorii facilitada 
en forma de cultivo líquido por el Dr. Didier Raoult de la Universidad de Marsella, 
Francia. 
 
5.3.2. Extracción del ADN de la cepa de referencia. 
 
Tras la experiencia en la extracción del ADN de B. burgdorferi sensu lato, se 
emplearon con R. conorii los dos métodos que nos habían proporcionado unos mejores 
resultados, es decir, la extracción fenólica y el hervido en Chelex-100. Para ello se 
siguieron exactamente los protocolos descritos en el apartado 5.1.2. Ambos protocolos nos 
proporcionaron idénticos resultados, de modo que en posteriores extracciones de ADN 
control se utilizó el hervido en Chelex-100 por su mayor simplicidad y rapidez. 
 
5.3.3. Procedimientos basados en la PCR para la detección e identificación rickettsias. 
 
 Se utilizaron dos métodos de PCR que denominamos PCR1 y PCR2. Al principio 
de nuestro estudio, la detección de rickettsias en las garrapatas se llevó a cabo analizando 
todas las muestras mediante la PCR1 para ver si eran o no portadoras de ADN del género 
Rickettsia. Las muestras positivas se reanalizaban entonces mediante la PCR2  para 
comprobar si el ADN pertenecía a rickettsias del grupo de las fiebres botonosas (SFG, 
“spotted fever group”). Finalmente, la identificación específica se efectuaba mediante el 
análisis de los fragmentos de restricción de los amplicones de ambas PCR tras su digestión 
con varias endonucleasas. 
 
Lo laborioso del proceder que acabamos de señalar y la aparición de patrones de 
restricción distintos de los descritos en la bibliografía, que dificultaban la identificación de 
las especies, hicieron aconsejable un cambio de estrategia para lograr dicha identificación. 
El cambio consistió en la sustitución del análisis de restricción por la secuenciación de los 
amplicones para comparar sus secuencias con las registradas en las bases de datos, tal con 
se indica en los apartados 4.3. y 4.4. 
 
 
PCR1 (para la detección de ADN del género Rickettsia). 
 
 Se basó en la amplificación de un fragmento amino terminal (380-397 pb) del gen 
de la citrato sintasa gltA- utilizando los cebadores diseñados por Regnery et al. (1991) a 
partir del gen de la citrato sintasa de R. prowazekii (Wood et al., 1987). Las mezclas y 
condiciones de reacción fueron las descritas por Regnery et al. (1991), salvo la cantidad de 









Cebador Secuencia de nucleótidos (5’-3’) Diana Fragmento amplificado (pb) Referencia 
RpCS.877p GGGGGCCTGCTCACGGCGG 
RpCS.1258n ATTGCAAAAAGTACAGTGAACA 
gen gtlA 380-397 Regnery et al. (1991) 
 













PCR2 (para la detección de ADN de rickettsias del grupo de la fiebres botonosas). 
 
Se basó en la amplificación de un fragmento de 629-632 pb del extremo 5’ del gen 
rOmpA utilizando lo cebadores descritos por Regnery et al. (1991) y Roux et al. (1996). 
Las mezclas de reacción y las condiciones de la misma fueron las utilizadas por Roux et 




Cebador Secuencia de nucleótidos (5’-3’) Diana Fragmento amplificado (pb) Referencia 
Rr190.70p ATGGCGAATATTTCTCCAAAA Regnery et al. (1991) 
Rr190.701n GTTCCGTTAATGGCAGCATCT 
gen 
rOmpA 629-632 Roux et al. 
(1996) 
 
















dNTPs 200 µM/dNTP 
Tampón Taq  10X 
MgCl2 1.5 mM 
Cebador RpCS.877p 10 pmol 
Cebador RpCS.1285n 10 pmol 
Taq-polimerasa 1.25 U 
ADN molde 10 µL 




 (minutos, min; segundos, s) 
Nº de 
 ciclos 
95 1 min 1 
95 20 s 
48 30 s 
60 2 min 
35 
72 7 min 1 
Componentes Concentración 
dNTPs 200 µM/dNTP 
Tampon Taq  10X 
MgCl2 1.5 mM 
Cebador Rr190.70p 10 pmol 
Cebador Rr190.701n 10 pmol 
Taq-polimerasa] 1.25 U 
ADN molde 10 µL 




 (minutos, min; segundos, s) 
Nº de 
 ciclos 
95 3 min 1 
95 20 s 
46 20 s 
63 1 min 
35 
72 7 min 1 
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RFLP para la identificación específica de rickettsias. 
 
 Los amplicones obtenidos en la PCR1 (cebadores RpCS.877p/RpCS.1258n) se 
sometieron a digestión enzimática con la endonucleasa AluI y los obtenidos en la PCR2 
(cebadores Rr190.70p/Rr190.701n) con las endonucleasas AluI, RsaI y PstI (Roche). 
 
 
Todas las digestiones se llevaron a cabo incubando 23,5 µL de la mezcla de 
amplificación con 2,8 µL de tampón de enzima (SuRE/Cut™ Buffers for Restriction 
Endonucleases*, Roche; ver tabla a continuación) y con 20 U de la endonucleasa 
correspondiente durante 3 horas a 37ºC, según el protocolo descrito por Roux et al. (1996). 
 
 
Endonucleasa Tampón utilizado (100% de actividad) 
Amplicón sometido  
a digestión (pb) Secuencia de corte 
AluI A 380-397 629-632 AG/CT 
PstI H 629-632 CTGCA/G 
RsaI L 629-632 GT/AC 
 
 
 Los productos de las digestiones se resolvieron mediante electroforesis en geles de 
agarosa según el procedimiento general descrito en el apartado 4.2. y los patrones de 




5.4. Detección e identificación de Francisella tularensis. 
 
5.4.1. Cepa de referencia. 
 
Como material de referencia se utilizó un aislado de F. tularensis subsp. 
palaearctica que nos fue suministrado en forma de suspensión bacteriana por el Dr. 
Francisco García Peña, del Dto. de Bacteriología del Laboratorio de Sanidad y Producción 
Animal de Algete, Madrid. 
 
5.4.2. Extracción del ADN de la cepa de referencia. 
 
 Se utilizaron dos procedimientos, la extracción fenólica y el hervido en Chelex-
100, siguiendo exactamente los protocolos descritos en el apartado 5.1.2. Ambos 
proporcionaron idénticos resultados en la optimización de las PCRs, por lo que el ADN 
obtenido por los dos métodos se usó indistintamente como control positivo en el análisis 
de las muestras. Cuando se agotó, las siguientes extracciones de ADN de referencia se 
llevaron a cabo mediante el hervido en Chelex-100. 
 
5.4.3. Procedimientos para la detección de F. tularensis. 
 
 Se ensayaron dos PCRs diferentes: 




Se basa en la amplificación de parte del gen que codifica a la lipoproteína TUL4 
(17 kDa) de la membrana de F. tularensis. Se utilizaron los cebadores y condiciones 
descritas por Sjöstedt et al. (1997). Esta PCR, además de las subespecies europeas, 
también amplifica la Norteamericana F. tularensis subesp. tularensis, altamente virulenta 
(Sjöstedt et al., loc. cit.). 
Cebadores 
Cebadores Secuencia de nucleótidos (5´- 3´) Fragmento amplificado (pb) Referencia 
TUL4-435 GCTGTATCATCATTTAATAAACTGCTG 
TUL4-863 TTGGGAAGCTTGTATCATGGCACT 
428 Sjöstedt et al. (1997) 
 












Se basa en la amplificación de otro fragmento del gen de la lipoproteína de la 
membrana de F. tularensis que codifica un epítopo T previsiblemente implicado en la 
generación de respuestas protectoras (Sjöstedt et al., 1990). Se utilizaron los cebadores y 
la condiciones de reacción descritos por Junhui et al. (1996). 
 
Cebadores 
Cebadores Secuencia de nucleótidos (5´- 3´) Fragmento amplificado (pb) Referencia 
P1 TAGGATCCCATTAGCTGTCCACTTACC 
P2 TGGCGAGTGATACTGCTTG 
568 Junhui et al., (1996) 
 










Durante la optimización de estos dos procedimientos, los mejores resultados los 
proporcionó el primero (PCR1), por ello éste fue el utilizado de forma rutinaria para el 
análisis de las muestras. 
 
Componentes Concentración 
dNTPs 200 µM/dNTP 
Tampón Taq  10X 
MgCl2 3,0 mM 
Cebador TUL4-435 0,6 µM 
Cebador TUL4-863 0,6 µM 
Taq-polimerasa 1 U 
ADN molde 2,5 µL 




(minutos, min; segundos, s) Nº de ciclos 
94 1 min 1 
94 30 s 
65 1 min 
72 1 min  
30 
72 7 min 1 
Componentes Concentración 
dNTPs 50 µM/dNTP 
Tampon Taq 10X 
MgCl2 1.5 mM 
Cebador P1 100 pmol 
Cebador P2 100 pmol 
Taq-polimerasa 1 U 
ADN molde 2.5 µL 




(minutos, min; segundos, s) Nº de ciclos 
97 2 min 1 
94 1 min 
55 1 min 
75 1 min  
35 
75 10 min 1 
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5.5. PCR para la detección de ADN de Borrelia recurrentis. 
 
 Se llevó a cabo utilizando los cebadores y condiciones descritos por Raoult et al. 
(1998). Esta PCR se aplicó exclusivamente a las muestras de Haematopinus suis en las 
que se había detectado por microscopia la presencia de espiroquetas, para estudiar si tales 








 ARNr 16S 
Raoult et al. 
(1998) 
 













dNTPs 200 µM/dNTP 
Tampón Taq  10X 
MgCl2 1,5 mM 
Cebador Bf1 5 pmol 
Cebador Br1 5 pmol 
Taq-polimerasa 0,75 U 
ADN molde 5 µL 




 (minutos, min; segundos, s) 
Nº de 
 ciclos 
95 1 min 1 
95 20 s 
55 30 s 
72 1 min 
40 
72 7 min 1 









 En este apartado se señalan primero las especies de ectoparásitos a partir de las 
cuales se obtuvieron antígenos salivales, a continuación se describen los procedimientos 
para la preparación y desglicosilación de dichos antígenos y, por último, se detallan las 




1. ECTOPARÁSITOS UTILIZADOS COMO FUENTE DE ANTÍGENO SALIVAL. 
 
Las especies de ixódidos frente a las que se buscaron anticuerpos en los sueros de 
las personas fueron las seis aparentemente más abundantes (Encinas Grandes, 1986)  y/o 
antropofílicas en Castilla y León: Dermacentor marginatus, Ixodes ricinus, Hyalomma 
marginatum, Rhipicephalus bursa, R. turanicus y R. sanguineus.  
 
Junto a estos seis ixódidos, se incluyeron además dos especies de argásidos: 
Ornithodoros erraticus y O. moubata. El primero por ser el argásido más representativo en 
Castilla y León y el segundo como control negativo, puesto que, al ser una especie 
exclusivamente africana, es muy improbable que los habitantes de nuestra comunidad 
tengan anticuerpos frente a sus proteínas salivales.  
 
Por último, también se buscaron anticuerpos frente a las proteínas salivales de 
Haematopinus suis (un piojo específico del cerdo) en el suero de un paciente que sufrió 
varios choques anafilácticos de origen desconocido, en un intento por averiguar la causa 
de dicha anafilaxia (ver apartado I.-1.3. de este capítulo). 
 
Los ejemplares de ixódidos empleados en la preparación de antígenos salivales 
fueron los capturados sobre animales y remitidos a nuestro laboratorio para su 
identificación (apartado I-1.2.), excepto los procedentes de liebres, conejos y zorros, cuyo 
destino fue el análisis por PCR para la detección de patógenos. En ocasiones también se 
emplearon como fuente de antígeno ejemplares de ixódidos capturados por nosotros 
mismos sobre animales domésticos y/o sobre la vegetación. Los argásidos (O. erraticus y 
O. moubata) procedían de nuestros cultivos de laboratorio, donde los ejemplares se 
mantienen en una cámara de simulación ambiental (28 ºC, 85% de HR y 16-8 horas de 
luz/oscuridad) y se alimentan periódicamente (cada 2-3 meses) sobre conejos. Los 
ejemplares de H. suis se capturaron a partir de los cerdos durante una visita a la 
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2. OBTENCIÓN DE LOS EXTRACTOS SOLUBLES DE LAS GLÁNDULAS 
SALIVALES (“SALIVARY GLAND EXTRACT-2”, SGE-2). 
 
2.1. Obtención de los SGE-2 en estado nativo. 
 
 La obtención de estos extractos antigénicos fue, en esencia, idéntica para todas las 
especies.  
 
El extracto salival se obtenía de lotes de unos 50 a 100 ejemplares por lote. Los 
lotes de ixódidos se prepararon preferentemente con hembras, ya que, por el mayor 
tamaño de sus glándulas salivales, el proceso era más fácil y proporcionaba mayores 
rendimientos de proteína salival. En ausencia o escasez de hembras se recurría a los 
machos y ninfas. Dado que la composición proteica de la saliva de los ixódidos varía a lo 
largo de la toma de sangre (McSwain et al., 1982; Sanders et al., 1996), para asegurarnos 
la presencia de todos los antígenos salivales en los extractos, se incluyeron en los lotes 
ejemplares en todos los posibles grados de alimentación.  
 
Los lotes de argásidos contenían ejemplares adultos de ambos sexos en igual 
proporción (50 machos y 50 hembras), en este caso en ayunas, pues en estas especies la 
composición de la saliva no varía durante la toma de sangre (Baranda et al., 1997; Lane et 
al., 1999). Finalmente, el extracto de H. suis se preparó a partir de 35 hembras, 35 machos 
y 27 ninfas. 
 
 El procedimiento de elaboración del SGE-2 de cada especie fue como se describe a 
continuación: 
 
1. Extracción de las glándulas salivales en tampón fosfato salino (PBS) a 4ºC y 
depósito de las mismas en un tubo con PBS mantenido en baño de hielo. 
 
2. Lavado de las glándulas con nuevo PBS, tres veces, dejándolas finalmente 
suspendidas en 2 mL de PBS. 
 
3. Liberación al medio del contenido soluble de las células salivales por rotura de 
las mismas mediante cinco ciclos de congelación/descongelación (-20/20 ºC). 
 
4. Centrifugación, 2 minutos a 1000 rpm, para sedimentar los restos glandulares y 
recuperación del sobrenadante.  
 
5. Filtrado del sobrenadante a través de una membrana de 0,2 µm de tamaño de 
poro (ACRODISC 0,2 µm, ref. 4192) para retirar el material particulado que 
pudiese haber pasado al mismo (fragmentos de tráqueas, etc.). Recuperación del 
filtrado (que es ya lo que denominamos SGE-2). 
 
6. Determinación de la concentración proteica del SGE-2 mediante el método de 
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2.2. Desglicosilación de los SGE-2 con metaperiodato sódico. 
 
En ocasiones se llevaron a cabo ELISAs y Western blots sobre antígenos 
previamente desglicosilados con metaperiodato sódico (NaIO4). La desglicosilación se 
realizó tras fijar los antígenos a placas de ELISA o tras separarlos por electroforesis y 
transferirlos a membranas de nitrocelulosa (ver más adelante). En ambos casos el 
procedimiento seguido fue el descrito por Woodward et al. (1985), que se describe a 
continuación, incluyendo algunas pequeñas modificaciones (ver Oleaga-Pérez et al., 
1994). 
 
1. Lavado de las placas de ELISA o de las membranas de nitrocelulosa con 
tampón acetato 50 mM pH 4,5 durante 2 minutos a temperatura ambiente. 
 
2. Incubación con metaperiodato sódico 10 mM en tampón acetato, 2 horas a 4ºC 
en oscuridad. 
 
3. Lavado con tampón acetato, igual que en el paso 1. 
 
4. Lavado con PBS, durante 5 minutos, a temperatura ambiente. 
 
5. Postincubación con glicina al 1%, en PBS, 1 hora a 4 ºC. 
 
6. Lavado con PBS, igual que en el paso 4. 
 
Tras este tratamiento, las placas y las membranas con antígenos desglicosilados 
fueron postapizadas con albúmina de suero bovino (BSA) y empleadas según los 
procedimientos habituales que se describen en el siguiente apartado. 
 
Para descartar que las diferencias en la reactividad observadas sobre un mismo 
antígeno, antes y después de la desglicosilación, se debieran a posibles efectos de los 
tampones de desglicosilación, todas las pruebas de ELISA y Western blot que incluían 
antígenos desglicosilados se realizaron por triplicado: sobre el antígeno nativo, sobre el 





Los sueros problema incluidos en este estudio fueron todos ellos obtenidos de 
personas para las que se tenía la certeza de que habían sido picadas por garrapatas pero 
para las que se desconocía la especie implicada. Estas muestras de suero nos fueron 
remitidas desde diferentes centros de salud de la comunidad autónoma junto con una ficha 
en la que se recogían los datos identificativos del personal sanitario remitente (nombre, 
dirección y teléfono del centro de salud), los correspondientes a la muestra (clave, fecha de 
obtención y lugar de procedencia) y los relativos al paciente (nombre, edad, sexo y 
profesión). 
 
Como controles negativos se utilizaron sueros de varias personas que nunca habían 
sido picadas por garrapatas. 
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4. TÉCNICAS SEROLÓGICAS (ELISA y Western blot). 
 
4.1. ELISA indirecto para la detección de IgM, IgG e IgE. 
 
Salvo que se especifique otra cosa, los sueros se analizaron siempre por duplicado 
(cada suero en dos pocillos), a una dilución entre 1/10 y 1/50 según el isotipo de los 
anticuerpos buscados (IgM, IgG o IgE). El nivel de cada isotipo se valoró en función de la 
densidad óptica dada por los sueros a la dilución correspondiente. 
 
El protocolo básico del ELISA indirecto fue el siguiente: 
 
1. Tapizado de las placas (SIGMA ref. M-4034) con 100 µL/pocillo del antígeno (1 
µg/100 µL) diluido en tampón carbonato (CO3Na2 15 mM, CO3HNa 34 mM, pH 
9,6), durante 16 horas a 4 oC, o durante 1 hora a 37 oC. 
 
2. Lavado de las placas con 200 µL/pocillo de PBS con Tween-20 al 0,05% 
(TPBS), 5 minutos a temperatura ambiente, 3 veces.  
 
 3. Desglicosilación (OPCIONAL) según lo descrito antes en el apartado 2.2. 
 
4. Post-tapizado con 100 µL/pocillo de BSA al 1% en PBS, 1 hora a 37 oC. 
 
 5. Lavado como en el paso 2. 
 
6. Incubación con 100 µL/pocillo del suero diluido en tampón diluyente (BSA al 
0,5% en TPBS), 1 hora a 37 oC. Dilución 1/50 para las IgG e IgM y dilución 1/10 – 
1/20 para las IgE. 
 
 7. Lavado como en el paso 2. 
 
8. Incubación con 100 µL/pocillo de la anti-inmunoglobulina apropiada marcada 
con peroxidasa (PO) M y diluida en TPBS, 1 hora a 37 ºC:  
 
 anti-IgG-PO (SIGMA, A-8419) 1/4000 
 anti-IgM-PO (SIGMA, A-8650) 1/4000 
 anti-IgE-PO (SIGMA, A-9667) 1/500 
 
 9. Lavado como en el paso 2. 
 
10. Revelado. Incubación durante 10 minutos y en oscuridad, con 100 µL/pocillo 
de solución sustrato:  
  
30 mg OPD (orto-fenilen-diamina, SIGMA P-1526)  
  50 mL de tampón OPD pH 5 (25mM ácido cítrico + 25mM Na2HPO4·12 H2O) 
  20 µL de H2O2 33% 
 
11. Parada de la reacción por adición de 100 µL/pocillo de H2SO4 3N 
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12. Lectura de la densidad óptica, a 492 nm, en un espectrofotómetro STL-
LABINSTRUMENTS, EAR 400 FT, con escala de resultados de 0 a 3. 
 
 
 El nivel de anticuerpos de cada suero se expresó como la densidad óptica (DO) de 
dicho suero a una dilución fija: 1/50 para IgG e IgM y 1/20 para IgE. El suero se 
consideraba positivo cuando su DO superaba el umbral correspondiente. Dicho umbral se 
calculó, para cada combinación de antígeno e isotipo de anticuerpos, en función de la DO 
obtenida con los sueros control negativos aplicando la siguiente fórmula: 
 
Umbral = DO media + 3 x Desviación estándar 
 
4.2. Western blot. 
 
Este análisis se realizó siempre siguiendo los mismos pasos: SDS-PAGE, 
electrotransferencia a nitrocelulosa e inmunodetección. 
  
4.2.1. ELECTROFORESIS EN GEL DE POLIACRILAMIDA CON 
DODECILSULFATO SÓDICO (SDS-PAGE). 
 
 Esta técnica se llevó a cabo tanto en minigeles de 5 x 9 cm como en geles grandes, 
de 19 x 15 cm. La utilización de unos u otros geles dependió de la disponibilidad de los 
reactivos (antígenos y sueros). 
 
Las electroforesis se realizaron utilizando un sistema discontinuo de geles similar 
al descrito por Laemmli (1970). La concentración del gel de carga fue del 5% y la del gel 
separador un gradiente del 5-20%. Inmediatamente antes de ser cargadas, las muestras se 
hirvieron durante cinco minutos en tampón desnaturalizante (31,25 mM TRIS-HCl pH 6,8, 
SDS al 2%, glicerina al 10% y 2-mercaptoetanol al 5%). La cantidad de proteína cargada 
fue de 50 µg por cada 5 mm de gel, en geles de 15 x 19 cm, y de 5 µg por cada 5 mm, en 
los minigeles. Junto con la muestra se incluyó en cada gel, como referencia para la 
valoración de los pesos moleculares, una mezcla de proteínas preteñidas (BRL, ref. 26041-
020) tratadas de igual modo que el resto de las muestras. Las electroforesis en geles 
grandes se ejecutaron a 70 mA por gel durante tres horas, o bien, a 12 mA durante toda la 
noche. Los minigeles se resolvieron a 30 mA en unos 30 minutos. 
 
Tras la electroforesis los geles fueron, en unos casos, inmediatamente teñidos con 
azul de coomassie y/o nitrato de plata siguiendo los protocolos descritos por Morrissey 
(1981); en otros, fueron transferidos a nitrocelulosa para la realización de Western blots. 
 
4.2.2. ELECTROTRANSFERENCIA.  
 
Se procedió de acuerdo con las indicaciones de Towbin et al. (1979), pero 
utilizando un tampón de transferencia desprovisto de metanol (glicina 192 mM, TRIS 25 
mM, pH 8,3). La transferencia se realizó a 60 voltios durante tres horas para los geles 
grandes y durante una hora para los minigeles, en ambos casos con refrigeración 
constante. 
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4.2.3. INMUNODETECCIÓN.  
 
La identificación de los antígenos resueltos en SDS-PAGE y electrotransferidos a 
nitrocelulosa se realizó del modo siguiente. 
 
1. Equilibrado de las membranas recién transferidas en PBS durante 10 minutos a 
temperatura ambiente. En los casos que lo requirieron, las membranas fueron 
cortadas en tiras verticales de 4 mm de ancho para su posterior procesamiento 
individual. 
 
 2. Desglicosilación (OPCIONAL) según lo descrito antes en el apartado 2.2. 
 
3. Post-tapizado con BSA al 1,5% en PBS durante 30 minutos a temperatura 
ambiente. 
 
4. Lavados, 2 de 15 minutos a temperatura ambiente, en TPBS. 
 
5. Incubación con el suero correspondiente, diluido en tampón diluyente (BSA al 
0,5% en TPBS), 1 hora a 37 ºC. Dilución 1/50 para las IgG e IgM y dilución 1/10 – 
1/20 para las IgE. 
 
 6. Lavados como en el paso 4. 
 
7. Incubación con la anti-inmunoglobulina apropiada en cada caso, diluida en 
TPBS, 1 hora a 37 ºC:  
 
 anti-IgG-PO (SIGMA, A-8419) 1/4000 
 anti-IgM-PO (SIGMA, A-8650) 1/4000 
 anti-IgE-PO (SIGMA, A-9667) 1/500 
 
 8. Lavados como en el paso 3. 
 
 9. Incubación con solución substrato: 
 
80% PBS, 20% metanol, 0,05% 4-cloro-1-naftol y 0,02% H2O2 
 
 10. Parada de la reacción con agua destilada. 
 
 
5. ANÁLISIS DE FIJACIÓN DE LECTINAS. 
 
 Con objeto de identificar las glicoproteínas presentes en los SGE-2 de las especies 
en estudio y caracterizar el tipo de cadenas hidrocarbonadas que pudieran contener, todos 
estos SGE-2 fueron resueltos en SDS-PAGE (minigeles), electrotransferidos a membranas 
de nitrocelulosa e incubados con 8 lectinas diferentes. Salvo excepciones las lectinas 
estaban marcadas con digoxigenina, de modo que la unión lectina-glicoproteína se 
visualizó utilizando un anticuerpo anti-digoxigenina marcado con fosfatasa alcalina. Las 
excepciones  fueron BS-IB4 y UEA-I, que estaban marcadas con peroxidasa, de modo que 
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su unión a las glicoproteínas se visualizó utilizando el mismo sustrato que el descrito en el 
punto anterior para el Western blot. 
 
 Las lectinas utilizadas, con sus correspondientes especificidades se detallan en la 
tabla siguiente: 
 
Lectina Fuente Especificidad Enlace Marcaje Proveedor 
GNA Galantus nivalis Man α (1-3,6,2) Man N-glicosídico digoxigenina Roche 
SNA Sambucus nigra Sia α (2-6) Gal/GalNAc N-glicosídico digoxigenina Roche 
MAA Maackia amurensis Sia α (2-3) Gal O-glicosídico digoxigenina Roche 
PNA Arachis hypogea Gal β (1-3) GalNAc O-glicosídico digoxigenina Roche 




ConA Canavalia ensiformis 










BS-IB4 Bandeirea simplicifolia Gal α (1-3) Gal N-glicosídico peroxidasa SIGMA 
UEA-I Ulex europaeus α-L-Fuc N-glicosídico peroxidasa SIGMA 
 
 
 Salvo BS-IB4 (SIGMA, L-8146) y UEA-I (SIGMA, L-5391), el resto de los 
reactivos fueron adquiridos en forma de kit comercial: DIG Glycan Differentiation Kit, 
cat. Nº 12102389 de Roche. 
 
 El protocolo seguido en la realización de estos ensayos fue el suministrado por el 
fabricante que, adaptado para membranas de nitrocelulosa de unos 9 x 6 cm, es el que se 
describe a continuación,  
 
1. Saturación de los sitios libres de unión de la nitrocelulosa, tras la 
electrotransferencia de los SGE-2, con 20 mL  de solución de bloqueo, 30 
minutos a temperatura ambiente. 
 
2. Lavados: 2 de 10 minutos con 50 mL de TBS (Tris-HCl 50 mM, NaCl 100 
mM, pH 7,5) a temperatura ambiente más uno de 10 minutos con 50 mL de 
tampón 1 (TBS con MgCl2 1 mM y CaCl2 1 mM) a temperatura ambiente. 
 
3. Incubación con las distintas lectinas: 1 hora a temperatura ambiente con 10 mL 
de tampón 1 + la correspondiente lectina: 
 
Lectina volumen 
GNA 10 µL 
SNA 10 µL 
MAA 50 µL 
DSA 10 µL 
PNA 100 µL 
ConA 100 µL 
BS-IB4 50 µL 
UEA-I 50 µL 
 
4. Lavados: 3 de 10 minutos con 50 mL de TBS a temperatura ambiente. 
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5. Incubación con 10 µL de anti-digoxigenina-fosfatasa alcalina en 10 mL de 
TBS, 1 hora a temperatura ambiente. 
 
6. Lavados: como en el punto 4 
 
7. Incubación con solución substrato a temperatura ambiente: 
 
10 mL de tampón 2 (Tris-HCl 100 mM, MgCl2 50 mM, NaCl 100 mM, pH 9,5) 
50 µL de NTB (4-nitroblue tetrazolium chloride al /,7% en dimetilformamida al 70%) 
37,5 µL de X-fosfato (5-bromo-4-cloro-3-indolil fostato al 5% en dimetilformamida) 
 
 8. Parada de la reacción con agua destilada. 
 
 
 Cuando se utilizaron BS-IB4 y UEA-I, ambas marcadas con peroxidasa (PO), tras 
tres lavados similares a los del punto 4, se incubó con 10 mL de solución substrato para 





























A. GARRAPATAS QUE PICAN A LAS PERSONAS EN CASTILLA Y LEÓN. 
 
 Desde enero de 1997 hasta junio de 2002 se han recogido e identificado un total de 
3059 ejemplares de garrapatas a partir de 2717 personas. El 88,8% de las personas 
afectadas estaban parasitadas por una sola garrapata y el 11,2% restante por dos o más 
(siempre de la misma especie), llegando en el caso más extremo hasta los 22 ejemplares 
(ninfas de I. ricinus). Como promedio, cada persona fue portadora de 1,13 ejemplares de 
garrapata. 
 
1. Distribución de las garrapatas por especies, fases evolutivas y grado de 
alimentación. 
 
 1.1. Especies. 
 
 Las 3059 garrapatas pertenecían a 15 especies distintas: 14 ixódidos y un único 
argásido (Argas reflexus) (Figura 1). Con amplia diferencia, la especie más abundante fue 
Ixodes ricinus, de la que se identificaron 1320 ejemplares, lo que representa el 43,2% de 
todas las garrapatas analizadas. Le siguieron en abundancia Rhipicephalus bursa (13,9%), 
Dermacentor marginatus (11,6%), Rhipicephalus turanicus (10,8%) e Hyalomma 
marginatum (10,9%). Por último, las especies menos frecuentes fueron Haemaphysalis 
punctata (3,5%), Rhipicephalus sanguineus (3,3%), Dermacentor reticulatus (1,9%), 
Hyalomma lusitanicum (0,85%), Ixodes hexagonus (0,16%), Argas reflexus (0,14%), 
Haemaphysalis inermis (0,06%), Ixodes canisuga (0,06%), Ixodes ventalloi (0,03%) y 






















Ir Rb Dm Rt Hm Hp Rs Dr Hl Ih Ar Hi Ic Iv Rp
especies  
Figura 1. Nº de ejemplares de cada una de las 15 especies de garrapatas retiradas a 2717 personas en 
Castilla y León desde enero de 1997 hasta junio de 2002. Ir, I. ricinus; Rb, R. bursa; Dm, D. 
marginatus; Rt, R. turanicus; Hm, H. marginatum; Hp, H. punctata; Rs, R. sanguineus; Dr, D. 
reticulatus; Hl, H.  lusitanicum; Ih, I. hexagonus; Ar, A. reflexus; Hi, H. inermis; Ic, I. canisuga; Iv, I. 
ventalloi; Rp, R. pusillus. 
 
Es preciso indicar que durante los años 1997 a 2000, en la identificación 
morfológica de los ejemplares no se distinguió (o se hizo de forma muy esporádica) entre 
las especies pertenecientes al complejo R. sanguineus, esto es, entre R. sanguineus y R. 
turanicus. Tal distinción sí se llevó a cabo de una forma sistemática en los años 2001 y 
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2002, comprobándose que la proporción R. turanicus / R. sanguineus era 76,3% / 23,7% y 
que esta proporción se mantuvo estable durante esos dos años. Dicha estabilidad permitió 
hacer una estimación teórica retrospectiva del número de ejemplares de cada una de estas 
dos especies recogidos durante todo este estudio. Para ello se aplicó la proporción anterior 
al total de ejemplares capturados del complejo R. sanguineus (432 ejemplares). El 
resultado de este cálculo fue 330 R. turanicus y 103 R. sanguineus y es el que aparece en la 
figura 1.  
 
En el resto de las tablas y figuras no se ha practicado dicho cálculo, de modo que, 
salvo que se especifique otra cosa, los datos se ofrecen de la siguiente manera: “complejo 
R. sanguineus”, son los ejemplares de R. sanguineus + R. turanicus recogidos durante 
1997-2000; “R. sanguineus”, son ejemplares de esta especie (en sentido estricto) 
capturados en 2001-2002 y “R. turanicus ”, son los ejemplares de esta especie, también en 
sentido estricto, capturados en 2001-2002. 
 
1.2. Fases evolutivas. 
 
 Todas las fases evolutivas de las garrapatas picaron a las personas (Tabla I), si bien 
las fases que lo hicieron con mayor frecuencia fueron las hembras (44,5%), seguidas por 
los machos (24,5%) y las ninfas (24%); la fase notablemente más escasa fueron las larvas 
(7%). En paralelo con lo anterior cabe señalar que se identificaron hembras de 14 especies 
distintas, machos y ninfas de 10 especies y larvas sólo de 3 especies (Tabla I). 
 
Cuando se analizó cada especie por separado, la tendencia anterior (hembras > 
machos > ninfas > larvas) cambió para algunas de ellas y así tenemos que en I. ricinus la 
fase más antropofílica fueron la ninfas (633 de 1320 ejemplares), que en H. lusitanicum las 
ninfas y los adultos picaron con similar frecuencia y que en I. canisuga fueron las larvas 
junto con las hembras las fases más antropofílicas. En definitiva, y salvo para I. ricinus, 
cabe afirmar que aparentemente (ver discusión) los adultos, y en especial las hembras, 
picaron a las personas con mayor frecuencia que los que los inmaduros. 
 
Tabla I. Nº de ejemplares de cada especie y fase evolutiva retirados a las personas a lo largo de 
los seis años de muestreo y porcentaje de los alimentados (% A). ND, no determinado. 
complejo Rs = R. sanguineus + R. turanicus. 
 
 Larvas % A Ninfas % A Machos % A Hembras % A Total Total sin machos % A 
I. ricinus 211  33,6% 633 43% 7 ND 469 57% 1320 1313 46,6% 
R. bursa     183 ND 242 33,1% 425 242 33,1% 
D. marginatus   10 90% 114 ND 230 61,7% 354 240 62,9% 
H. marginatum   2 100% 224 ND 98 20% 324 100 22% 
complejo Rs 1 0% 54 72% 77 ND 124 35,5% 256 179 48,1% 
R. turanicus   1 100% 66 ND 68 25% 135 69 26,1% 
H. punctata   3 33% 33 ND 70 70% 106 73 67,1% 
D. reticulatus     31 ND 29 24% 60 29 24,1% 
R. sanguineus   19 62% 8 ND 14 38,5% 41 33 41,5% 
H. lusitanicum   8 62% 7 ND 8 12,5% 23 16 37,5% 
I. hexagonus   1 100% 1 ND 3 66% 5 4 75% 
A. reflexus   1 0%   3 0% 4 4 0% 
H. inermis       2 0% 2 2 0% 
I. canisuga 1 0%     1 100% 2 2 50% 
I. ventalloi   1 0%     1 1 0% 
R. pusillus       1 100% 1 1 100% 
Total 213 33,3% 733 47,2% 751 ND 1362 46,8% 3059 2308 35% 
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1.3. Proporción de larvas, ninfas y hembras alimentadas. 
 
El grado de alimentación (GA) de las larvas, ninfas y hembras en el momento de 
ser retiradas se estimó de forma aproximada, por simple observación macroscópica, y se le 
adjudicó un valor arbitrario entre 0 y 4 conforme al siguiente criterio: 
 
Grado de alimentación GA Tiempo postfijación aproximado 
no alimentado (plano) 0 < 24 horas 
ligeramente alimentado 1 24-72 horas 
medianamente alimentado 2 72 horas-6 días 
casi repleto 3 6-7 días 
repleto 4 > 7 días 
 
 Esta estimación no se practicó con los machos (751 ejemplares). 
 
 En el momento de ser retiradas, el 44% de las 2308 larvas, ninfas y hembras 
estaban parcial o totalmente alimentados (GA = 1-4). El resto (56%) aún estaban sin 
alimentar y presentaban aspecto plano (GA = 0), lo cual significa que el 56% de ellas 
fueron retiradas en las primeras 24 horas postfijación, antes de que comenzasen a tomar 
sangre. 
 
Por especies, el porcentaje de las alimentadas varió sensiblemente de unas a otras 
(Tabla I). Teniendo en cuenta sólo las 9 especies más abundantes (que son aquellas de las 
que se capturó un número de ejemplares suficientemente alto como para obtener datos 
fiables, Tabla II), las que presentaron un mayor porcentaje de ejemplares alimentados 
fueron H. punctata y D. marginatus (> 60%), seguidas por el complejo R. sanguineus, I. 
ricinus y R. sanguineus sensu stricto (>40%) y, por último, las que mostraron un número 
más bajo de ejemplares alimentados fueron H. lusitanicum, R. bursa, R. turanicus sensu 
stricto, D. reticulatus e H. marginatum (entre el 37,5% y el 22%). 
 
 Por fases evolutivas, y sin tener en cuenta la especie, los resultados muestran que de 
las larvas sólo estaban alimentadas una tercera parte (33,3%), mientras que de las ninfas 
(47,2%) y las hembras (46,6%) estaban alimentadas prácticamente la mitad. 
 
1.4. Grado de alimentación de las larvas, ninfas y hembras. 
 
 En cuanto al grado de alimentación alcanzado por los ejemplares alimentados (1070 
garrapatas), cabe afirmar que en conjunto fue bajo (GA = 1,6) puesto que la mayoría de 
ellos (el 64,5%) sólo estaban ligeramente alimentados (GA = 1), un 19,5% lo estaban 
medianamente (GA = 2) y sólo un 16% estaban repletos o casi repletos (GA = 3-4). 
 
Cuando el GA se examinó por especies, en las 9 más abundantes (que son las 
únicas consideradas en este cálculo) se encontraron ejemplares en todos los posibles grados 
de alimentación desde 1 a 4, pero cuando se calculó el GA promedio para cada especie 
apenas se registraron diferencias entre unas especies y otras (Tabla II). 
 
Por el contrario, al calcular el GA promedio para cada fase evolutiva (y sin tener en 
cuenta la especie) sí que se observaron diferencias entre fases, aunque éstas diferencias no 
fueron estadísticamente significativas.  
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Las ninfas y las hembras presentaban todos los posibles grados de alimentación, 
mientras que las larvas estaban sólo ligera o medianamente alimentadas. 
Consecuentemente, el GA promedio más alto fue el de las ninfas (1,73±1,11) seguido por 
el de las hembras (1,54±0,78) y el de las larvas (1,20±0,35). 
 
Tabla II. Porcentaje global de larvas, ninfas y hembras alimentadas (% A) y 
grado de alimentación promedio (GA) para las nueve especies más abundantes. 
complejo Rs = R. sanguineus + R. turanicus 
 
 Nº L+N+H % A GA (media±DE) 
I. ricinus 1317 46,6% 1,62±0,66 
R. bursa 425 33,1% 1,53±0,73 
D. marginatus 354 62,9% 1,75±0,93 
complejo Rs 256 48,1% 1,68±0,88 
H. marginatum 324 22% 1,49±0,99 
R. turanicus 135 26,1% 1,52±1,03 
H. punctata 106 67% 1,71±0,87 
R. sanguineus 41 41,5% 1,70±0,96 
D. reticulatus 60 24,1% 1,60±0,69 






2. Distribución temporal. 
 
 2.1. Número de ejemplares/año: variación interanual. 
 
 Los 3059 ejemplares de garrapatas se distribuyeron de forma bastante regular a lo 
largo de los 6 años del muestreo, recogiéndose cada año un número similar: por término 
medio, unos 528,8 ± 51 ejemplares/año (Tabla III).  
 
A pesar de la regularidad aludida, es preciso señalar también que se registró una 
tendencia creciente en el número anual de ejemplares recogidos, que se tradujo en un 
incremento de prácticamente el 20% entre 1997 y 2001 (desde 454 hasta 564 
ejemplares/año). 
 
Aunque durante el año 2002 el número de ejemplares reseñados es menor (415), 
esta cifra corresponde sólo a los 6 primeros meses de ese año, que fueron los incluidos en 
la presente tesis. Por este motivo conviene indicar que de julio de 2002 en adelante se 
siguieron recibiendo muestras de garrapatas y que a 31 de octubre de 2002 (momento en 
que se redactó el presente capítulo) el número total de ejemplares capturados durante el 
año 2002 alcanzaba ya los 582, en concordancia con la tendencia anual creciente antes 
señalada. 
 
En líneas generales, la regularidad en el número de capturas anuales también se 
observó para cada especie y cada fase evolutiva por separado (Tabla III, Figuras 2 y 3), por 
lo que se puede afirmar que durante todo el periodo estudiado hubo pocas variaciones 
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interanuales y que las personas fueron parasitadas cada año por un número más o menos 





















I. ricinus R. bursa D. marginatus H. marginatum
R.sanguineus H. punctata Totales
 
 
Figura 2. Nº de ejemplares de las 6 especies más frecuentes capturados anualmente entre 
1997 y 2001. Se omite el 2002 por no ser un año completo. R. sanguineus = complejo R. 
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Figura 3. Nº de ejemplares de cada fase evolutiva capturados anualmente entre 1997 
y 2001 para el total de las 15 especies. Se omite el 2002 por no ser un año completo. 





Tabla III. Nº de ejemplares de cada especie y fase evolutiva recogidos anualmente. 
complejo Rs  = R. sanguineus + R. turanicus 
 
  1997 1998 1999 2000 2001 2002 Total 1997-2002 
Larvas 56 42 67 13 22 11 211 
Ninfas 82 90 138 134 88 101 633 
Machos  4 2 1   7 
Hembras 53 88 85 74 92 77 469 
I.  ricinus 
Total 191 224 292 222 202 189 1320 
Machos 27 15 33 49 37 22 183 
Hembras 34 30 47 53 63 15 242 R.  bursa 
Total 61 45 80 102 100 37 425 
Ninfas 1  2 5 2  10 
Machos 28 21 14 22 15 14 114 
Hembras 51 46 27 38 45 23 230 
D.  marginatus 
Total 80 67 43 65 62 37 354 
Ninfas     2  2 
Machos 26 33 37 39 48 41 224 
Hembras 15 16 15 17 24 11 98 
H. marginatum 
Total 41 49 52 56 74 52 324 
Larvas   1    1 
Ninfas 5 19 17 13   54 
Machos 21 19 13 24   77 
Hembras 26 14 35 49   124 
complejo Rs 
Total 52 52 66 86   256 
Ninfas     1  1 
Machos   2 1 32 31 66 
Hembras     39 29 68 
R. turanicus 
Total   2 1 72 60 135 
Ninfas   1  1 1 3 
Machos 4 4 4 7 2 12 33 
Hembras 12 12 22 8 8 8 70 
H. punctata 
Total 16 16 27 15 11 21 106 
Machos 6 9 9 3 2 2 31 
Hembras 2 12 5 4 4 2 29 D.  reticulatus 
Total 8 21 14 7 6 4 60 
Ninfas     16 3 19 
Machos     6 2 8 
Hembras     9 5 14 
R.  sanguineus 
Total     31 10 41 
Ninfas 3  4  1  8 
Machos   1 2 2 2 7 
Hembras 1 2 2 3   8 
H.  lusitanicum 
Total 4 2 7 5 3 2 23 
Ninfas    1   1 
Machos  1     1 
Hembras    1  2 3 
I. hexagonus 
Total  1  2  2 5 
Ninfas  1     1 
Hembras 1 1  1   3 A. reflexus 
Total 1 2  1   4 
Hembras    1 1  2 H. inermis 
Total    1 1  2 
Larvas     1  1 
Hembras     1  1 I. canisuga 
Total     2  2 
Ninfas  1     1 I. ventalloi 
Total  1     1 
Hembras      1 1 R. pusillus 
Total      1 1 
Larvas 56 42 68 13 23 11 213 
Ninfas 91 111 162 153 111 105 733 
Machos 112 106 115 148 144 126 751 
Hembras 195 221 238 249 286 173 1362 
Total ejemplares 




2.2. Distribución mensual: nº de ejemplares por mes y variación estacional. 
 
 En la tabla IV se ofrece el promedio mensual por especies (y dentro de cada especie 
por fases evolutivas) del número de ejemplares recogidos sobre personas a lo largo de los 
seis años del presente estudio.  
 
Aunque en todos los meses del año se registraron parasitismos humanos por 
garrapatas, la mayor parte de estos parasitismos se produjeron durante los meses de abril a 
agosto, alcanzando el máximo en junio y julio. De septiembre a marzo el número de 




Tabla IV (Primera parte). Nº de ejemplares de cada especie y fase evolutiva recogidos 
mensualmente. Media ± DE de 6 años consecutivos para los meses de enero a junio (1997-2002) y de 
5 años consecutivos para los meses de julio a diciembre (1997-2001). complejo Rs = R. sanguineus + 
R. turanicus 
 
1997-2002 1997-2001  
  
Ene Feb Mar Abr May Jun Jul Ago Sep Oct Nov Dic Promedioanual 
Larvas     1,7±1,5 6,7±3,9 14±8, 9,6±8,4 4±6 3,8±3,2 0,4±0,8  40±20 
Ninfas 0,2±0,3 0,5±0,7 3,3±2,8 5,2±4,6 17,7±5 34±17 34±12 7,8±4,4 3±1,4 6,8±2,6 2±1  106,4±24 
Machos  0,3±0,7   0,2±0,4 0,2±0,4 0,4±0,4    0,4±0,8 0,2±0,4 1,4±1,5 
Hembras 5,8±5 5±3 12,7±7 10±3,5 8±3 5,8±2,3 3,6±1,3 2±1 2±1 11,6±7 13,2±4 5,8±1,4 78,4±14 
Ixodes 
ricinus 
Todas 6±5 5,8±3,5 16±8 14,3±7,8 27,5±6,3 46±22 52,6±17 19,4±13 9±5 22,2±12 16±0,5 6±1,4 226±35 
Machos    0,3±0,5 4,2±2,4 16,7±7 11±3,4 0,2±0,4     32,2±11 
Hembras    1±1 2±1,1 13±4 23,8±8,8 5,2±1 0,2±0,4    45,4±12 Rhipicephalus bursa 
Todas 0 0 0 1,3±1,3 6,2±3,4 29,3±10 24,4±14 4,4±2,4 0,2±0,4 0 0 0 57,6±3 
Ninfas       0,8±0,4 1±1,5 0,2±0,4    2±1,6 
Machos  1,2±0,9 2,3±1,7 4,8±2,4 2,7±2,5 0,3±0,4 0,4±0,5 0,8±0,8 2,2±1 4±1,4 2,8±1,9 1,2±1 20±5 
Hembras 0,8±0,7 3,2±2,5 2,7±1,1 6,3±2,3 6,7±3,4 2,7±3,1 0,8±1,2 0 2,8±2,4 8,2±1,2 5,6±3,4 2±1,7 41,4±8,3 
Dermacentor 
marginatus 
Todas 0,8±0,7 4, ±3,3 5±2,2 9,5±4,3 9,3±4,9 2,9±3 1,8±0,7 1,8±2,2 5,2±3,4 12,2±1,7 8,4±5,2 3±2,6 63,4±12 
Ninfas       0,4±0,8      0,4±0,8 
Machos   0,7±1,1 2,5±1,4 6,5±2 15,3±7 12±3,7 2,2±1,2 0,2±0,4 0,2±0,4 0,2±0,4  36,6±7,2 
Hembras    0,2±0,4 1,8±0,9 6,3±3 7,4±1,8 1,6±1 0,6±0,8    17,4±3,3 
Hyalomma 
marginatum 
Todas 0 0 0,7±1,1 2,7±1,5 8,3±2,2 21,7±9,5 19,8±5,4 3,8±1 0,8±0,8 0,2±0,4 0,2±0,4 0 54,4±11 
Larvas        0,2±0,4     0,2±0,4 
Ninfas      1,3±0,7 1±0,9 5±3 3±2,3  0,2±0,4  9±4,9 
Machos 0,2±0,3  0,5±0,7 2±2,14 5,2±3,7 4,2±4 0,8±0,4 0,4±0,5     12,6±6,4 
Hembras 0,2±0,3  0,2±0,4 2,2±2 6,5±6,3 9,5±7 3,6±1,6 0,6±0,8 0,2±0,4    20,6±14 
complejo Rs 
Todas 0,3±0,4 0 0,7±0,7 3,8±4,9 11,5±8,5 14,5±10 4,8 ±2,3 6±2,6 3,2±2,4 0 0,2±0,3 0 42,7±32 
Ninfas     0,2±0,4 0,2±0,4  0,2±0,4     0,4±0,5 
Machos  0,2±0,4 0,2±0,4 0,3±0,5 2±1,9 0,8±1   0,4±0,8 1±1,2 0,4±0,5 0,2±0,4 4,2±1,6 
Hembras  0 0,5±0,5 1,7±1,1 3,5±1,4 4±3 1,8±1,8   1,2±1,2 0,2±0,4  12,4±5,1 
Haemaphysalis  
punctata 
Todas 0 0,2±0,4 0,7±0,7 2±1,5 5,3±1,8 5±4 1,8±1,8 0,2±0,4 0,4±0,8 2,2±2,2 0,6±0,5 0,2±0,4 17±5,3 
Ninfas        0,2±0,4     0,2±0,4 
Machos   0,8±1,4 3±4,2 4,8±6,8 1,7±2,9 0,2±0,4    0,2±0,4  11±12 
Hembras    2,2±3,6 3,9±6 5,2±7,6 0,2±0,4      11,5±15 
Rhipicephalus  
turanicus 
Todas 0 0 0,8±1,4 5,5±7,5 8,7±12 6,9±10 0,4±0,8 0,2±0,4 0 0 0,2±0,4 0 22,8±31 
Ninfas      1±1,4  1,6±3,2 0,8±1,6  0,2±0,4  3,2±5,9 
Machos    0,7±1,5 0,2±0,4 0,5±0,8       1,7±2,1 
Hembras    0,3±0,5 0,8±1,2 0,5±0,7 0,6±1,2 0,2±0,4     2,3±3,5 
Rhipicephalus  
sanguineus 
Todas    1±1,8 1±1,4 2±2,8 0,6±1,2 1,8±3,6 0,8±1,6  0,2±0,4  6,8±11 
Machos 0,3±0,4 0,8±0,7 0,5±0,7 1±1,1 0,7±0,5    0,6±0,8 0,8±1,6 0,2±0,4 0,6±0,5 5,8±2,9 
Hembras 1±1,4 0,2±0,4 0,3±0,4 0,7±0,5 0,5±0,7 0,8±0,7    0,6±0,8 1±1,2 0,2±0,4 5,4±3,4 Dermacentor reticulatus 
Todas 1,3±1,7 1±0,8 0,8±0,6 1,7±1,3 1,2±0,7 0,8±0,7 0 0 0,6±0,8 1,4±2,3 1±1,1 0,8±0,7 11,2±5,6 
Ninfas        1±1,2 0,6±0,8    1,6±1,6 
Machos    0,2±0,4 0,2±0,4 0,8±0,4 0,4±0,5      1,4±0,8 
Hembras      0,2±0,4 0,4±0,5 0,4±0,5  0,2±0,4   1,2±1,2 
Hyalomma 
 lusitanicum 




Tabla IV (Segunda parte). Nº de ejemplares de cada especie y fase evolutiva recogidos 
mensualmente. Media ± DE de 6 años consecutivos para los meses de enero a junio (1997-2002) y de 
5 años consecutivos para los meses de julio a diciembre (1997-2001). 
 
1997-2002 1997-2001  
  
Ene Feb Mar Abr May Jun Jul Ago Sep Oct Nov Dic Promedioanual 
Ninfas       0,2±0,4      0,2±0,4 
Hembras      0,4±0,7  0,2±0,4  0,2±0,4   0,4±0,5 Ixodes hexagonus 
Todas 0 0 0 0 0 0,4±0,7 0,2±0,4 0,2±0,4 0 0,2±0,4 0 0 0,6±0,8 
Ninfas  0,2±0,4           0,2±0,4 
Hembras  0,3±0,5          0,2±0,4 0,6±0,4 Argas  reflexus 
Todas 0 0,5±0,7 0 0 0 0 0 0 0 0 0 0,2±0,4 0,8±0,7 
Machos   0,2±0,4          0,2±0,4 
Hembras    0,2±0,4         0,2±0,4 Haemaphysalis  inermis 
Todas 0 0 0,2±0,4 0,2±0,4 0 0 0 0 0 0 0 0 0,4±0,5 
Larvas        0,2±0,4     0,2±0,4 
Hembras          0,2±0,4   0,2±0,4 Ixodes canisuga 
Todas 0 0 0 0 0 0 0 0,2±0,4 0 0,2±0,4 0 0 0,4±0,8 
Larvas     0,2±0,4        0,2±0,4 Ixodes 
ventalloi Todas 0 0 0 0 0,2±0,4 0 0 0 0 0 0 0 0,2±0,4 
Hembras      0,2±0,4       0,2±0,4 Rhipicephalus 
 pusillus Todas 0 0 0 0 0 0,2±0,4 0 0 0 0 0 0 0,2±0,4 
Todas las especies  y fases 
evolutivas 8,5±6,4 11,8±7,8 24,8±11 42,2±18,3 79,3±9,6 130,5±40 117,6±17 40,4±17 20,8±7,8 38,8±13 26,8±8,7 10,2±3,6 528,8±51
 
 
 La distribución mensual por especies varió sensiblemente de unas a otras, como se 
puede ver en la propia tabla IV y, de forma más simple, en las figuras 4 a 13, en las cuales 
se han representado los datos correspondientes a las 9 especies más frecuentemente 
identificadas (las recogidas en la primera parte de la tabla IV). 
 
 En I. ricinus, que fue la especie responsable de casi la mitad de las picaduras, se 
observaron dos patrones de distribución distintos (Figura 4): el de los inmaduros, 
fundamentalmente ninfas, que picaron al final de la primavera y durante el verano, y el de 
los adultos, casi exclusivamente hembras, que lo hicieron en primavera y en otoño. 
 
 Un patrón similar al anterior se aprecia con D. marginatus y D. reticulatus (Figuras 
6 y 12), especies de las que se identificaron casi únicamente adultos. Los ejemplares 
recogidos fueron machos y hembras en similar proporción y en ambas especies mostraron 
dos picos anuales de máxima actividad: uno en primavera y otro en otoño.  
 
 En cuanto a H. marginatum y las tres especies del género Rhipicephalus spp. todas 
ellas mostraron un comportamiento similar entre sí (Figuras 5, 7, 8, 10 y 11). A las 
personas les picaron fundamentalmente adultos de ambos sexos y lo hicieron durante el 
final de la primavera (mayo-junio) en el caso del complejo R. sanguineus y a comienzos de 
verano (junio-julio) en el caso de R. bursa y de H. marginatum. Los escasos parasitismos 
por inmaduros de estas especies (ninfas de R. sanguineus) se produjeron a finales del 
verano (agosto-septiembre). 
 
 Por último, Haemaphysalis punctata e Hyalomma lusitanicum (Figuras 9 y 13)  
mostraron un patrón similar entre sí y no muy distinto de los de las especies anteriores. En 
estas dos especies las fases más antropofílicas fueron los adultos, que picaron en primavera 























Larvas Ninfas Machos Hembras
 
 
Figura 4. I. ricinus. Nº medio de ejemplares de cada fase evolutiva recogidos 


















Larvas Ninfas Machos Hembras
 
 
Figura 5. R. bursa. Nº medio de ejemplares de cada fase evolutiva recogidos 


















Larvas Ninfas Machos Hembras
 
 
Figura 6. D. marginatus. Nº medio de ejemplares de cada fase evolutiva recogidos 























Larvas Ninfas Machos Hembras
 
 
Figura 7. H. marginatum. Nº medio de ejemplares de cada fase evolutiva 




















Larvas Ninfas Machos Hembras
 
 
Figura 8. Complejo R. sanguineus. Nº medio de ejemplares de cada fase 



















Larvas Ninfas Machos Hembras
 
 
Figura 9. H. punctata. Nº medio de ejemplares de cada fase evolutiva recogidos 





















Larvas Ninfas Machos Hembras
 
 
Figura 10. R. turanicus. Nº medio de ejemplares de cada fase evolutiva 

















Larvas Ninfas Machos Hembras
 
 
Figura 11. R. sanguineus. Nº medio de ejemplares de cada fase evolutiva 

















Larvas Ninfas Machos Hembras
 
 
Figura 12. D. reticulatus. Nº medio de ejemplares de cada fase evolutiva 


















Larvas Ninfas Machos Hembras
 
 
Figura 13. H. lusitanicum. Nº medio de ejemplares de cada fase evolutiva 
recogidos mensualmente desde 1997 a 2002. 
 
 
3. Distribución geográfica. 
 
3.1. Número total de ejemplares por provincia. 
 
 Aunque en las 9 provincias de la comunidad autónoma se recogieron garrapatas, el 
número de las procedentes de cada una de las provincias fue muy desigual (Figura 14). 
Prácticamente dos tercios de estos ejemplares se recogieron en Ávila (893 ejemplares) y 
Burgos (945 ejemplares). Las siguientes provincias con un mayor número de capturas 
fueron Salamanca (440), Palencia (232) y Soria (204) y, finalmente, las provincias en las 
























Ávila Burgos León Palencia Salamanca Segovia Soria Valladolid Zamora
 
 







3.2. Número de especies por provincia. 
 
 En cada provincia se identificó un número relativamente alto de especies de 
garrapatas (Tabla V). Las provincias con mayor variedad de especies fueron Ávila, 
Burgos, Palencia y Soria (10 especies), seguidas por Salamanca y León con 8 y 7 especies 
respectivamente. Las provincias donde se identificó un menor número de especies fueron 
Segovia, Valladolid y Zamora (6). 
 
De las 15 especies identificadas en toda la comunidad, dos de ellas (D. marginatus 
y R. turanicus) se encontraron en todas las provincias y otras cuatro faltaron sólo en una 
provincia o dos (I. ricinus en Zamora, R. bursa en Valladolid, H. marginatum en León y 
Palencia y R. sanguineus en Segovia y Soria). 
 
Por su parte, las nueve especies restantes sólo se hallaron en unas pocas provincias 
que, además, fueron distintas para cada especie (Tabla V). 
 
 
Tabla V. Nº total de ejemplares de cada especie identificados en cada provincia. En rojo se destaca la 
especie más abundante en dicha provincia. Entre paréntesis porcentaje de los ejemplares de cada 
especie respecto al total de ejemplares por provincia. complejo Rs = R. sanguineus + R. turanicus. 
 
 Ávila Burgos León Palencia Salamanca Segovia Soria Valladolid Zamora Total 
308 724 40 125 56 21 31 15  I. ricinus 
(43%) (77%) (37%) (54%) (13%) (53%) (15%) (18%)  1320 
155 24 3 1 208 5 22  7 R. bursa 
(17%) (2,5%) (2,8%) (0,4%) (47%) (12%) (11%)  (6,2%) 425 
43 67 39 31 21 6 97 33 17 D. marginatus 
(4,8%) (7%) (38%) (13%) (4,8%) (15%) (47%) (40%) (15%) 354 
173 2   76 4 21 3 45 H. marginatum 
(19%) (0,2%)   (17%) (10%) (10%) (3,6%) (40%) 324 
115 16 9 30 52 2 3 14 15 complejo Rs 
(13%) (1,7%) (8,3%) (13%) (12%) (5%) (1,5%) (17%) (13%) 256 
2 66 5 8 2  23   H. punctata 
(0,2%) (7%) (4,6%) (3,4%) (0,5%)  (11%)   106 
59 8 10 10 13 2 3 11 19 R. turanicus 
(6,6%) (0,8%)  (9%) (4,3%) (3%) (0,5%) (1,5%) (13%) (17%) 135 
19 3 1 4 8   5 1 R. sanguineus 
(2%) (0,3%) (0,9%) (1,7%) (1,8%)   (6%) (0,9%) 41 
 32  18   1  9 D. reticulatus 
 (3,3%)  (7,8%)   (0,5%)  (8%) 60 
17   1 4  1   H. lusitanicum 
(1,9%)   (0,5%) (0,9%)  (0,5%)   23 
      2 2  A. reflexus 
      (1%) (2,4%)  4 
1  2 2      I. hexagonus 
(0,1%)  (1,8%) (0,9%)      5 
 2        H. inermis 
 (0,2%)        2 
   2      I. canisuga 
   (0,9%)      2 
 1        I. ventalloi 
 (0,1%)        1 
1         R. pusillus 
(0,1%)         1 
TOTAL 893 945 109 232 440 40 204 83 113 3059 
Resultados 
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 En Ávila, Burgos, León, Palencia y Segovia la especie más abundante fue, con 
diferencia, I. ricinus. En el resto de las provincias, las especies más abundantes fueron R. 
bursa en Salamanca, D. marginatus en Soria y Valladolid y, finalmente, H. marginatum en 
Zamora (Tabla V). 
 
 3.3. Número anual de ejemplares por provincia y especie. 
 
 En las tablas VI a XIV se muestra, para cada provincia por separado, el número 
anual de ejemplares de todas y cada una de las especies identificadas en dicha provincia, 
así como la media interanual ± desviación estándar (incluyendo los datos correspondientes 
a los seis primeros meses del año 2002). 
 
 Como se observa en dichas tablas, las seis especies más frecuentemente 
identificadas (I. ricinus, R. bursa, D. marginatus, H. marginatum, R. sanguineus y R. 
turanicus) mostraron, en todas las provincias, un número de ejemplares relativamente 
constante a lo largo de los 6 años de muestreo.  
 
En esas mismas tablas también se puede comprobar que las nueve especies menos 
abundantes mostraron una notable variabilidad anual en el número de ejemplares 
identificados y que dicha variabilidad se registró en todas las provincias en las que tales 
especies estuvieron presentes. Este hecho se tradujo en unas enormes desviaciones 





Tabla VI. Ávila. Nº de ejemplares de cada especie recogidos anualmente. complejo Rs = 
R. sanguineus + R. turanicus. *, media de 1997-2000; ** media de 2001-2002 
 
 1997 1998 1999 2000 2001 2002 Media±DE 
I. ricinus 31 58 52 50 63 54 51±10 
R. bursa 21 14 28 35 38 19 25±8 
D. marginatus 4 6 8 9 11 5 7±2 
H. marginatum 23 28 22 32 37 31 28±5 
complejo Rs 29 22 26 38   29±6* 
H. punctata 1  1    0,2±0,4 
R. turanicus   1 1 31 26 28,5±2,5** 
R. sanguineus     16 3 9,5±6,5** 
H. lusitanicum 1 2 6 4 2 2 3±1,5 
I. hexagonus      1 0,2±0,4 
R. pusillus      1 0,2±0,4 





Tabla VII. Burgos. Nº de ejemplares de cada especie recogidos anualmente. complejo Rs 
= R. sanguineus + R. turanicus. *, media de 1997-2000; ** media de 2001-2002 
 
 1997 1998 1999 2000 2001 2002 Media±DE 
I. ricinus 130 91 192 121 89 101 120±35 
R. bursa 6 3 5 5 4 1 4±1,5 
D. marginatus 21 15 5 15 9 2 12±6 
H. marginatum     1 1 0,3±0,4 
complejo Rs 2 4 3 7   4±1,8* 
H. punctata 7 6 18 11 8 16 11±5 
R. turanicus     3 5 4±1,9** 
R. sanguineus     3  1,5±1,5** 
D. reticulatus 6 8 9 4 3 2 5±2,5 
H. inermis    1 1  0,3±0,4 
I. ventalloi  1     0,2±0,3 
TOTAL 172 128 232 164 121 128 158±38 
 
 
Tabla VIII. León. Nº de ejemplares de cada especie recogidos anualmente. complejo Rs = 
R. sanguineus + R. turanicus. *, media de 1997-2000; ** media de 2001-2002 
 
 1997 1998 1999 2000 2001 2002 Media±DE 
I. ricinus 2   4 24 10 8±8 
R. bursa   1 1 1  0,6±0,5 
D. marginatus 3 2 3 11 11 9 7±4 
complejo Rs   6 3   2,3±2,5* 
H. punctata 2  1   2 1±0,9 
R. turanicus     3 7 1,7±2,2** 
R. sanguineus      1 0,5±0,5** 
I. hexagonus  1  1   0,4±0,5 
TOTAL 7 3 11 20 39 29 18±12 
 
 
Tabla IX. Palencia. Nº de ejemplares de cada especie recogidos anualmente. complejo Rs 
= R. sanguineus + R. turanicus. *, media de 1997-2000; ** media de 2001-2002 
 
 1997 1998 1999 2000 2001 2002 Media±DE 
I. ricinus 11 42 30 33 3 6 21±15 
R. bursa    1   0,2±0,4 
D. marginatus 3 8 5 3 6 6 5,2±1,8 
complejo Rs 5 8 3 14   7,5±4,1* 
H. punctata 1 2 2 1 2  1,3±0,7 
R. turanicus     7 3 5±2** 
R. sanguineus     4  2±2** 
D. reticulatus  10 3 2 2 1 3±3,3 
H. lusitanicum    1   0,2±0,4 
I. hexagonus    1  1 0,4±0,5 
I. canisuga     2  0,4±0,5 





Tabla X. Salamanca. Nº de ejemplares de cada especie recogidos anualmente. complejo 
Rs = R. sanguineus + R. turanicus. *, media de 1997-2000; ** media de 2001-2002 
 
 1997 1998 1999 2000 2001 2002 Media±DE 
I. ricinus 11 12 13 4 8 8 9±3 
R. bursa 33 23 34 58 48 12 35±15 
D. marginatus 4 1 4 5 4 3 4±1,2 
H. marginatum 11 8 14 12 19 12 13±3 
complejo Rs 10 8 17 17   13±4* 
H. punctata 2      0,3±0,7 
R. turanicus     6 7 6,5±0,5** 
R. sanguineus     4 4 4±0** 
H. lusitanicum 3  1    0,7±1 
TOTAL 74 52 83 96 89 46 73±18 
 
 
Tabla XI. Segovia. Nº de ejemplares de cada especie recogidos anualmente. complejo Rs 
= R. sanguineus + R. turanicus. *, media de 1997-2000; ** media de 2001-2002 
 
 1997 1998 1999 2000 2001 2002 Media±DE 
I. ricinus 4 3 2 2 7 3 3,5±1,7 
R. bursa     3 2 1,3±1,3 
D. marginatus 3 2    1 1,2±1,2 
H. marginatum     3 1 0,7±1,1 
complejo Rs  1  1   0,5±0,5* 
R. turanicus     2  1±1** 
 TOTAL 7 6 2 3 15 7 7±4 
 
 
Tabla XII. Soria. Nº de ejemplares de cada especie recogidos anualmente. complejo Rs = 
R. sanguineus + R. turanicus. *, media de 1997-2000; ** media de 2001-2002 
 
 1997 1998 1999 2000 2001 2002 Media±DE 
I. ricinus 1 16 2 3 5 4 5,2±5 
R. bursa  5 10 2 3 2 3,7±3,2 
D. marginatus 35 23 12 10 12 5 16±10 
H. marginatum 2 5 4 1 8 1 3,5±2,5 
complejo Rs   3    0,8±1,3* 
H. punctata 3 8 5 3 1 3 4±2,2 
R. turanicus     2 1 1,5±0,5** 
D. reticulatus 1      0,2±0,4 
H. lusitanicum     1  0,2±0,4 
A. reflexus  2     0,3±0,7 





Tabla XIII. Valladolid. Nº de ejemplares de cada especie recogidos anualmente. complejo 
Rs = R. sanguineus + R. turanicus. *, media de 1997-2000; ** media de 2001-2002 
 
 1997 1998 1999 2000 2001 2002 Media±DE 
I. ricinus 1  1 5 5 3 2,5±2 
D. marginatus 4 6 3 8 7 5 5,5±1,7 
H. marginatum    3   0,5±1,1 
complejo Rs 4 7  3   3,5±2,5* 
R. turanicus     7 4 5,5±1,5** 
R. sanguineus     3 2 2,5±0,5** 
A. reflexus 1  1    0,3±0,5 
 TOTAL 10 13 4 20 22 14 14±6 
 
 
Tabla XIV. Zamora. Nº de ejemplares de cada especie recogidos anualmente. complejo 
Rs = R. sanguineus + R. turanicus. *, media de 1997-2000; ** media de 2001-2002 
 
 1997 1998 1999 2000 2001 2002 Media±DE 
R. bursa 1  2  3 1 1,2±1 
D. marginatus 3 4 3 4 2 1 2,8±1 
H. marginatum 5 8 12 8 6 6 7,5±2,3 
complejo Rs 2 2 8 3   3,8±2,5* 
R. turanicus   1  11 7 9±2** 
R. sanguineus     1  0,5±0,5** 
D. reticulatus 1 3 2 1 1 1 1,5±0,7 
TOTAL 12 17 28 16 24 16 18,8±5,4 
 
 
3.4. Número mensual de ejemplares por provincia y especie. 
 
 Salvo excepciones, en todas las provincias se registraron parasitismos humanos por 
garrapatas durante todos los meses del año, aunque el número de tales parasitismos y la 
especie implicada varió notablemente de unos meses a otros y de unas provincias a otras, 
de manera que son posibles pocas generalizaciones (Figuras 15 a 23). 
 
La primera de estas generalizaciones es que en todas las provincias se registraron 
dos máximos de parasitismo anual: el primero y más alto a comienzos del verano (mayo-
junio-julio), y el segundo, más bajo, en otoño (octubre-noviembre). 
 
 La segunda es que I. ricinus, y en concreto sus fases inmaduras, fueron las 
principales responsables del máximo registrado en el verano en las provincias de Burgos, 
León, Palencia y Segovia (Figuras 16, 17, 18 y 20), mientras que en Ávila, Salamanca, 
Soria y Zamora (Figuras 15, 19, 21 y 23) dicho máximo fue responsabilidad de R. bursa y 
de H. marginatum. En Valladolid (Figura 22) las responsables del máximo del verano 







Y la tercera y última generalización es que el pico del otoño se debió a los adultos 
de I. ricinus (en Ávila, Burgos, Salamanca y Segovia; Figuras 15, 16, 19 y 20), a los de  D. 
marginatus (en Soria, Valladolid y Zamora; Figuras 21, 22 y 23) o bien a los de ambas 




















I. ricinus R. bursa D. marginatus H.  marginatum complejo Rs
H. punctata H. lusitanicum I. hexagonus R. pusillus
 
 
Figura 15. Ávila: promedio mensual de los ejemplares de cada especie y del total de 
las 10 especies identificadas en esta provincia desde 1997 a 2002. complejo Rs = R. 



















I. ricinus R. bursa D. marginatus H.  marginatum complejo Rs
H. punctata D. reticulatus H. inermis I. ventalloi
 
 
Figura 16. Burgos: promedio mensual de los ejemplares de cada especie y del total de las 10 





























I. ricinus R. bursa D. marginatus complejo Rs I. hexagonus
 
 
Figura 17. León: promedio mensual de los ejemplares de cada especie y del total de las 6 
























I. ricinus R. bursa D. marginatus complejo Rs H. punctata
D. reticulatus H. lusitanicum I. hexagonus I. canisuga
 
 
Figura 18. Palencia: promedio mensual de los ejemplares de cada especie y del total de las 10 

























I. ricinus R. bursa D. marginatus H.  marginatum
complejo Rs H. punctata H. lusitanicum
 
 
Figura 19. Salamanca: promedio mensual de los ejemplares de cada especie y del total de las 






















I. ricinus R. bursa D. marginatus H.  marginatum complejo Rs
 
 
Figura 20. Segovia: promedio mensual de los ejemplares de cada especie y del total de las 6 




























I. ricinus R. bursa D. marginatus H.  marginatum complejo Rs
H. punctata D. reticulatus H. lusitanicum A. reflexus
 
 
Figura 21. Soria: promedio mensual de los ejemplares de cada especie y del total de las 10 
























I. ricinus D. marginatus H.  marginatum commplejo Rs A. reflexus
 
 
Figura 22. Valladolid: promedio mensual de los ejemplares de cada especie y del total de las 


























R. bursa D. marginatus H.  marginatum complejo Rs D. reticulatus
 
 
Figura 23. Zamora: promedio mensual de los ejemplares de cada especie y del total de las 6 





4. Distribución de los ejemplares de garrapata en función del sexo y la edad de las 
personas. 
 
 4.1. Sexo y edad de las personas picadas. 
 
 Las 2717 personas incluidas en nuestro estudio fueron 1669 varones (62%) y 1048 
mujeres (38%). 
 
En cuanto a su edad, el más joven fue un niño varón de 3 meses y el más anciano 
otro varón de 97 años. Debido a la gran amplitud de este rango de edad, clasificamos a las 
personas en tres grupos con unos rangos de edad más estrechos para simplificar los 
análisis: 
 
1. De 0 a de 10 años (niños pequeños) 
2. De 11 a 59 años (niños mayores, adolescentes y adultos) 
3. De 60 a 97 (personas mayores y ancianos). 
 
El grupo de los niños pequeños representó el 19% del total, el de las personas de 
edad intermedia el 57% y el de los mayores un 24% (Tabla XV). En los tres grupos fueron 
más numerosos los varones, pero mientras que en el de los niños la diferencia entre sexos 
fue insignificante (51,2%-48,8%), en el grupo de los adultos los varones fueron el 65,5% y 









4.2. Distribución de las garrapatas en función del sexo y la edad de las   
personas. 
 
La distribución de los 3059 ejemplares de garrapata según el sexo y la edad de las 
personas sobre las que se hallaron fue prácticamente idéntica a la de las propias personas 
expuesta en el apartado anterior, pues no en vano casi el 90% de éstas fueron picadas por 
un solo ejemplar de garrapata. 
 
La mayoría de las garrapatas (61%) se fijaron sobre varones y en menor medida 
(39%) sobre mujeres (Tabla XVI). Esta proporción se mantuvo casi invariable en todos los 
grupos de edad salvo en el de los niños menores de 10 años, en el cual las garrapatas 
picaron con igual frecuencia a los individuos de ambos sexos. 
 





Por grupos de edad se observa que el 19,3% de las garrapatas se alimentó en niños, 
el 57,4% en personas de edad intermedia y el 23,3% restante en personas mayores. 
 
Sin embargo, cuando el número de ejemplares de garrapata correspondientes a cada 
rango de edad se dividió por el número de años comprendidos en dicho rango (Tabla 
XVII), se observó que las personas más frecuentemente picadas fueron los niños (59 
ejemplares/año) y que dicha frecuencia disminuía progresivamente con la edad (18,7 
ejemplares/año en el grupo de los ancianos). 
 
Tabla XVII. Nº de garrapatas según la edad de las personas y número de 
garrapatas por año de edad. 
 
Grupo Nº ejemplares (%) Años/ grupo 
Nº ejemplares/ 
año de edad 
0-10 años 590 (19,3%) 10 59 
11-59 años 1756 (57,3%) 49 35,6 
60-97 713 (23,3%) 38 18,7 
Total 3059 97 31,5 
 
Grupo Varones (%) Mujeres (%) Total (%) 
0-10 años 269 (51,2%) 256 (48,8%) 525 (19%) 
11-59 años 1018 (65,5%) 535 (34,5%) 1553 (57%) 
60-97 382 (60%) 257 (40%) 639 (24%) 
Total 1669 (62%) 1048 (38%) 2717 (100%) 
Grupo Varones (%) Mujeres (%) Total 
0-10 años 301 (51%) 289 (49%) 590 
11-59 años 1126 (64%) 630 (36%) 1756 
60-97 434 (61%) 279 (39%) 713 
Total 1861 (61%) 1198 (39%) 3059 
Resultados 
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4.3. Proporción de ejemplares alimentados y grado de alimentación según el 
sexo de las personas. 
 
 No hubo diferencia alguna en la proporción de ejemplares alimentados en función 
del sexo del hospedador: de los ejemplares que picaron a los varones se alimentaron el 
35,8% y de los que picaron a las mujeres se alimentaron el 34,2%.  
 
Tampoco se registraron diferencias en el grado de alimentación (GA) de dichos 
ejemplares según el sexo de su hospedador, pues los retirados de varones presentaron un 
GA medio de 1,63±0,88 y los retirados de mujeres un GA medio de 1,60±0,83. 
 
 
4.4. Proporción de ejemplares alimentados y grado de alimentación según la 
edad de las personas. 
 
 A diferencia de lo observado con el sexo, sí hubo diferencias en el porcentaje de 
ejemplares alimentados, así como en su GA, según la edad de los hospedadores. Estas 
diferencias, sin embargo, no llegaron a ser estadísticamente significativas (Tabla XVIII). 
 
 
Tabla XVIII. Porcentaje total de ejemplares alimentados y porcentaje de 
ejemplares en cada grado de alimentación (GA) para cada grupo de edad de los 
hospedadores. Grado medio de alimentación alcanzado por los parásitos en cada 
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 La mayor proporción de ejemplares alimentados se encontró entre los retirados de 
ancianos (48,5%) y de niños (41%), y la proporción más baja entre los retirados de adultos 
(30,3%). 
 
En cuanto al grado de alimentación, en los tres grupos de edad se encontraron 
ejemplares en todos los posibles grados (GA de 1 a 4), aunque los más abundantes siempre 
fueron los ejemplares ligeramente alimentados (GA = 1). El mayor número de ejemplares 
repletos o casi repletos se encontró en el grupo de los niños y en el de los ancianos. En 
consecuencia, el grado medio de alimentación más alto lo alcanzaron los ejemplares que se 
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alimentaron sobre los niños y sobre los ancianos (GA promedio respectivo: 1,90 y 1,67), y 





B. GARRAPATAS RECOGIDAS SOBRE ANIMALES. 
 
 
Aunque a lo largo del presente trabajo se identificaron más de 2000 garrapatas 
tomadas a partir de más de 20 especies distintas de animales (entre los de compañía, de 
producción ganadera y silvestres), en este apartado damos cuenta exclusivamente de los 
ejemplares capturados sobre varias liebres, conejos y un zorro por su potencial implicación 
en el brote de tularemia de 1997-1998 (Boletín Epidemiológico Semanal, 1997, vol. 5, nº 
26). Estos ejemplares se destinaron al análisis por PCR para la detección de portadores de 
Francisella tularensis. 
 
Los ejemplares capturados sobre el resto de los animales fueron identificados y 
conservados en etanol al 70% en previsión de futuros análisis, excepto los de las especies 
I. ricinus, D. marginatus, H. marginatum, R. bursa, R. turanicus y R. sanguineus, que se 
utilizaron inmediatamente como fuente para la obtención de antígenos salivales (ver 
apartado II-1 de Material y Métodos) por ser las especies que más frecuentemente picaron 
a las personas. 
 
 
1. Hospedadores a partir de los que se tomaron las garrapatas destinadas al análisis 
para la detección de portadores de F. tularensis. 
 
Como se observa en la Figura 24 y en la Tabla XIX, los hospedadores aludidos 
fueron 60 liebres, 7 conejos y un zorro. Estos animales se capturaron durante los primeros 




























Figura 24. Animales capturados en cada provincia. 
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        Tabla XIX. Nº y especie de los animales capturados en las distintas provincias. 
 
 Ávila Burgos Palencia Valladolid Zamora Total 
Liebre 3 16 5 35 1 60 
Conejo  4  3  7 
Zorro  1    1 
Total 3 21 5 38 1 68 
 
 
2. Garrapatas recogidas sobre liebres, conejos y zorro. 
 
Se recogieron un total de 439 garrapatas de 5 especies distintas: R. turanicus, R. 
pusillus, Haemaphysalis hispanica, H. punctata e I. ricinus (Tabla XX). La especie más 
abundante fue, con diferencia, R. turanicus (87%). Las demás fueron mucho más escasas: 
R. pusillus, 11,4%; H. hispanica, 1,1% y  H. punctata e I. ricinus, 0,2%. 
 
Salvo una ninfa de H. punctata, todas estas garrapatas fueron ejemplares adultos de 
ambos sexos en similar proporción, aunque con un ligero predominio de los machos. 
 
La mayoría (398 ejemplares) se recogieron sobre liebres y el resto sobre conejos 
(33 ejemplares) o sobre el único zorro capturado (8 ejemplares). Las garrapatas recogidas 
sobre liebres pertenecían a las cinco especies citadas, las recogidas sobre conejos a 3 
especies (R. turanicus, R. pusillus y H. hispanica) y las del zorro fueron todas ellas adultos 
de R. turanicus. 
 
 
Tabla XX. Nº de ejemplares, especie y fase evolutiva de las garrapatas retiradas de liebres, conejos y 
zorro. 
 
 Liebres (60) Conejos (7) Zorro (1) Total (67) 
 Ninfas Machos Hembras Total Machos Hembras Total Machos Hembras Total Ninfas Machos Hembras Total
R. turanicus  200 163 363 8 3 11 6 2 8  214 168 382 
R. pusillus  20 11 31 9 10 19     29 21 50 
H. hispanica  1 1 2 3  3     4 1 5 
H. punctata 1   1       1   1 
I. ricinus   1 1         1 1 







A. DETECCIÓN MOLECULAR DE Borrelia burgdorferi sensu lato E 
IDENTIFICACIÓN DE LAS GENOESPECIES.  
 
1. Prevalencia y distribución de B. burgdorferi sensu lato en las garrapatas. 
 
1.1. Número y especie de las garrapatas infectadas por B. burgdorferi sensu lato. 
 
 Mediante la PCR1 y la PCR3 se detectó ADN de B. burgdorferi sensu lato en 54 de 
las 3059 garrapatas retiradas de personas (Tabla I). Las primeras 38 se detectaron en 1997-
1998 por medio de la PCR1 y las 16 últimas en 1999-2002 vía PCR3 (ver Material y 
Métodos, parte I y II, apartado 5.1.3.). 
 
 Todas las muestras que resultaron positivas por PCR, salvo cuatro de ellas (las nº 
65, 203, 321 y 308), fueron reanalizadas por el método RLB 5S-23S para identificar la 
genoespecie implicada. De las 50 examinadas sólo 25 dieron un resultado positivo, en 
manifiesta contradicción con los resultados de la PCR, por lo que las muestras que 
resultaron negativas se reanalizaron por RLB 5S-23S aumentando al doble la cantidad de 
ADN molde en la amplificación (10 µL). A pesar de ello, el resultado para estas 25 
muestras volvió a salir negativo. Para confirmar su negatividad, estas 25 muestras se 
analizaron de nuevo, pero ahora con el método RLB 16S por ser 100 veces más sensible 
que el RLB 5S-23S (Gil-Gil, 2002). El resultado con este otro RLB fue categóricamente 
negativo (Figura 1).  
 
Cabe señalar que entre los ejemplares que resultaron negativos en ambos RLBs 
había 8 ejemplares de I. ricinus, pero el resto (17 ejemplares) pertenecían a 6 especies 
diferentes, que son consideradas como vectores poco frecuentes para esta bacteria (D. 
reticulatus; R. sanguineus, Hyalomma marginatum y Haemaphysalis punctata) o como 





Figura 1. RLB 16S de las muestras que resultaron negativas en los dos RLB 5S-23S previos. 
Bj: Borrelia japonica (control positivo); C-: controles negativos. Borrelia spp.; sonda para el 
gen ARNr 16S de Borrelia spp. 
 
 
 En resumen, de las 54 garrapatas inicialmente detectadas por PCR como portadoras 
de B. burgdorferi sensu lato, se han confirmado por RLB 25 ejemplares realmente 
positivos y 25 definitivamente negativos. 
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Tabla I. Ejemplares de garrapata positivos por PCR para B. burgdorferi sensu lato. Para todas ellas se señala 
la especie, fase evolutiva (FE), grado de alimentación (GA), provincia de procedencia y resultado de los 
análisis por RLB. En seis de ellas se incluye también el resultado de la secuenciación del amplicón. H, M, N 
y L, respectivamente, hembras, machos, ninfas y larvas; AF, B. afzelii; GA, B. garinii; LU, B. lusitaniae; 
VA, B. valaisiana. 
 
Año Mes Nº Especie FE GA Provincia PCR + RLB 5S-23S RLB 16S Secuencia 
May 55 I. ricinus H 4 Avila AF/VA   
May 65 D. marginatus M 1 Palencia no analizado no analizado  
May 72 H. punctata H 1 Burgos Negativo Negativo  
May 85 H. marginatum M 4 Avila Negativo Negativo  
May 92 I.  ricinus N 4 Burgos VA/LU débil  B. valaisiana
May 94 H. punctata H 1 Salamanca Negativo Negativo  
Jun  138 R. bursa H 1 Salamanca Negativo Negativo  
Jun 179 H. marginatum H 0 Salamanca Negativo Negativo  
Jul 193 I. ricinus N 0 Burgos GA   
Jul 238 I. ricinus N 0 Burgos VA/LU débil  B. valaisiana
Jul 241 I. ricinus N 0 Burgos VA/LU débil  B. valaisiana
Sep  285 D. marginatus H 0 Soria Negativo Negativo  
Oct 305 D. marginatus M 0 Valladolid Negativo Negativo  
Nov 328 I. ricinus H 0 Ávila AF/VA/LU  B. lusitaniae
Nov 343 I. ricinus H 1 Ávila AF/VA   
Nov 348 I. ricinus H 0 Ávila AF/VA/LU  B. lusitaniae
Dic 354 I. ricinus H 1 Ávila Negativo Negativo  
1997 
Dic 357 I. ricinus H 0 Ávila AF/VA   
Ene 362 I. ricinus H 1 Ávila AF/VA/LU  B. lusitaniae
Feb 405 I. ricinus H 1 Ávila VA/AF/LU débil   
Mar 407 I. ricinus H 1 Ávila Negativo Negativo  
Mar 408 I. ricinus H 0 Ávila Negativo Negativo  
Mar 409 I. ricinus H 0 Ávila VA/AF/LU débil   
Mar 412 D. marginatus M 0 León Negativo Negativo  
Mar 414 I. ricinus H 1 Salamanca Negativo Negativo  
Mar 418 I. ricinus H 1 Ávila GA/AF/VA/LU débil   
Mar 419 D. marginatus M 0 Soria Negativo Negativo  
Mar 421 I. ricinus H 1 Ávila GA debil/AF/VA   
Mar 422 I. ricinus H 1 Ávila VA/AF/LU/GA débil   
Jun 538 I. ricinus N 1 Palencia Negativo Negativo  
Jun 561 R. bursa M 0 Salamanca Negativo Negativo  
Jul 613 I. ricinus N 0 Burgos Negativo Negativo  
Oct 703 I. ricinus H 4 Ávila GA/AF/VA   
Oct 724 D.  reticulatus H 1 Palencia Negativo Negativo  
Oct 725 I. ricinus H 0 Ávila Negativo Negativo  
Oct 734.1 I. ricinus H 0 Ávila VA/AF/LU débil   
Oct 734.2    I. ricinus H 0 Ávila VA/AF/LU débil   
1998 
Nov 761 I. ricinus H 0 Ávila 
PCR1
AF/VA   
Mar 13 I. ricinus H 0 Ávila AF/VA   
Jun 196 H. marginatum M 0 Ávila Negativo Negativo  
Sep 422 (99)  D. marginatus M 0 Soria Negativo Negativo  
Nov 478 I. ricinus H 4 Ávila AF/VA/LU/GA débil   
1999 
Nov 487 I. ricinus H 0 Ávila Negativo Negativo  
Ene 494 I. ricinus H 0 Ávila VA/AF/LU débil   
Abr 556 H. punctata M 0 Soria Negativo Negativo  
May 633 H. punctata M 0 Burgos Negativo Negativo  
Jun 677 R. sanguineus M 0 Ávila Negativo Negativo  
2000 
Jun 689 H. marginatum H 4 Zamora Negativo Negativo  
Mar 41 I. ricinus H 4 Ávila AF/VA/LU   
Mar 54 I. ricinus H 4 Ávila AF/VA/LU   
Abr 73 I. ricinus H 4 Ávila AF/VA/LU   
May 203 I. ricinus H 1 Segovia no analizado no analizado  
May 321 I. ricinus H 0 Salamanca no analizado no analizado  
2002 
Jun 308 R. turanicus H 1 Palencia 
PCR3
no analizado no analizado  
Total       54 + 25 + 25 - 5 
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Las cuatro garrapatas no analizadas por RLB las hemos considerado como positivos 
dudosos y, junto con las 25 negativas, no las tendremos en cuenta. No obstante, nos parece 
oportuno indicar: (i), que dos de los cuatro positivos dudosos fueron hembras de I. ricinus, 
una procedente de Segovia y la otra de Salamanca, ambas capturadas en mayo de 2002; 
(ii), que las otras dos fueron un macho de D. marginatus (mayo 1997) y una hembra de R. 
turanicus (junio 2002), ambas recogidas en la provincia de Palencia y (iii), que R. 
turanicus nunca ha sido citada como vector de B. burgdorferi sensu lato.  
 
Por su parte, las 25 garrapatas positivas fueron todas I. ricinus, lo que supone una 
tasa de infección del 1,89% para esta especie y del 0,82% para el conjunto de las 3059 
garrapatas. 
 
 1.2. Fases evolutivas: nº de ejemplares infectados y tasas de infección. 
 
 Los 25 ejemplares de I. ricinus infectados por B. burgdorferi sensu lato fueron 
exclusivamente hembras (21 ejemplares, 84%) y ninfas (4 ejemplares, 16%). No se 
detectaron machos ni larvas infectados por esta bacteria (Tabla II). 
 
 Por fases evolutivas, la tasa de infección de las hembras fue el 4,5% en las 469 
hembras analizadas de I. ricinus, y el 1,5% en las 1362 hembras analizadas de todas las 
especies (Tabla II). Para las ninfas dichas tasas fueron más bajas, respectivamente el 0,63% 
y el 0,55%. 
 
 
Tabla II. Tasas de infección (%) por B. burgdorferi sensu lato de las hembras y 
ninfas de I. ricinus respecto al total de esta especie y al global de todas las 
especies. 
 
Especie Ninfas + 
Total 




hembras %  
I. ricinus 4 633 0,63 21 469 4,5 
       
 Ninfas + 
Total 




hembras %  
Global 4 733 0,55 21 1362 1,5 
 
 
1.3. Grado de alimentación de los ejemplares infectados por B. burgdorferi 
sensu lato. 
 
 Como se muestra en la tabla III, 13 de las 25 garrapatas portadoras de B. 
burgdorferi sensu lato (el 52%) estaban parcial (6 ejemplares, GA = 1) o totalmente 
alimentadas (7 ejemplares, GA = 4). De ellas, una era una ninfa (GA = 4) y el resto 
hembras, seis de las cuales estaban ligeramente alimentadas en el momento de ser retiradas 
a los pacientes (GA = 1), mientras que las otras 6 estaban ya repletas (GA = 4). 
 
Las demás garrapatas portadoras de B. burgdorferi sensu lato (12 ejemplares) 
fueron retiradas en las primeras 24 horas postfijación, de manera que aún no habían 
comenzado a ingerir sangre y todas ellas presentaron un GA = 0.  
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Tabla III. Grado de alimentación (GA) de las ninfas y de las hembras de I. 
ricinus infectadas por B. burgdorferi sensu lato. N/N+, ninfas en cada GA/ninfas 
infectadas; H/H+, hembras en cada GA/hembras infectadas; T/T+, total 
ejemplares en cada GA/total infectados. %, porcentajes de alimentadas respecto 
del total de infectadas. 
 
GA N/N+ % H/H+ % T/T+ % 
0 3/4 75% 9/21 42,9% 12/25 48,0% 
1   6/21 28,6% 6/25 24,0% 
4 1/4 25% 6/21 28,6% 7/25 28,0% 
Total 
alimentadas 
(GA = 1-4) 
1/4 25% 12/21 57,1% 13/25 52% 
 
 
2. Distribución de las garrapatas infectadas por B. burgdorferi sensu lato a lo largo 
del tiempo.  
 
 2.1. Número anual de garrapatas infectadas: variación interanual. 
  
A pesar de que el número de ejemplares de I. ricinus capturados anualmente se 
mantuvo constante a lo largo de los 6 años de muestreo (220±35 ejemplares/año), el 
número de los infectados con B. burgdorferi sensu lato varió notablemente de año en año 
(Figura 2). El máximo se alcanzó en 1997-1998 y descendió abruptamente hasta alcanzar 
el mínimo en 2001 (0 ejemplares infectados). En 2002 volvieron a aparecer ejemplares 
infectados y, puesto que de este año sólo se han registrado los aparecidos en los seis 
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Figura 2. Número de ejemplares de I. ricinus infectados anualmente con B. 
burgdorferi sensu lato. Para 2002 los datos son sólo los de enero a junio. 
 
 
2.2. Número de garrapatas infectadas por mes: variación estacional. 
 
Al contrario de lo observado antes con la distribución anual, la distribución 
mensual de los ejemplares infectados de I. ricinus es un reflejo fiel del total de ejemplares 
de esa especie capturados a lo largo del año (ver parte I de resultados, figura 4). El máximo 
de ninfas infectadas se produjo en julio coincidiendo con el máximo de ninfas capturadas; 
por su parte las hembras infectadas mostraron dos máximos anuales, uno en marzo y otro 
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en noviembre, que coincidieron exactamente con los dos máximos anuales de hembras 
recogidas (Tabla IV y Figura 3). 
 
 
Tabla IV. Distribución mensual de los ejemplares de I. ricinus infectados por B. 
burgdorferi sensu lato. FE, fase evolutiva; N, ninfas; H, hembras.  
 
 Ene Feb Mar Abr Mayo Jul Oct Nov Dic Total 
FE H H H H N H N H H H N H 
1997     1 1 3  3 1 4 5 
1998 1 1 4     3 1   10 
1999   1      1   2 
2000 1           1 
2002   2 1        3 
Total/FE 2 1 7 1 1 1 3 3 5 1 4 21 
FE H H H H N H N H H H N H 
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Figura 3. Número de ejemplares de I. ricinus infectados por B. burgdorferi sensu lato: 
detectados mensualmente cada año y total mensual acumulado a lo largo de los seis 
años de muestreo. 
 
 
3. Distribución geográfica (por provincias) de B. burgdorferi sensu lato. 
 
Como se muestra en las tablas I y V y en la figura 4, todos los ejemplares de I. 
ricinus infectados procedían únicamente de dos provincias: Ávila (21 ejemplares) y Burgos 
(4 ejemplares). Precisamente son éstas las dos provincias donde se recogió el mayor 
número de ejemplares de esta especie (308 y 724 ejemplares respectivamente, ver tabla V 
de la primera parte de resultados).  
 
En consecuencia, la tasas provinciales de infección de I. ricinus fueron el 6,82% en 
Ávila y el 0,55% en Burgos. En cuanto a las tasas provinciales de infección global (de 
todas las garrapatas recogidas en esas provincias), éstas fueron lógicamente más bajas al no 
haberse detectado ninguna otra especie infectada: 0,55% en Ávila y 0,42% en Burgos. 
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Tabla V. Número de ninfas (N) y hembras (H) de I. ricinus infectadas por B. 
burgdorferi sensu lato en las provincias de Ávila y Burgos a lo largo de los seis 
años de muestreo. Tasas provinciales de infección de I. ricinus y del total de las 
garrapatas. 
 
Año Ávila Burgos Total 
1997 5 H 4 N 9 
1998 10 H  10 
1999 2 H  2 
2000 1 H  1 
2001   0 
2002 3 H  3 
Total infectados 21 H 4 N 25 
Nº de I. ricinus / Tasa 308 / 6,82% 724 /0,55%  
Nº de garrapatas / Tasa 893 / 0,55% 945 / 0,42%  
 
 
 Cabe señalar que mientras que mientras que en Ávila se detectó la bacteria durante 
5 de los 6 años que duró el muestreo, en Burgos sólo se detectó durante un año, lo que 
siguiere una presencia más o menos estable de B. burgdorferi sensu lato en los ixódidos de 
Ávila y, por el contrario, una presencia no sólo menos frecuente, sino también más 





Figura 4. Número de ejemplares de I. ricinus infectados por B. burgdorferi 




4. Genoespecies de B. burgdorferi sensu lato identificadas por RLB y secuenciación. 
 
 Como ya se ha indicado, la identificación de las genoespecies presentes en las 
garrapatas infectadas se abordó mediante el método RLB 5S-23S. 
 
En el primer ensayo de RLB se analizaron 18 muestras (Figura 5). En 6 de ellas el 
RLB mostró un perfil difícil de interpretar (ver a continuación), motivo por el cual también 
se secuenciaron los amplicones obtenidos a partir de dichas muestras para confirmar la 





Figura 5. RLB 5S-23S (con 5 µL de ADN molde) de las muestras 55-357 (1997) y 362 (1998). 
Bj: B. japonica (control positivo); C-: control negativo. Sondas: SL, B. burgdorferi sensu lato; 




En tres de esas seis muestras (nº 92, 238 y 241, en rojo en la tabla VI) apareció una 
intensa señal con la sonda de B. valaisiana y una muy débil con la de B. lusitaniae. La 
secuenciación de los amplicones señaló sin ningún género de dudas que la genoespecie 
implicada era, en los tres casos, B. valaisiana. En las otras tres garrapatas (nº 328, 348 y 
362, también en rojo en la tabla VI) apareció una señal intensa con las sondas de B. afzelii y 
B. valaisiana y una señal débil con la de B. lusitaniae. La secuenciación de los amplicones 
indicó inequívocamente que la genoespecie implicada en estos otros tres casos era sólo B. 
lusitaniae y que, por tanto, las sondas de B. afzelii y B. valaisiana hibridaron 
inespecíficamente con el ADN de B. lusitaniae (aunque más intensamente que la propia 
sonda de B. lusitaniae), hecho este en completo acuerdo con los resultados obtenidos por 
Gil-Gil (2002) en su reciente tesis doctoral. 
 
 Teniendo esto en cuenta, en los siguientes RLBs (Figuras 6, 7 y 8), cada vez que en 
una muestra apareció este segundo perfil (AF/VA/LU débil) interpretamos que la 
genoespecie responsable era B. lusitaniae (en azul en la tabla VI). Este fenómeno se 
observó en otras 11 garrapatas, de las cuales 8 estaban infectadas únicamente por B. 
Resultados 
 146  
lusitaniae (nº 405, 409, 734a, 734b, 494, 41, 54 y 73), y 3 estaban coinfectadas por B. 
lusitaniae y B. garinii (muestras nº 418, 422 y 478). 
 
De acuerdo con Gil-Gil (2002), también se consideró que la genoespecie presente 
era B. lusitaniae cuando el perfil en RLB mostró una hibridación simultánea con B. afzelii y 
B. valaisiana pero no (de una forma claramente visible) con B. lusitaniae (AF/VA). Este 
otro fenómeno se observó en 7 muestras: cinco de ellas (nº 55, 343, 357, 761 y 13) estaban 
infectadas sólo con B. lusitaniae y dos (nº 421 y 703) estaban coinfectadas con B. 
lusitaniae y B. garinii (Figuras 5, 6 y 8 y Tabla VI -también en azul-). Para el resto de las 
muestras, la hibridación con cualquiera de las sondas fue interpretada como que la 






Figura 6. RLB 5S-23S (con 5 µL de ADN molde) de las muestras 405-761 (1998), 13-487 
(1999) y 494-689 (2000). Bj: B. japonica (control positivo); C-: controles negativos; CV: carril 
vacío. Sondas: SL, B. burgdorferi sensu lato; SS, B. burgdorferi sensu stricto; GA, B. garinii; 





Figura 7. RLB 5S-23S (con 10 µL de ADN molde) de las muestras que resultaron negativas en 
los RLB previos + muestra 13. Bj: B. japonica (control positivo); C-: controles negativos. 
Sondas: SL, B. burgdorferi sensu lato; SS, B. burgdorferi sensu stricto; GA, B. garinii; AF, B. 






Figura 8. RLB 5S-23S de las muestras 419 (1998), 13 (1999) y 41, 54 y 73 (2002). Sondas: 
SL, B. burgdorferi sensu lato; SS, B. burgdorferi sensu stricto; GA, B. garinii; AF, B. afzelii; 




Tabla VI. Genoespecies identificadas por el método RLB 5S-23S en las 25 garrapatas 
infectadas por B. burgdorferi sensu lato. En rojo se señalan las identificadas mediante la 
secuenciación del amplicón y en azul las portadoras de B. lusitaniae deducidas a partir del 
perfil en RLB pero no secuenciadas. 
 
Año Mes Nº muestra Señal en RLB Provincia Secuencia Genoespecie 
Mayo 55 AF + VA Ávila  B. lusitaniae 
Mayo 92 VA + LU Burgos B. valaisiana B. valaisiana 
Julio 193 GA Burgos  B. garinii 
Julio 238 VA + LU Burgos B. valaisiana B. valaisiana 
Julio 241 VA + LU Burgos B. valaisiana B. valaisiana 
Noviembre 328 AF + VA + LU Ávila B. lusitaniae B. lusitaniae 
Noviembre 343 AF + VA Ávila  B. lusitaniae 
Noviembre 348 AF + VA + LU Ávila B. lusitaniae B. lusitaniae 
1997 
Diciembre 357 AF + VA Ávila  B. lusitaniae 
Enero 362 AF + VA + LU Ávila B. lusitaniae B. lusitaniae 
Febrero 405 AF + VA + LU Ávila  B. lusitaniae 
Marzo 409 AF + VA + LU Ávila  B. lusitaniae 
Marzo 418 GA +  AF + VA + LU
Ávila  B. garinii +  B. lusitaniae 
Mayo 421 GA + AF + VA Ávila  B. garinii+ B. lusitaniae 
Marzo 422 GA +  AF + VA + LU 
Ávila  B. garinii +  B. lusitaniae 
Octubre 703 GA + AF + VA Ávila  B. garinii+ B. lusitaniae 
Octubre 734.a AF + VA + LU Ávila  B. lusitaniae 
Octubre 734.b AF + VA + LU Ávila  B. lusitaniae 
1998 
Noviembre 761 AF + VA Ávila  B. lusitaniae 
Marzo 13 AF + VL Ávila  B. lusitaniae 
1999 
Noviembre 478 GA +  AF + VA + LU 
Ávila  B. garinii +  B. lusitaniae 
2000 Enero 494 AF + VA + LU Ávila  B. lusitaniae 
Marzo 41 AF + VA + LU Ávila  B. lusitaniae 
Marzo 54 AF + VA + LU Ávila  B. lusitaniae 2002 
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De este modo se han identificado, en las 25 garrapatas infectadas por B. burgdorferi 
sensu lato, a tres de las cinco genoespecies presentes en la Península Ibérica: B. lusitaniae, 
B. garinii y B. valaisiana. La más frecuente fue B. lusitaniae (en 21 garrapatas), seguida 
por B. garinii (en 6 garrapatas) y, finalmente, por B. valaisiana (en 3 garrapatas). En Ávila 
se han encontrado 2 genoespecies (B. lusitaniae y B. garinii) y en Burgos otras dos (B. 
lusitaniae y B. valaisiana) (Tabla VII y Figura 9). 
 
De las 25 garrapatas infectadas, 20 lo estaban por una sola genoespecie (16 B. 
lusitaniae, 3 B. valaisiana y 1 B. garinii) y 5 eran portadoras de coinfecciones dobles (B. 
afzelii+B. valaisiana). 
 
Las tasas de infección provincial por las distintas genoespecies, tanto de los 
ejemplares de I. ricinus como del conjunto de todas las garrapatas capturadas, fueron en 
general bajas (entre el 0,11% y el 6,82%; Tabla VII). Por provincias, las mayores tasas se 
registraron siempre en Ávila (en general, tres veces más altas que en Burgos). Por 
genoespecies, la tasa más alta fue la correspondiente a B. lusitaniae seguida por la de B. 
garinii en Ávila.  Las más bajas fueron las B. valaisiana en ambas provincias y la de B. 
garinii en Burgos. 
 
Tabla VII. Número de garrapatas infectadas por una o por varias genoespecies de B. 
burgdorferi sensu lato en las provincias de Ávila y Burgos. Tasas de infección provincial para 
I. ricinus y para todas las garrapatas capturadas en cada provincia. 
 
Genoespecie Nº de garrapatas infectadas 
Tasa provincial para 
I. ricinus 
Tasa provincial  
global 
 Ávila Burgos Ávila Burgos Ávila Burgos 
B. garinii 5 1 1,62% 0,14% 0,56% 0,11% 
B. lusitaniae 21  6,82%  2,35%  
B. valaisiana  3  0,41%  0,32% 
       
Coinfecciones       




Figura 9. Genoespecies de B. burgdorferi sensu lato identificadas en Ávila y Burgos. Número de 




5. Búsqueda de ADN de B. burgdorferi sensu lato y de B. recurrentis en los ejemplares 
de Haematopinus suis. 
 
 Para intentar identificar a las espiroquetas observadas en los piojos, las cuatro 
muestras de ADN obtenidas a partir de los ejemplares de H. suis (ADN de hembras, de 
machos, de ninfas y del contenido interno vertido al medio de disección; ver Material y 
Métodos, primera parte, punto 3.3.) se analizaron por el método de PCR2 para la detección 
de B. burgdorferi sensu lato (Material y Métodos, primera parte, apartado 5.1.3.) y por el 
método de PCR de Raoult et al. (1998) para la detección de B. recurrentis (Material y 
Métodos, primera parte, apartado 5.5.) 
 
 La PCR2 originó una banda de unos 600 pb bien visible en las muestras de machos 
y del medio de disección y, por el contrario, muy débil en las muestras de hembras y ninfas 
(Figura 10). Sin embargo, el tamaño de este amplicón estaba muy alejado del esperado 
para B. burgdorferi sensu lato (226-266 pb), de manera que no se pudo afirmar que las 
espiroquetas presentes en los piojos fuesen B. burgdorferi. 
 
 Por su parte, la PCR para la detección de B. recurrentis resultó completamente 
negativa en las cuatro muestras de ADN de los piojos (Figura 10), de modo que a esta 
especie tampoco pertenecían las espiroquetas observadas. 
 
 Tras estos análisis y para seguir intentando la identificación de las espiroquetas, 
éstas fueron entonces enviadas al Servicio de Microbiología del Instituto de Salud Carlos 
III (Majadahonda, Madrid), donde, tras sucesivos e infructuosos intentos de cultivo y 
análisis molecular de las espiroquetas (Anda, com. personal.) lo único que parece seguro es 





Figura 10. PCR2 para la detección de B. burgdorferi sensu lato y PCR para la detección de B. 
recurrentis en muestras de Haematopinus suis. M, marcador de tamaño molecular; 1, 2, 3 y 4; 
ADN de machos, hembras, ninfas y contenido interno vertido al medio de disección; 5, control 
negativo (ADN de garrapata libre de patógenos). 
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B. DETECCIÓN MOLECULAR DE Anaplasma phagocytophila. 
 
 
1. Prevalencia y distribución de A. phagocytophila en las garrapatas. 
 
1.1. Número de garrapatas infectadas y especies a las que pertenecen. 
 
 Se detectó ADN de A. phagocytophila en 82 garrapatas de las 3059 retiradas de 
personas, lo que supone una tasa de global del 2,68%. 
  
Las 82 garrapatas infectadas pertenecían a 9 especies de ixódidos (Figura 11). No se 
detectó ADN de este patógeno en la única especie de argásido identificada en nuestro 
estudio, Argas reflexus. En términos absolutos, la especie en la que se detectó un mayor 
número de ejemplares infectados fue I. ricinus, con un 39% de todos los positivos, seguida 
por el complejo R. sanguineus (18,3%) y por D. marginatus, R. bursa e H. marginatum 
(con un 12,2% cada una). Por último, D. reticulatus (2,5%), H. lusitanicum (2,5%) y 
Haemaphysalis punctata (1,2%) fueron las especies en las que se detectó un menor número 
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Figura 11. Número de ejemplares de cada especie infectados por A. phagocytophila. Ir, I. 
ricinus; Rs+Rt, complejo R. sanguineus (ejemplares recogidos en 1997-2000); Rt, R. turanicus 
(2001-2002); Rs, R. sanguineus (2001-2002); Dm, D. marginatus; Rb, R. bursa; Hm, H. 
marginatum; Dr, D. reticulatus; Hl, H. lusitanicum; Hp, H. punctata;  
 
  
 1.2. Tasas de infección de las distintas especies. 
  
La tasa de infección de cada especie se calculó, como en el caso de B. burgdorferi 
sensu lato, dividiendo el número de ejemplares infectados por el número total de 
ejemplares de esa especie que fueron identificados y analizados (Tabla VIII). 
 
La especie con la tasa de infección más alta resultó ser H. lusitanicum (8,70%), 
seguida por el complejo R. sanguineus (5,08%). Por su parte, D. reticulatus, H. 
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marginatum, D. marginatus, I. ricinus, R. sanguineus sensu stricto y R. bursa presentaron 
tasas de infección inferiores y similares ente sí (entre el 3,33% y el 2, 35%). Finalmente, 
las especies con las tasas de infección más bajas fueron H. punctata (0,94%) y R. turanicus 
sensu stricto (0,30%). 
 
 
Tabla VIII. Tasas de infección (%) de las 9 especies en las que se detectó ADN de A. 
phagocytophila. complejo Rs = complejo R. sanguineus (ejemplares recogidos en 1997-2000). 
 
Especie Ejemplares infectados 
Ejemplares 
analizados % infección 
H. lusitanicum 2 23 8,70 
complejo Rs 13 256 5,08 
D. reticulatus 2 60 3,33 
H. marginatum 10 324 3,08 
D. marginatus 10 354 2,82 
I. ricinus 32 1320 2,42 
R. sanguineus 1 41 2,41 
R. bursa 10 425 2,35 
H. punctata 1 106 0,94 
R. turanicus 1 135 0,75 
 
 
 1.3. Fases evolutivas: nº de ejemplares infectados y tasas de infección. 
 
 En todas las fases evolutivas de las garrapatas se detectó ADN de A. 
phagocytophila (Figura 12), si bien el mayor número de resultados positivos se obtuvo en 
las hembras (39 ejemplares, el 46,9% del total de positivos), seguidas por los machos (23 
ejemplares, el 28,4%) y las ninfas (17 ejemplares, el 21%). Sólo se registraron 3 larvas 
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Figura 12. Número de ejemplares de cada fase evolutiva infectados por A. phagocytophila. Ir, 
I. ricinus; Rs*, complejo R. sanguineus (ejemplares capturados desde 1997 a 2002); Dm, D. 
marginatus; Rb, R. bursa; Hm, H. marginatum; Dr, D. reticulatus; Hl, H. lusitanicum; Hp, H. 
punctata. 
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 Las larvas infectadas pertenecían todas a I. ricinus; sin embargo, las ninfas, machos 
y hembras pertenecían a varias especies distintas (respectivamente, 4, 8 y 6 especies; Tabla 
IX). Cuando se calcularon las tasas de infección para cada fase evolutiva de cada especie, 
éstas variaron considerablemente de unas especies a otras (Tabla IX). Cuando las tasas de 
infección se calcularon globalmente para cada fase evolutiva (sin tener en cuanta la 
especie), las de los adultos resultaron casi idénticas entre sí (3,06% machos y 2,86% en 




Tabla IX. Tasas de infección (%) por A. phagocytophila en las distintas especies y fases 
evolutivas y tasa de infección global por fase evolutiva. complejo Rs  = R. sanguineus + R. 
turanicus. 
 
Especies Larvas + 
Total 












hembras %  
I. ricinus 3 211 1,42 14 633 2,21    15 469 3,2 
complejo Rs    1 54 1,85 6 77 7,79 6 124 4,84 
D. marginatus    1 10 10 2 114 1,75 7 230 3,04 
R. bursa       6 183 3,28 4 242 1,65 
H. marginatum       5 224 2,23 5 98 5,10 
D. reticulatus       1 31 3,22 1 29 3,44 
H. lusitanicum    1 8 12,5 1 7 14,28    
H. punctata       1 33 3,03    
R. sanguineus          1 14 7,14 
R. turanicus       1 66 1,51    
             
 Larvas + 
Total 












hembras %  
Global 3 213 1,40% 17 733 2,31% 23 751 3,06% 39 1362 2,86%
 
  
 1.4. Grado de alimentación de los ejemplares infectados con A. phagocytophila. 
 
 Treinta y siete de las 82 garrapatas portadoras de A. phagocytophila (el 45,7%) 
estaban parcialmente alimentadas y todas presentaban un GA de 1, es decir, todas fueron 
retiradas entre las 24-72 horas postfijación. 
 
Estos 37 ejemplares alimentados pertenecían a 3 especies (I. ricinus, D. marginatus 
y complejo R. sanguineus) y a tres fases evolutivas (larvas, ninfas y hembras; Tabla X). 
 
Todas las larvas y la mayoría de la ninfas (70,1%) habían tomado ya algo de sangre 
en el momento de ser retiradas, mientras que sólo la mitad de las hembras habían iniciado 
su alimentación (Tabla X). 
 
El resto de las garrapatas portadoras de A. phagocytophila (45 ejemplares) fueron 
retiradas en las primeras 24 horas postfijación, es decir, antes de que comenzasen 







Tabla X. Ejemplares alimentados e infectados con A. phagocytophila, ordenados por especies y 
fases evolutivas. LA, NA y HA, respectivamente larvas, ninfas y hembras alimentadas; L+, N+ y 
H+, respectivamente larvas, ninfas y hembras infectadas; TA, total alimentados; T+, total 
positivos. %, porcentajes de alimentadas respecto del total de infectadas. 
 
Especies LA/L+ % NA/N+ % HA/H+ % TA/T+ % 
I. ricinus 3/3 100 10/14 71,4 11/15 73,3 24/32 75 
R. sanguineus   1/1 100 2/7 28,6 4/14 28,6 
D. marginatus   1/1 100 7/7 100 8/10 80 
         
 LA/L+ % NA/N+ % HA/H+ % TA/T+ % 
Global 3/3 100 12/17 70,1 20/39 51,3 37/82 45,7 
 
 
2. Distribución temporal de la infección por A. phagocytophila.  
 
 2.1. Número de ejemplares positivos por año: variación interanual. 
  
El número de portadores de A. phagocytophila varió considerablemente de año en 
año (Figura 13). Algo más la mitad (56,1%) se detectaron en 1999 y el resto se repartieron 
de forma desigual durante los otros cinco años: 18 ejemplares en 1997 (22%), 7 en 1998 
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Figura 13. Número anual de ejemplares de garrapata portadores de A. phagocytophila (por 
especies y global acumulado). Ir, I. ricinus; complejo Rs  = R. sanguineus + R. turanicus 
(todos los ejemplares capturados, esto es, desde 1997 a 2002); Dm, D. marginatus; Rb, R. 
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2.3. Número de ejemplares positivos por mes: variación estacional. 
 
En la Tabla XI se muestran, ordenados por especies y fases evolutivas, el número 
de ejemplares portadores de A. phagocytophila detectados mensualmente en el total de los 
seis años de muestreo. 
 
Excepto en los meses de febrero y marzo, en los que no se detectó ninguna 
garrapata portadora, en el resto de los meses sí se encontraron garrapatas infectadas con A. 
phagocytophila, incluso en enero, mes en el que se halló un macho infectado.  
 
La mayor parte de dichas infecciones se detectaron durante la primavera-principios 
del verano (mayo-julio) y durante el otoño (octubre). Junio y julio fueron los meses en los 
que se alcanzó el máximo número de garrapatas infectadas y simultáneamente en los que 
se detectó A. phagocytophila en todas las fases evolutivas. 
 
 
Tabla XI. Distribución mensual de los portadores de A. phagocytophila por especie y fase evolutiva. 
L, N, M, y H, respectivamente, larvas, ninfas, machos y hembras. Ir, I. ricinus; compl. Rs = R. 
sanguineus + R. turanicus (ejemplares capturados desde 1997 a 2002); Dm, D. marginatus; Rb, R. 
bursa; Hm, H. marginatum; Dr, D. reticulatus; Hl, H. lusitanicum; Hp, H. punctata;  
 
 Ene Abr May Jun Jul Ago Sep Oct Nov Dic Total 
Fase L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H
Ir        2 3  1 1 6   2 3  1  1  1    1  5    3    2 3 14  15
compl. Rs   1    3 1  1 1   2 5     1                  1 6 7
Hm          1    1 2  2 1   1 2                 5 5
Dm          1 1     1           1 6          1 2 7
Rb              4   2 3    1                 6 4
Dr          1                  1           1 1
Hl                     1  1               1 1  
Hp                               1        1  
Total/fase   1    3 3 3 4 3 1 6 7 7 2 4 4 5  2 2 4 1   1 1 12   1 3    2 3 17 23 39
 L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H
Total 1 6 10 21 15 8 1 14 4 2 82 
 
 
Al analizar las datos mensuales para cada año por separado se observó que en todos 
los años del muestreo el máximo de ejemplares portadores aparece en primavera-verano y 
que en otoño hay un segundo pico mucho menor, excepto en 1999, año en el cual el pico 
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Figura 14. Número de ejemplares portadores de A. phagocytophila detectados 
mensualmente a lo largo de los seis años de muestreo. Total acumulado para cada mes. 
 
 
3. Distribución geográfica (por provincias) de A. phagocytophila. 
 
En la tabla XII se muestran, ordenados por provincias, el total de especies y de 
ejemplares de garrapatas en los que se encontró ADN de A. phagocytophila. 
 
En todas las provincias de la comunidad autónoma se encontraron garrapatas 
portadoras de esta bacteria. Sin embargo, el número de especies y de ejemplares fue 
distinto en cada provincia y así, en Ávila se detectaron hasta 7 especies distintas mientras 
que en Segovia, Valladolid y Zamora solo se encontró una especie infectada. El resto de 
las provincias mostraron valores intermedios (Tabla XII y Figura 15). 
 
Casi en paralelo con lo anterior, el mayor número de ejemplares portadores se 
registró en las provincias con una mayor variedad de especies (Ávila, Burgos, Salamanca y 
Palencia) y el número más bajo en las que tenían menor abundancia de especies (León, 
Segovia, Valladolid y Zamora). La excepción fue Soria, que aun teniendo más especies que 
Burgos (4 frente a 3) contó con menos ejemplares infectados (7 frente a 18). 
 
Tabla XII. Número de especies y ejemplares de garrapata portadores de A. phagocytophila 
por provincias. complejo Rs = R. sanguineus + R. turanicus 
 
 Ávila Burgos León Palencia Salamanca Segovia Soria Valladolid Zamora
I. ricinus 7 15  6 2 1 1   
complejo Rs 4  1 2 6     
R. sanguineus 1         
R. turanicus** 1         
H. marginatum 6    2    2 
D. marginatus 1 1 1 2   4 1  
R. bursa 1    8  1   
D. reticulatus  2        
H. lusitanicum 2         
H. punctata       1   
Nº especies/prov. 7 3 3 4 5 1 4 1 1 
Nº ejemplares/prov. 23 18 2 10 18 1 7 1 2 
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Figura 15. Número de especies y de ejemplares de garrapata infectados por A. phagocytophila 
en las nueve provincias de Castilla y León. complejo Rs = R. sanguineus + R. turanicus 
 
 
 En la tabla XIII se muestran, ordenadas por provincias y en función de los años en 
los que se hallaron, todas las especies y fases evolutivas de las garrapatas infectadas por A. 
phagocytophila. 
 
 Cabe señalar, de acuerdo con dicha tabla, que en Ávila, Burgos, Palencia y 
Salamanca (provincias con el mayor número de ejemplares infectados) se detectó la 
bacteria a lo largo de 4-5 años de los seis que duró el muestreo, lo que siguiere una 
presencia más o menos constante de A. phagocytophila en los ixódidos de dichas 
provincias. Por el contrario, en las cinco provincias restantes la bacteria sólo se detectó 
durante un año o a lo sumo dos (Soria), lo que indica que su presencia en estas segundas 






Tabla XIII. . Número ejemplares de garrapata portadores de A. phagocytophila clasificados 
por provincias, especies, fases evolutivas (FE) y años. complejo Rs = R. sanguineus + R. 
turanicus. L, N, M y H: respectivamente, larvas, ninfas, machos y hembras. 
 
 
1997 1998 1999 2000 2001 2002 Total Provincias Especies 
L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H
I. ricinus    1    2    4                7 
complejo Rs   3 1                       3 1 
H marginatum   2 1       1 1        1       3 3 
D. marginatus            1                1 
H. lusitanicum          1 1               1 1  
R. turanicus                       1    1  
R. sanguineus                    1        1 
R. bursa            1                1 
Total por FE   5 3    2  1 2 7        2   1   1 8 14
Ávila 
Total 8 2 10  2 1 23 
I. ricinus 1 1      1 2 8  1    1         3 9  3 
D. marginatus            1                1 
D. reticulatus   1         1               1 1 
Total por FE 1 1 1     1 2 8  3    1         3 9 1 5 
Burgos 
Total 3 1 13 1   18 
complejo Rs            1                1 
D. marginatus           1                1  
Total por FE           1 1               1 1 
León 
Total   2    2 
I. ricinus        1  4      1          4  2 
complejo Rs   1   1                    1 1  
D. marginatus   1         1               1 1 
Total por FE   2   1  1  4  1    1          5 2 3 
Palencia 
Total 2 2 5 1   10 
I. ricinus    1      1                1  1 
complejo Rs    1    1   1 2   1            2 4 
H. marginatum   1                    1    2  
R. bursa           3 1   2 1           5 3 
Total por FE   1 2    1  1 4 3   3 1       1   1 9 8 
Salamanca 
Total 3 1 8 4  1 18 
I. ricinus    1                        1 
Total por FE    1                        1 Segovia 
Total 1      1 
I. ricinus        1                    1 
D. marginatus          1  3              1  3 
R. bursa           1                1  
H. punctata           1                1  
Total por FE        1  1 2 3              1 2 4 
Soria 
Total  1 6    7 
D. marginatus                        1    1 
Total por FE                        1    1 Valladolid 
Total      1 1 
H. marginatum            2                2 
Total por FE            2                2 Zamora 
Total   2    2 
1 1 9 6  1  6 2 15 9 20   3 3    2   2 1 3 17 23 39Total fases evolutivas / año 
L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H
1997 1998 1999 2000 2001 2002 Total Total positivos / año 
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4. Detección de A. phagocytophila en ácaros trombicúlidos. 
 
 4.1. Larvas de Neotrombicula autumnalis recogidas en Puerto Piqueras (Soria). 
 
 Las 20 larvas (no alimentadas) se dividieron en dos grupos de 10 ejemplares cada 
uno y se extrajo el ADN de cada grupo por separado (ver punto 3.2. de la primera parte de 
Material y Métodos). Las dos muestras de ADN se analizaron por PCR para averiguar si 
eran portadoras no sólo de A. phagocytophila, sino también de B. burgdorferi sensu lato, 
Rickettsia sp. y F. tularensis.  
 
 Ambas muestras resultaron negativas para B. burgdorferi sensu lato, Rickettsia sp. 
y F. tularensis. Sin embargo, en ambas muestras se detectó la presencia de A. 
phagocytophila (Figura 16). Esto significa que al menos una de cada diez larvas estaba 
infectada por A. phagocytophila, o lo que es lo mismo, que la tasa de infección para estos 
ectoparásitos fue, como mínimo, del 10%. 
 
4.2. Larvas de Neotrombicula sp. recogidas en Villares de la Reina 
(Salamanca). 
 
 Estas 30 larvas (en diversos grados de alimentación) se procesaron conjuntamente 
para extraer su ADN (Material y Métodos, primera parte, punto 3.2.) y dicho ADN se 
sometió a los mismos análisis por PCR que el de las muestras del punto anterior. 
 
 Pues bien, en esta muestra no se detectó ADN ni de A. phagocytophila (Figura 16) 





Figura 16. PCR para la detección de A. phagocytophila en las muestras de ácaros 
trombicúlidos. M, marcador de tamaños moleculares; 1 y 2, muestras de Neotrombicula 
autumnalis (Puerto Piqueras, SO); 3, Neotrombicula sp. (Villares de la Reina, SA); 4 control 
negativo (ADN de garrapata no infectada); 5, control positivo (ADN de la cepa de referencia 






C. DETECCIÓN MOLECULAR DE RICKETTSIAS. 
 
1. Prevalencia y distribución de rickettsias en las garrapatas. 
 
1.1. Número de garrapatas infectadas y especies a las que pertenecen. 
 
Del total de 3059 garrapatas retiradas de personas, se detectó ADN de rickettsias en 
219 ejemplares, lo que supone una tasa de infección global del 7,16%. 
 
Las 219 garrapatas infectadas pertenecían a 10 de las 14 especies de ixódidos 
identificados (Figura 17); no se detectó ADN de rickettsias en Argas reflexus. La especie 
en la que se registró el mayor número de ejemplares infectados fue D. marginatus con un 
31,50% del total de positivos detectados, seguida por I. ricinus (26,48%), el complejo R. 
sanguineus (15,06%), H. marginatum (8,67%), R. turanicus sensu stricto (7,76%), R. bursa 
(5,47%) y D. reticulatus (3,19%). Las especies con el menor número de ejemplares 
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Figura 17. Número de ejemplares de cada especie infectados con rickettsias. Dm, D. 
marginatus; Ir, I. ricinus; Rs+Rt, complejo R. sanguineus (ejemplares recogidos en 1997-
2000); Hm, H. marginatum; Rt, R. turanicus sensu stricto (2001-2002); Rb, R. bursa; Dr, D. 
reticulatus; Hp, H. punctata; Rp, R. pusillus; Rs, R. sanguineus sensu stricto (2001-2002). 
 
 
1.2 Tasas de infección de las distintas especies. 
 
La tasa de infección más elevada se encontró en R. pusillus (100%), aunque este 
dato no se considera representativo ya que tan sólo se analizó un ejemplar de esta especie 
(Tabla XIV). 
 
En las especies restantes (de las que se analizaron un número de ejemplares lo 
suficientemente alto como para obtener datos fiables), la mayor tasa de infección por 
rickettsias se alcanzó en D. marginatus (19,50%), seguida por el complejo R. sanguineus 
(19,50%), R. turanicus sensu stricto (12,60%) y D. reticulatus (11,66%). Las especies con 
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tasas de infección más bajas fueron H. marginatum (5,86%), I. ricinus (4,39%), R. bursa 
(2,82%), R. sanguineus sensu stricto (2,44%) y H. punctata (1,88%). 
 
 
Tabla XIV. Tasas de infección de las 9 especies en las que se detectó ADN de 
rickettsias. complejo Rs = R. sanguineus + R. turanicus (ejemplares recogidos en 1997-
2000).  
 
Especie Ejemplares  infectados 
Ejemplares 
analizados % infección 
R. pusillus 1 1 100% 
D. marginatus 69 354 19,50% 
complejo Rs 33 256 12,90% 
R. turanicus 17 135 12,60% 
D. reticulatus 7 60 11,66% 
H. marginatum 19 324 5,86% 
I. ricinus 58 1320 4,39% 
R. bursa 12 425 2,82% 
R. sanguineus 1 41 2,44% 
H. punctata 2 106 1,88% 
 
 
1.3. Fases evolutivas: nº de ejemplares infectados y tasas de infección. 
 
En todas las fases evolutivas se detectó ADN de rickettsias (Figura 18). El mayor 
número de resultados positivos se obtuvo en las hembras (130 ejemplares, el 59,36% del 
total de positivos), seguidas por los machos (77 ejemplares, el 35,15%), las ninfas (9 
ejemplares, el 4,10%) y, en último lugar, por las larvas (3 ejemplares, el 1,37%). 
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Figura 18. Número de ejemplares de cada especie y fase evolutiva en los que se detectó ADN 
de rickettsias. complejo Rs = R. sanguineus + R. turanicus (ejemplares recogidos en 1997-
2000). 
 
Las tasas de infección de cada fase evolutiva de las diferentes especies resultaron 
muy distintas de unas especies a otras (Tabla XV). De forma global, las tasas de infección 
de los ejemplares adultos fueron muy superiores a las de los inmaduros, registrándose la 
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mayor de todas en los machos (10,25%); en las hembras, aunque similar, fue ligeramente 
inferior (9,54%) y, en las larvas (1,40%) y ninfas (1,22%), claramente más bajas. 
 
Tabla XV. Tasas de infección (%) por rickettsias en las distintas especies y fases evolutivas; 
tasas de infección global por fase evolutiva. complejo Rs = R. sanguineus + R. turanicus 




1.4. Grado de alimentación de los ejemplares infectados con rickettsias. 
 
De las 219 garrapatas portadoras de rickettsias, 66 de ellas (30,13%) se encontraban 
alimentadas en el momento de ser retiradas. Se hallaron ejemplares alimentados en todas 
las especies salvo R. turanicus, especie en la que todos los ejemplares positivos fueron 
retirados antes de que comenzaran a alimentarse (GA = 0).  
 
Las 66 garrapatas alimentadas pertenecían, por tanto, a 8 de las 9 especies 
portadoras de rickettsias (Tabla XVI), encontrándose 59 de ellas parcialmente alimentadas 
(GA = 1). De las siete restantes, dos hembras de D. marginatus, dos de I. ricinus, y la única 
hembra de R. pusillus, fueron retiradas entre las 72 horas-6 días postfijación (GA = 2). 
Solamente dos hembras (una de D. marginatus y otra de I. ricinus) presentaron un GA = 3, 
indicando un periodo de fijación aproximado de 6-7 días sobre el paciente.  
 
Tabla XVI. Ejemplares alimentados e infectados con rickettsias, ordenados por especies y fases 
evolutivas. LA, NA y HA, respectivamente larvas, ninfas y hembras alimentados; L+, N+ y H+, 
larvas, ninfas y hembras infectados; TA, total alimentados; T+, total positivos. %, porcentajes de 
alimentadas respecto del total de infectadas. complejo R s = R. sanguineus + R. turanicus 
 
Especies LA/L+ % NA/N+ % HA/H+ % TA/T+ % 
D. marginatus   1/1 100 24/43 55,81 26/69 37,68 
I. ricinus 1/2 50 2/8 25 27/48 56,25 30/58 51,72 
complejo Rs 0/1    5/17 29,41 5/34 14,70 
H. marginatum     1/5 20 1/16 6,25 
R. turanicus     0/6  0/17  
R. bursa     2/4 50 2/12 16,66 
D. reticulatus     1/4 25 1/7 14,28 
H. punctata     1/2 50 1/2 50 
R. pusillus     1/1 100 1/1 100 
         
 LA/L+ % NA/N+ % HA/H+ % TA/T+ % 
Global 1/3 33,33 3/9 33,33 62/130 47,69 66/219 30,13 
Especies Larvas + 
Total 

















D. marginatus    1 10 10 25 114 22 43 230 18,69 69 354 19,5
I. ricinus 2 211 0,95 8 633 1,26  7  48 469 10,23 58 1320 4,40
complejo Rs 1 1 100  73  16 77 20,77 16 124 19,12 33 256 12,9
H. marginatum     2  14 224 6,25 5 98 5,10 19 324 5,9 
R. turanicus     1  11 66 16,66 6 68 8,82 17 135 12,6
R. sanguineus          1 14 7,14 1 41 2,4 
R. bursa       8 183 4,37 4 242 1,65 12 425 2,83
D. reticulatus       3 31 9,67 4 29 13,80 7 60 11,6
H. punctata     3   33  2 70 2,85 2 106 1,88
R. pusillus          1 1 100 1 1 100 
                
 Larvas + 
Total 

















Global 3 213 1,40 9 733 1,22 77 751 10,25 130 1362 9,54 219 3059 7,16
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Considerando de forma global para cada fase evolutiva los datos recogidos en la 
Tabla XVI, puede observarse que prácticamente la mitad de las hembras infectadas con 
rickettsias habían comenzado la toma de sangre en el momento de su retracción, al igual 
que un tercio de las larvas y ninfas. Ninguno de los machos infectados estaba alimentado. 
 
2. Distribución temporal de la infección por rickettsias. 
 
2.1. Número de ejemplares positivos por año: variación interanual.  
 
 El número de garrapatas portadoras de rickettsias mostró una distribución 
interanual bastante irregular a lo largo del periodo de estudio (Figura 19). En 1997 se 
registró el mayor número de ejemplares infectados (61) y en los años siguientes este 
número descendió de forma más o menos constante –1998 (36), 1999 (25), 2000 (27)- 
hasta alcanzar el mínimo en 2001 (18 ejemplares). En el año 2002, aunque están 
considerados solamente los seis primeros meses del año, puede observarse un incremento 
muy importante en el número de ejemplares infectados (52) respecto a los años 
precedentes. De acuerdo con los datos obtenidos con posterioridad al mes de junio (análisis 
de las muestras de los meses julio a septiembre), el número de garrapatas infectadas por 



































Figura 19. Número anual de ejemplares de garrapata portadores de rickettsias (por especies y 
global acumulado). complejo Rs = R. sanguineus + R. turanicus. 
 
2.2. Número de ejemplares positivos por mes: variación estacional. 
 
En la Tabla XVII se muestran, ordenados por especies y fases evolutivas, el número 
de ejemplares portadores de rickettsias detectados mensualmente en el total de los seis 
años de muestreo. 
 
En todos los meses del año se detectaron garrapatas infectadas con rickettsias, 
aunque la mayoría de las infecciones se detectaron durante la primavera-principios del 
verano (marzo-junio) y durante el otoño (octubre). Mayo fue el mes en el que se detectó el 
máximo número de garrapatas infectadas y, aunque en junio dicho número fue menor, fue 





Tabla XVII. Distribución mensual de los ejemplares portadores de rickettsias por especie y fase 
evolutiva. L, N, M, y H, respectivamente, larvas, ninfas, machos y hembras. complejo Rs = R. 
sanguineus + R. turanicus; entre paréntesis, sobre el total de ejemplares, los detectados entre enero 
y junio de 2002. 
 
 Ene Feb Mar Abr May Jun Jul Ago Sep Oct Nov Dic Total 
Fase H H M H M H N M H L N M H N M L M M H M H M H H L N M H 
D. marginatus 2(1) 4(3) 3(1) 2 5 8(1)  8 13(1)    2(2) 1 1 1 1 2 4 5 2 3 2  1 25 43
I. ricinus 3(2)  2(1)  7(5)  10(4) 4(1)  11 1(1) 4 (2)  3(3)   1     4  4 4 2 8  48
complejo Rs   1  2 4  10 8(1)   3 4   1         1  16 16
H. marginatum    1(1)     6(1) 1   7(5) 4(2)             14 5 
R. turanicus   2  2(1) 1(1)  5(3) 3   2(1) 2(2)             11 6 
R. sanguineus             1(1)               
R. bursa        4 2(1)   3(2) 2(1)  1           8 4 
D. reticulatus     2 1  1 1             1 1   3 4 
H. punctata         1    1(1)              2 
R. pusillus             1(1)              1 
Total/fase 5 6 7 9 11 24 4 34 40 1 4 15 20 1 2 2 1 1 2 4 9 2 8 7 3 9 77 129
 H H M H M H N M H L N M H N M L M M H M H M H H L N M H 
Total 5 6 16 35 78 40 3 3 3 13 10 7 219 
 
 
El análisis de los datos mensuales para cada año por separado mostró que en todos 
los años incluidos en nuestro estudio (aunque con diferente intensidad) el máximo de 
ejemplares portadores de rickettsias aparece en primavera-verano y que en otoño (octubre-
noviembre) hay un segundo pico mucho más bajo, excepto en el año 2001, en el que el 
pico del otoño no llegó a producirse (Figura 20). Para el año 2002, aunque también se han 
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Figura 20. Número de ejemplares portadores de rickettsias detectados mensualmente a 
lo largo de los seis años de muestreo. Total acumulado para cada mes. 
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3. Distribución geográfica (por provincias) de rickettsias. 
 
En la tabla XVIII se muestran, ordenados por provincias, el total de especies y de 
ejemplares de garrapatas en los que se encontró ADN de rickettsias. 
 
En todas las provincias de la comunidad autónoma se encontraron garrapatas 
portadoras de rickettsias, sin embargo, tanto el número de especies como el de ejemplares 
fue muy distinto de unas provincias a otras. Ávila fue la provincia con mayor variedad de 
especies infectadas (hasta 7) y, en consonancia, también la provincia con el mayor número 
de ejemplares infectados (91). Esta correlación no se mantuvo para todas las provincias y 
así, por ejemplo, si bien en Salamanca el número de especies llegó a 6, se registraron 
menos ejemplares infectados que en Burgos, que con un menor número de especies (4), 
presentó un número mayor de ejemplares positivos (34 frente a los 30 de Salamanca). 
Soria, aún teniendo igual o menor variedad de especies que las provincias restantes, 
alcanzó un número superior de ejemplares infectados.  
 
 
Tabla XVIII. Número de especies y ejemplares de garrapata portadores de rickettsias por 
provincias. complejo Rs = R. sanguineus + R. turanicus. 
 
 Ávila Burgos León Palencia Salamanca Segovia Soria Valladolid Zamora 
D. marginatus 9 16 5 8 3 2 20 4 2 
I. ricinus 36 11 1 1 6 2  1  
complejo Rs 21  1 1 6   2 2 
H. marginatum 10    4  1  4 
R. turanicus 11  2  2    2 
R. sanguineus     1     
R. bursa 3    8 1    
D. reticulatus  5  1   1   
H. punctata  2        
R. pusillus 1         
Nº especies/provincia 7 4 4 4 6 3 3 3 4 




En la tabla XIX se muestran, ordenadas por provincias y en función de los años en 
los que se hallaron, todas las especies y fases evolutivas de las garrapatas portadoras de 
rickettsias. 
 
De acuerdo con dicha tabla, cabe señalar que en ocho de las nueve provincias se 
detectaron garrapatas con rickettsias durante todos (6) o casi todos (5) los años que duró el 
muestreo, lo que sugiere que en estas provincias las rickettsias están bien establecidas en 
las poblaciones de ixódidos. La excepción fue Segovia, donde sólo se encontraron 
garrapatas infectadas en 1997 (3 ejemplares), en 1998 (1 ejemplar) y en 2002 (1 ejemplar), 
lo que indica que en los ixódidos de esta provincia las rickettsias son, aparentemente, 




Tabla XIX. Número de ejemplares de garrapata portadores de rickettsias clasificados por provincias, 
especies, fases evolutivas (FE) y años. complejo Rs = R. sanguineus + R. turanicus. L, N, M y H: 
respectivamente, larvas, ninfas, machos y hembras. 
 
1997 1998 1999 2000 2001 2002 Total Provincias Especies 
L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H 
I. ricinus    6    9    6    2    1    12    36 
complejo Rs   5 3   1 1    3   5 3           11 10 
H marginatum   3                    5 2   8 2 
D. marginatus   1    1     2   1 1    2    1   3 6 
R. turanicus           1        4 2   2 2   7 4 
R. bursa            1   1         1   1 2 
R. pusillus                        1    1 
Total por FE   9 9   2 10   1 12   7 6   4 5   7 19   30 61 
Ávila 
Total 18 12 13 13 9 26 91 
I. ricinus  1       1 1    1       1 3  3 2 6  3 
D. marginatus   2 4   1 5   1    1 1       1    6 10 
D. reticulatus   2 1    1    1               2 3 
H. punctata            1            1    2 
Total por FE  1 4 5   1 6 1 1 1 2  1 1 1     1 3 1 4 2 6 8 18 
Burgos 
Total 10 7 5 3  9 34 
complejo Rs               1            1  
D. marginatus        1           1 1    2   1 4 
I. ricinus  1                        1   
R. turanicus                       1 1   1 1 
Total por FE  1      1       1    1 1   1 3  1 3 5 
León 
Total 1 1  1 2 4 9 
I. ricinus  1                        1   
complejo Rs                1            1 
D. marginatus   1     3    2    1        1   1 7 
D. reticulatus                    1        1 
Total por FE  1 1     3    2    2    1    1  1 1 9 
Palencia 
Total  2 3 2 2 1 1 11 
I. ricinus    4    2                    6 
complejo Rs   1 2    1 1       1         1  1 4 
H. marginatum   1 1            1       1    2 2 
R. bursa   4            1 1       1 1   6 2 
R. turanicus                       2    2  
R. sanguineus                        1    1 
D. marginatus           1         2       1 2 
Total por FE   6 7    3 1  1    1 3    2   4 2 1  12 17 
Salamanca 
Total  13 3 2 4 2 6 30 
I. ricinus    1    1                    2 
D. marginatus  1 1                       1 1  
R. bursa                       1    1  
Total por FE  1 1 1    1               1   1 2 1 
Segovia 
Total  3     1 4 
D. marginatus   5 5   2 3   1    2         2   10 10 
D. reticulatus   1                        1  
H. marginatum   1                        1  
Total por FE   7 5   2 3   1    2         2   12 10 
Soria 
Total  12 5 1 2  2 22 
D. marginatus        1           1 1    1   1 3 
I. ricinus            1                1 
complejo Rs    1   1                    1 1 
Total por FE    1   1 1    1       1 1    1   2 5 
Valladolid 
Total  1 2 1  2 1 7 
H. marginatum   1        1     1       1    3 1 
D. marginatus       1                 1   1 1 
complejo Rs       1        1            2  
R. turanicus                   1 1       1 1 
Total por FE   1    2    1    1 1   1 1   1 1   7 3 
Zamora 
Total  1 2 1 2 2 2 10 
 4 29 28   8 28 2 1 5 17  1 13 13   7 11 1 3 15 33 3 9 77 130Total fases evolutivas / año 
L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H L N M H 
1997 1998 1999 2000 2001 2002 Total Total positivos / año 61 36 25 27 18 52 219 
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4. Identificación de las rickettsias. 
 
 4.1. Secuenciación de los amplicones y comparación de las secuencias. 
 
Como ya se ha indicado, se detectaron 219 garrapatas infectadas por Rickettsia sp. 
mediante la amplificación por PCR de fragmentos del gen gtlA -citrato sintasa-, del gen 
rOmpA o de ambos. Para 193 garrapatas de las 219 infectadas pudieron obtenerse y 
compararse las secuencias de nucleótidos de los correspondientes amplicones. En total se 
secuenciaron 204 amplicones (157 del gen gtlA y 47 del rOmpA). De estas 193 garrapatas, 
en 11 ejemplares se obtuvieron, secuenciaron y compararon ambos amplicones. Los 
amplicones obtenidos a partir de las 26 garrapatas restantes no pudieron ser secuenciados 
y, en consecuencia, no se determinó la especie de rickettsia implicada. 
 
 De cada amplicón se secuenciaron ambas cadenas y se anillaron entre sí -para 
obtener la secuencia consenso correspondiente- aplicando el programa BioEdit Sequence 
Alignment Editor® v.5.09. Las secuencias consenso resultantes se compararon con las 
registradas en GenBank mediante el programa BLAST. 
 
 Las comparaciones nos permitieron identificar a 189 de las 193 muestras de 
rickettsias para las que habíamos obtenido la secuencia del amplicón. Las rickettsias 
identificadas pertenecían a 7 especies/grupos distintos: aquellos con las que nuestros 
amplicones presentaron el grado de homología de secuencia más alto (del 100% o próximo 
a este valor).  
 
Las rickettsias detectadas en las otras 4 garrapatas no llegaron a ser adscritas a 
ninguna especie concreta por presentar, en el fragmento secuenciado, el mismo grado de 
homología con especies diversas (grupo 8, muestras nº 75 y 182) o por no presentar 
homología con ninguna especie de rickettsia conocida (grupo 9, muestras nº 136 y 142). 
 
 En definitiva, las rickettsias detectadas en las 193 garrapatas se han clasificado 
dentro de 9 especies/grupos y para cada grupo se ha realizado un alineamiento múltiple 
(programa CLUSTAL) frente a la especie/especies tipo de dicho grupo (Tabla XX). 
 
Tabla XX. Grupos/especies de rickettsias a los que pertenecen las detectadas en 193 de las 219 
garrapatas infectadas.  
 
Gen al que 
pertenece el 
amplicón: Grupos Especie tipo 
Nº de 
amplicones 
por grupo gtlA rOmpA
Grupo 1 Rickettsia conorii 1 1  
Grupo 2 Rickettsia helvetica 8 8  
Grupo 3 Rickettsia sp. Bar 29 /Rickettsia massiliae 47 47  
Grupo 4 Rickettsia slovaca 50 39 11 
Grupo 5 Rickettsia aeschlimannii 35 14 21 
Grupo 6 Rickettsia sp. IRS3 e IRS4 34 29 5 
Grupo 7 Rickettsia sp. RpA4 y DnS14 25 15 10 
Grupo 8 Especies diversas 2 2  
Grupo 9 No identificadas 2 2  
Nº total 
de amplicones  204 157 47 
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 4.2. Especies identificadas. 
 
 A continuación se detallan los nueve grupos de rickettsias de la tabla XX con todas 
las muestras incluidas en cada uno de ellos. Para cada grupo se ofrece el resultado de los 
alineamientos múltiples y para cada muestra se señala la especie de garrapata en la que se 
detectó, así como el lugar y la fecha en la que se recogió.  
 
 
Grupo 1: Rickettsia conorii. 
 
Incluye una única muestra, obtenida a partir de un ejemplar del complejo R. 
sanguineus (nº 392). El fragmento comparado fue el del gen gtlA, que resultó idéntico a los 
de las cepas R. conorii Seven y R. conorii Malish 7, de modo que no fue posible 
determinar a cual de ambas cepas pertenecía. 
 
                                           10        20        30        40        50        60        70 
                                  ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. conorii Seven gtlA         1   GGCTAATGAAGCGGTAATAAATATGATTAAAGAAATCGGTAGTTCTGAGTATATTCCTAAATATATAGCT  
R. conorii Malish 7 gtlA      1   ......................................................................  
392 complejo RS, Ag 99, SA    1   ......................................................................  
 
                                           80        90       100       110       120       130       140 
                                  ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. conorii Seven gtlA         71  AAAGCTAAGGATAAAAATGATCCATTTAGATTAATGGGTTTTGGTCATCGTGTATATAAAAACTATGACC  
R. conorii Malish 7 gtlA      1   ......................................................................  
392 complejo RS, Ag 99, SA    1   ......................................................................  
 
                                          150       160       170       180       190       200       210 
                                  ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. conorii Seven gtlA         141 CGCGTGCCGCAGTACTTAAAGAAACGTGCAAAGAAGTATTAAAGGAACTCGGGCAGCTAGACAACAATCC  
R. conorii Malish 7 gtlA      1   ......................................................................  
392 complejo RS, Ag 99, SA    1   ......................................................................  
 
                                          220       230       240       250       260       270       280 
                                  ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. conorii Seven gtlA         211 GTTCTTACAAATAGCAATAGAACTTGAAGCTATCGCTCTTAAAGATGAATATTTTATTGAGAGAAAATTA  
R. conorii Malish 7 gtlA      1   ......................................................................  
392 complejo RS, Ag 99, SA    1   ......................................................................  
 
                                          290       300       310       320       330       340 
                                  ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|. 
R. conorii Seven gtlA         281 TATCCAAATGTTGATTTTTATTCGGGTATTATCTATAAAGCTATGGGTATACCGTCGCAAA  
R. conorii Malish 7 gtlA      1   .............................................................  
392 complejo RS, Ag 99, SA    1   .............................................................  
 
 
Figura 21. Alineamiento múltiple de la secuencia del amplicón gtlA (cebadores RpCS 877p y RpCS 
1258n) obtenido a partir de un ejemplar del complejo R. sanguineus, con las secuencias homólogas de  
R. conorii Seven (GenBank, U59730) y R. conorii Malish 7 (GenBank, AE008677). 
 
 
Grupo 2: Rickettsia helvetica. 
 
 Las 8 muestras de este grupo son las que infectaban a ocho ejemplares de I. ricinus. 
Para ellas se obtuvieron y secuenciaron los amplicones del gen gtlA. Los 8 amplicones 
mostraron un 100% de identidad de secuencia con el fragmento homólogo de R. helvetica 
(Figura 22). Conviene indicar, además, que los 8 amplicones presentaron también una 
identidad del 100% con los fragmentos homólogos de la cepa Rickettsia sp. IrITA1 (un 
aislado de R. helvetica en I. ricinus en Italia) y de las cepas IM-1 e IP-1 (aislados de R. 
helvetica en garrapatas del género Ixodes en Japón). Estas tres cepas han sido depositadas 









                                         10        20        30        40        50        60        70        80        90       100       110       120 
                                ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. helvetica gtlA           1   GGCTAATGAAGCGGTAATAAATATGCTTAAAGAAATTGGTAGTTCTGAGAATATCCCTAAATATATAGCTAAAGCTAAGGATAAAAATGATCCGTTTAGGTTAATAGGCTTCGGTCATCG  
R. helvetica IrITA1         1   ........................................................................................................................  
Rickettsia sp. IM1 gtlA     1   ........................................................................................................................  
Rickettsia sp. IP1 gtlA     1   ........................................................................................................................  
60 I. ricinus, May 97, SG   1   ........................................................................................................................  
80 I. ricinus, May 97, SA   1   ........................................................................................................................  
92 I. ricinus, May 97, BU   1   ........................................................................................................................  
500 I. ricinus, May 98, SG  1   ........................................................................................................................  
45 I. ricinus, Abr 99, AV   1   ........................................................................................................................  
158 I. ricinus, Jun 99, BU  1   ........................................................................................................................  
546 I. ricinus, Abr 00, AV  1   ........................................................................................................................  
29 I. ricinus, Mar 02, AV   1   ........................................................................................................................  
 
                                        130       140       150       160       170       180       190       200       210       220       230       240 
                                ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. helvetica gtlA           121 TGTATATAAAAACTACGATCCACGTGCCGCAGTACTTAAAGAAACTTGTAAGGAAGTATTAAAGGAACTCGGACAGCTAGAAAACAATCCGCTCTTACAAATAGCAATAGAACTTGAAGC  
R. helvetica IrITA1         1   ........................................................................................................................  
Rickettsia sp. IM1 gtlA     1   ........................................................................................................................  
Rickettsia sp. IP1 gtlA     1   ........................................................................................................................  
60 I. ricinus, May 97, SG   1   ........................................................................................................................  
80 I. ricinus, May 97, SA   1   ........................................................................................................................  
92 I. ricinus, May 97, BU   1   ........................................................................................................................  
500 I. ricinus, May 98, SG  1   ........................................................................................................................  
45 I. ricinus, Abr 99, AV   1   ........................................................................................................................  
158 I. ricinus, Jun 99, BU  1   ........................................................................................................................  
546 I. ricinus, Abr 00, AV  1   ........................................................................................................................  
29 I. ricinus, Mar 02, AV   1   ........................................................................................................................  
 
                                        250       260       270       280       290       300       310       320       330       340 
                                ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|. 
R. helvetica gtlA           241 TATCGCTCTTAAAGATGAATATTTTATTGAGAGAAAATTATATCCAAATGTTGATTTTTATTCGGGTATTATCTATAAAGCTATGGGTATACCGTCGCAAA  
R. helvetica IrITA1         1   .....................................................................................................  
Rickettsia sp. IM1 gtlA     1   .....................................................................................................  
Rickettsia sp. IP1 gtlA     1   .....................................................................................................  
60 I. ricinus, May 97, SG   1   .....................................................................................................  
80 I. ricinus, May 97, SA   1   .....................................................................................................  
92 I. ricinus, May 97, BU   1   .....................................................................................................  
500 I. ricinus, May 98, SG  1   .....................................................................................................  
45 I. ricinus, Abr 99, AV   1   .....................................................................................................  
158 I. ricinus, Jun 99, BU  1   .....................................................................................................  
546 I. ricinus, Abr 00, AV  1   .....................................................................................................  






Figura 22. Alineamiento múltiple de las secuencias de los 8 amplicones gtlA (cebadores RpCS 877p y RpCS 1258n), obtenidos a partir de 8 ejemplares de I. 



















Grupo 3: Rickettsia sp. Bar 29 y/o Rickettsia massiliae. 
 
 Las 47 muestras incluidas en este grupo fueron obtenidas a partir de 28 ejemplares 
del complejo R. sanguineus, 14 R. turanicus, 4 I. ricinus y un R. pusillus. Para todas ellas 
se secuenciaron y compararon los amplicones del gen gtlA. 
 
 La total identidad de secuencia que presentan entre sí las dos especies tipo de este 
grupo en la región analizada no nos permitió averiguar a cual de ellas pertenecían nuestras 
muestras. De las 47 del grupo, 41 presentaron un 100% de identidad con Rickettsia sp. Bar 
29 y/o R. massiliae y 6 muestras presentaron diferencias en alguna de las bases (Tabla 
XXI). Las muestras nº 583 y 587 resultaron idénticas entre sí. 
 
 
Tabla XXI. Diferencias en la secuencia del amplicón gtlA (cebadores RpCS 877p y RpCS 1258n) 
obtenido a partir de  4 ejemplares del complejo R. sanguineus, 1 R. turanicus y 1 I. ricinus, respecto a 
las secuencias homólogas de Rickettsia sp. Bar 29 (U59720) y R. massiliae (U59719). 
 
Nº de 
muestra Especie de garrapata 




2 complejo R. sanguineus 294 Inserción de C 
27 complejo R. sanguineus 323 Inserción de A 
583, 587 complejo R. sanguineus 334 T por A 
197 R. turanicus 287 C por A 
708 I. ricinus 332 335 
T por A 
Inserción de AAAG 
 
 
Las figuras 23 a 26 muestran, agrupados por especies de garrapata, los 
alineamientos múltiples de las secuencias de los amplicones gtlA de las 47 muestras del 
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                                   ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Rickettsia sp. Bar29 gtlA      1   GGGCTAATGAAGTGGTAATAAATATGCTTAAAGAAATCGGTAGTTCAGAGTATATTCCTAAATATATAGCTAAAGCTAAGGATAAAAATGATCCATTTAGGTTAATGGGTTTTGGTCATCGTATATATAAAAACTATGACCCGCGTGCCGCAGTACTTAAAGAAACGTGCAAAGAAGTAT  
R. massiliae gtlA              1   ....................................................................................................................................................................................  
2 R. sanguineus, Abr 97, AV    1   ....................................................................................................................................................................................  
27 R. sanguineus, Abr 97, AV   1   ....................................................................................................................................................................................  
79 R. sanguineus, May 97, VA   1   ....................................................................................................................................................................................  
82 R. sanguineus, May 97, SA   1   ....................................................................................................................................................................................  
86 R. sanguineus, May 97, AV   1   ....................................................................................................................................................................................  
99 R. sanguineus, May 97, AV   1   ....................................................................................................................................................................................  
104 R. sanguineus, Jun 97, AV  1   ....................................................................................................................................................................................  
115 R. sanguineus, Jun 97, SA  1   ....................................................................................................................................................................................  
145 R. sanguineus, Jun 97, SA  1   ....................................................................................................................................................................................  
416 R. sanguineus, Mar 98, VA  1   ....................................................................................................................................................................................  
462 R. sanguineus, May 98, ZA  1   ....................................................................................................................................................................................  
479 R. sanguineus, May 98, AV  1   ....................................................................................................................................................................................  
482 R. sanguineus, May 98, SA  1   ....................................................................................................................................................................................  
495 R. sanguineus, May 98, AV  1   ....................................................................................................................................................................................  
44 R. sanguineus, Abr 99, AV   1   ....................................................................................................................................................................................  
64 R. sanguineus, Abr 99, AV   1   ....................................................................................................................................................................................  
175 R. sanguineus, Jun 99, AV  1   ....................................................................................................................................................................................  
583 R. sanguineus, May 00, AV  1   ....................................................................................................................................................................................  
587 R. sanguineus, May 00, LE  1   ....................................................................................................................................................................................  
598 R. sanguineus, May 00, AV  1   ....................................................................................................................................................................................  
606 R. sanguineus, May 00, SO  1   ....................................................................................................................................................................................  
628 R. sanguineus, May 00, PA  1   ....................................................................................................................................................................................  
642 R. sanguineus, May 00, AV  1   ....................................................................................................................................................................................  
644 R. sanguineus, May 00, AV  1   ....................................................................................................................................................................................  
652 R. sanguineus, Jun 00, AV  1   ....................................................................................................................................................................................  
664 R. sanguineus, May 00, SA  1   ....................................................................................................................................................................................  
674 R. sanguineus, Jun 00, ZA  1   ....................................................................................................................................................................................  
678 R. sanguineus, Jun 00, AV  1   ....................................................................................................................................................................................  
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                                   ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|.... 
Rickettsia sp. Bar29 gtlA      181 TAAAGGAACTCGGGCAGTTAGACAACAATCCGCTCTTACAAATAGCAATAGAACTTGAAGCTATCGCTCTTAAAGATGAATATTTTATTGAGAGAAAATTATATCCAAATGTT-GATTTTTATTCGGGTATTATCTATAAAG-CTATGGGTATACCGTCGCAAA  
R. massiliae gtlA              1   .................................................................................................................-............................-.....................  
2 R. sanguineus, Abr 97, AV    1   .................................................................................................................C............................-.....................  
27 R. sanguineus, Abr 97, AV   1   .................................................................................................................-............................A.....................  
79 R. sanguineus, May 97, VA   1   .................................................................................................................-............................-.....................  
82 R. sanguineus, May 97, SA   1   .................................................................................................................-............................-.....................  
86 R. sanguineus, May 97, AV   1   .................................................................................................................-............................-.....................  
99 R. sanguineus, May 97, AV   1   .................................................................................................................-............................-.....................  
104 R. sanguineus, Jun 97, AV  1   .................................................................................................................-............................-.....................  
115 R. sanguineus, Jun 97, SA  1   .................................................................................................................-............................-.....................  
145 R. sanguineus, Jun 97, SA  1   .................................................................................................................-............................-.....................  
416 R. sanguineus, Mar 98, VA  1   .................................................................................................................-............................-.....................  
462 R. sanguineus, May 98, ZA  1   .................................................................................................................-............................-.....................  
479 R. sanguineus, May 98, AV  1   .................................................................................................................-............................-.....................  
482 R. sanguineus, May 98, SA  1   .................................................................................................................-............................-.....................  
495 R. sanguineus, May 98, AV  1   .................................................................................................................-............................-.....................  
44 R. sanguineus, Abr 99, AV   1   .................................................................................................................-............................-.....................  
64 R. sanguineus, Abr 99, AV   1   .................................................................................................................-............................-.....................  
175 R. sanguineus, Jun 99, AV  1   .................................................................................................................-............................-.....................  
583 R. sanguineus, May 00, AV  1   .................................................................................................................-............................-..........T..........  
587 R. sanguineus, May 00, LE  1   .................................................................................................................-............................-..........T..........  
598 R. sanguineus, May 00, AV  1   .................................................................................................................-............................-.....................  
606 R. sanguineus, May 00, SO  1   .................................................................................................................-............................-.....................  
628 R. sanguineus, May 00, PA  1   .................................................................................................................-............................-.....................  
642 R. sanguineus, May 00, AV  1   .................................................................................................................-............................-.....................  
644 R. sanguineus, May 00, AV  1   .................................................................................................................-............................-.....................  
652 R. sanguineus, Jun 00, AV  1   .................................................................................................................-............................-.....................  
664 R. sanguineus, May 00, SA  1   .................................................................................................................-............................-.....................  
674 R. sanguineus, Jun 00, ZA  1   .................................................................................................................-............................-.....................  
678 R. sanguineus, Jun 00, AV  1   .................................................................................................................-............................-.....................  
 
 
Figura 23. Alineamiento múltiple de las secuencias de los 28 amplicones gtlA (cebadores RpCS 877p y RpCS 1258n), obtenidos a partir de 28 ejemplares del complejo 
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                                  ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Rickettsia sp. Bar29 gtlA     1   GGGCTAATGAAGTGGTAATAAATATGCTTAAAGAAATCGGTAGTTCAGAGTATATTCCTAAATATATAGCTAAAGCTAAGGATAAAAATGATCCATTTAGGTTAATGGGTTTTGGTCATCGTATATATAA  
R. massiliae gtlA             1   ..................................................................................................................................  
65 R. turanicus, Abr 99, AV   1   ..................................................................................................................................  
138 R. turanicus, May 01, AV  1   ..................................................................................................................................  
140 R. turanicus, May 01, ZA  1   ..................................................................................................................................  
173 R. turanicus, May 01, AV  1   ..................................................................................................................................  
180 R. turanicus, May 01, AV  1   ..................................................................................................................................  
188 R. turanicus, May 01, ZA  1   ..................................................................................................................................  
197 R. turanicus, Jun 01, AV  1   ..................................................................................................................................  
34 R. turanicus, Mar 01, AV   1   ..................................................................................................................................  
41 R. turanicus, Mar 01, AV   1   ..................................................................................................................................  
108 R. turanicus, Abr 02, AV  1   ..................................................................................................................................  
122 R. turanicus, Abr 02, LE  1   ..................................................................................................................................  
138 R. turanicus, May 02, AV  1   ..................................................................................................................................  
234 R. turanicus, Jun 02, AV  1   ..................................................................................................................................  
235 R. turanicus, Jun 02, AV  1   ..................................................................................................................................  
 
                                          140       150       160       170       180       190       200       210       220       230       240       250       260 
                                  ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Rickettsia sp. Bar29 gtlA     131 AAACTATGACCCGCGTGCCGCAGTACTTAAAGAAACGTGCAAAGAAGTATTAAAGGAACTCGGGCAGTTAGACAACAATCCGCTCTTACAAATAGCAATAGAACTTGAAGCTATCGCTCTTAAAGATGAA  
R. massiliae gtlA             1   ..................................................................................................................................  
65 R. turanicus, Abr 99, AV   1   ..................................................................................................................................  
138 R. turanicus, May 01, AV  1   ..................................................................................................................................  
140 R. turanicus, May 01, ZA  1   ..................................................................................................................................  
173 R. turanicus, May 01, AV  1   ..................................................................................................................................  
180 R. turanicus, May 01, AV  1   ..................................................................................................................................  
188 R. turanicus, May 01, ZA  1   ..................................................................................................................................  
197 R. turanicus, Jun 01, AV  1   ..................................................................................................................................  
34 R. turanicus, Mar 01, AV   1   ..................................................................................................................................  
41 R. turanicus, Mar 01, AV   1   ..................................................................................................................................  
108 R. turanicus, Abr 02, AV  1   ..................................................................................................................................  
122 R. turanicus, Abr 02, LE  1   ..................................................................................................................................  
138 R. turanicus, May 02, AV  1   ..................................................................................................................................  
234 R. turanicus, Jun 02, AV  1   ..................................................................................................................................  
235 R. turanicus, Jun 02, AV  1   ..................................................................................................................................  
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                                  ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|.. 
Rickettsia sp. Bar29 gtlA     261 TATTTTATTGAGAGAAAATTATATCCAAATGTTGATTTTTATTCGGGTATTATCTATAAAGCTATGGGTATACCGTCGCAAA 
R. massiliae gtlA             1   ..................................................................................  
65 R. turanicus, Abr 99, AV   1   ..................................................................................  
138 R. turanicus, May 01, AV  1   ..................................................................................  
140 R. turanicus, May 01, ZA  1   ..................................................................................  
173 R. turanicus, May 01, AV  1   .................................................................................. 
180 R. turanicus, May 01, AV  1   ..................................................................................  
188 R. turanicus, May 01, ZA  1   ..................................................................................  
197 R. turanicus, Jun 01, AV  1   ..........................C.......................................................  
34 R. turanicus, Mar 01, AV   1   ..................................................................................  
41 R. turanicus, Mar 01, AV   1   ..................................................................................  
108 R. turanicus, Abr 02, AV  1   ..................................................................................  
122 R. turanicus, Abr 02, LE  1   ..................................................................................  
138 R. turanicus, May 02, AV  1   ..................................................................................  
234 R. turanicus, Jun 02, AV  1   ..................................................................................  
235 R. turanicus, Jun 02, AV  1   ..................................................................................  
 
 
Figura 24. Alineamiento múltiple de las secuencias de los 14 amplicones gtlA (cebadores RpCS 877p y RpCS 1258n), obtenidos a partir de 14 ejemplares de R. 
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Rickettsia sp. Bar29 gtlA   1   GGGCTAATGAAGTGGTAATAAATATGCTTAAAGAAATCGGTAGTTCAGAGTATATTCCTAAATATATAGCTAAAGCTAAGGATAAAAATGATCCATTTAGGTTAATGGGTTTTGGTCATC  
R. massiliae gtlA           1   ........................................................................................................................  
38 I. ricinus, Abr 97, AV   1   ........................................................................................................................  
55 I. ricinus, May 97, AV   1   ........................................................................................................................  
708 I. ricinus, Jun 00, BU  1   ........................................................................................................................  
149 I. ricinus, May 02, BU  1   ........................................................................................................................  
 
                                        130       140       150       160       170       180       190       200       210       220       230       240 
                                ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Rickettsia sp. Bar29 gtlA   121 GTATATATAAAAACTATGACCCGCGTGCCGCAGTACTTAAAGAAACGTGCAAAGAAGTATTAAAGGAACTCGGGCAGTTAGACAACAATCCGCTCTTACAAATAGCAATAGAACTTGAAG  
R. massiliae gtlA           1   ........................................................................................................................  
38 I. ricinus, Abr 97, AV   1   ........................................................................................................................  
55 I. ricinus, May 97, AV   1   ........................................................................................................................  
708 I. ricinus, Jun 00, BU  1   ........................................................................................................................  
149 I. ricinus, May 02, BU  1   ........................................................................................................................  
 
                                        250       260       270       280       290       300       310       320       330       340  
                                ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|. 
Rickettsia sp. Bar29 gtlA   241 CTATCGCTCTTAAAGATGAATATTTTATTGAGAGAAAATTATATCCAAATGTTGATTTTTATTCGGGTATTATCTATAAAGCTATGGGTATACC----GTCGCAAA  
R. massiliae gtlA           1   ..............................................................................................----........  
38 I. ricinus, Abr 97, AV   1   ..............................................................................................----........  
55 I. ricinus, May 97, AV   1   ..............................................................................................----........  
708 I. ricinus, Jun 00, BU  1   ...........................................................................................T..AAAG........  




Figura 25. Alineamiento múltiple de las secuencias de los 4 amplicones gtlA (cebadores RpCS 877p y RpCS 1258n), obtenidos a partir de 4 
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                                 ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Rickettsia sp. Bar29 gtlA    1   GGGCTAATGAAGTGGTAATAAATATGCTTAAAGAAATCGGTAGTTCAGAGTATATTCCTAAATATATAGCTAAAGCTAAGGATAAAAATGATCCATTTAGGTTAATGGGTTTTGGTCATC  
R. massiliae gtlA            1   ........................................................................................................................  
301 R. pusillus, Jun 02, AV  1   ........................................................................................................................  
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                                 ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Rickettsia sp. Bar29 gtlA    121 GTATATATAAAAACTATGACCCGCGTGCCGCAGTACTTAAAGAAACGTGCAAAGAAGTATTAAAGGAACTCGGGCAGTTAGACAACAATCCGCTCTTACAAATAGCAATAGAACTTGAAG  
R. massiliae gtlA            1   ........................................................................................................................  
301 R. pusillus, Jun 02, AV  1   ........................................................................................................................  
 
                                         250       260       270       280       290       300       310       320       330       340 
                                 ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|.. 
Rickettsia sp. Bar29 gtlA    241 CTATCGCTCTTAAAGATGAATATTTTATTGAGAGAAAATTATATCCAAATGTTGATTTTTATTCGGGTATTATCTATAAAGCTATGGGTATACCGTCGCAAA  
R. massiliae gtlA            1   ......................................................................................................  




Figura 26. Alineamiento múltiple de la secuencias del amplicón gtlA (cebadores RpCS 877p y RpCS 1258n), obtenido a partir de un ejemplar de 



















Grupo 4: Rickettsia slovaca. 
 
Se incluyen en este grupo un total 42 muestras de rickettsias identificadas en otros 
tantos ejemplares de garrapatas (41 D. marginatus y 1 D. reticulatus). De dichas muestras 
se obtuvieron, secuenciaron y compararon un total de 50 amplicones (39 del del gen gtlA y 
11 del rOmpA). Para 8 ejemplares de D. marginatus (números 33, 65, 385, 468, 416, 481, 
22 y 271) se obtuvieron y se secuenciaron ambos amplicones. 
 
 Las 39 secuencias del amplicón gtlA fueron obtenidas en ejemplares de D. 
marginatus. En todas ellas la comparación con el fragmento homólogo de R. slovaca 
reveló un nucleótido de diferencia (T por G) en la posición 153 del fragmento amplificado. 
Tres de ellas (nº 23, 73 y 385) presentaron, además, otras diferencias en su secuencia 
respecto a la de R. slovaca (Tabla XXII). Dos de estas tres muestras (nº 73 y 385) 
resultaron idénticas entre sí.  
 
 
Tabla XXII. Diferencias en la secuencia de los amplicones gtlA (cebadores RpCS 877p y 
RpCS 1258n), obtenidos a partir de 39 ejemplares de D. marginatus, respecto a la secuencia 












Todas D. marginatus 153 T por G 







Inserción de TTCC 
G por T 
T por A 
C por G 
C por T 
T por G 
73, 385 D. marginatus 153 327 
T por G 




 Los 11 amplicones rOmpA se obtuvieron a partir de 10 ejemplares de D. 
marginatus y de un D. reticulatus. La comparación de sus secuencias con la homóloga de 
R. slovaca mostró una identidad del 100% en todas ellas. 
 
 Las figuras 27 y 28 muestran, por separado, los alineamientos múltiples para las 
secuencias del amplicón gtlA y para las del amplicón rOmpA frente a las secuencias 
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Figura 27. Alineamiento múltiple de las secuencias de los 39 amplicones gtlA (cebadores RpCS 877p y 
RpCS 1258n), obtenidos a partir de 39 ejemplares de D. marginatus, con la secuencia homóloga de R. 
slovaca (U59725). Se subrayan los ejemplares para los que también se obtuvo y secuenció el fragmento 
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R. slovaca gtlA                1   GGCTAATGAAGCGGTAATAAATATGCTTAAAG----AAATCGGTAGTTCTGAGTATATTCCTAAATATATAGCTAAAGCTAAGGATAAAA  
23 D. marginatus, Abr 97, SO   1   ................................TTCC...G....TCC...........................................  
33 D. marginatus, Abr 97, BU   1   ................................----......................................................  
34 D. marginatus, Abr 97, BU   1   ................................----......................................................  
42 D. marginatus, Abr 97, SO   1   ................................----......................................................  
65 D. marginatus, May 97, PA   1   ................................----......................................................  
73 D. marginatus, Abr 97 SG    1   ................................----......................................................  
76 D. marginatus, May 97, BU   1   ................................----......................................................  
90 D. marginatus, May 97, SO   1   ................................----......................................................  
330 D. marginatus, Nov 97, SO  1   ................................----......................................................  
332 D. marginatus, Nov 97, SO  1   ................................----......................................................  
334 D. marginatus, Nov 97, SO  1   ................................----......................................................  
385 D. marginatus, Jul 97, SG  1   ................................----......................................................  
368 D. marginatus, Ene 98, BU  1   ................................----......................................................  
458 D. marginatus, May 98, BU  1   ................................----......................................................  
464 D. marginatus, May 98, BU  1   ................................----......................................................  
465 D. marginatus, May 98, PA  1   ................................----......................................................  
468 D. marginatus, May 98, ZA  1   ................................----......................................................  
696 D. marginatus, Oct 98, BU  1   ................................----......................................................  
701 D. marginatus, Oct 98, VA  1   ................................----......................................................  
713 D. marginatus, Oct 98, BU  1   ................................----......................................................  
741 D. marginatus, Nov 98, BU  1   ................................----......................................................  
416 D. marginatus, Sep 99, PA  1   ................................----......................................................  
442 D. marginatus, Oct 99, BU  1   ................................----......................................................  
444 D. marginatus, Oct 99, PA  1   ................................----......................................................  
481 D. marginatus, Oct 99, SO  1   ................................----......................................................  
550 D. marginatus, Abr 00, AV  1   ................................----......................................................  
552 D. marginatus, Abr 00, BU  1   ................................----......................................................  
553 D. marginatus, Abr 00, PA  1   ................................----......................................................  
578 D. marginatus, May 00, BU  1   ................................----......................................................  
118 D. marginatus, May 01, AV  1   ................................----......................................................  
139 D. marginatus, May 01, VA  1   ................................----......................................................  
141 D. marginatus, May 01, SA  1   ................................----......................................................  
148 D. marginatus, May 01, SA  1   ................................----......................................................  
18 D. marginatus, Feb 02, SO   1   ................................----......................................................  
22 D. marginatus, Feb 02, PA   1   ................................----......................................................  
32 D. marginatus, Mar 02, BU   1   ................................----......................................................  
96 D. marginatus, Abr 02, LE   1   ................................----......................................................  
216 D. marginatus, May 02, VA  1   ................................----......................................................  
271 D. marginatus, Jun 02, SO  1   ................................----......................................................  
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R. slovaca gtlA                87  ATGATCCATTTAGATTAATGGGTTTTGGTCATCGTGTATATAAAAACTATGACCCGCGTGCCGCAGTACTTAAAGAAACGTGCAAAGAAG  
23 D. marginatus, Abr 97, SO   8   ..............................................................T...........................  
33 D. marginatus, Abr 97, BU   1   ..............................................................T...........................  
34 D. marginatus, Abr 97, BU   1   ..............................................................T...........................  
42 D. marginatus, Abr 97, SO   1   ..............................................................T...........................  
65 D. marginatus, May 97, PA   1   ..............................................................T...........................  
73 D. marginatus, Abr 97 SG    1   ..............................................................T...........................  
76 D. marginatus, May 97, BU   1   ..............................................................T...........................  
90 D. marginatus, May 97, SO   1   ..............................................................T...........................  
330 D. marginatus, Nov 97, SO  1   ..............................................................T...........................  
332 D. marginatus, Nov 97, SO  1   ..............................................................T...........................  
334 D. marginatus, Nov 97, SO  1   ..............................................................T...........................  
385 D. marginatus, Jul 97, SG  1   ..............................................................T...........................  
368 D. marginatus, Ene 98, BU  1   ..............................................................T...........................  
458 D. marginatus, May 98, BU  1   ..............................................................T...........................  
464 D. marginatus, May 98, BU  1   ..............................................................T...........................  
465 D. marginatus, May 98, PA  1   ..............................................................T...........................  
468 D. marginatus, May 98, ZA  1   ..............................................................T...........................  
696 D. marginatus, Oct 98, BU  1   ..............................................................T...........................  
701 D. marginatus, Oct 98, VA  1   ..............................................................T...........................  
713 D. marginatus, Oct 98, BU  1   ..............................................................T...........................  
741 D. marginatus, Nov 98, BU  1   ..............................................................T...........................  
416 D. marginatus, Sep 99, PA  1   ..............................................................T...........................  
442 D. marginatus, Oct 99, BU  1   ..............................................................T...........................  
444 D. marginatus, Oct 99, PA  1   ..............................................................T...........................  
481 D. marginatus, Oct 99, SO  1   ..............................................................T...........................  
550 D. marginatus, Abr 00, AV  1   ..............................................................T...........................  
552 D. marginatus, Abr 00, BU  1   ..............................................................T...........................  
553 D. marginatus, Abr 00, PA  1   ..............................................................T...........................  
578 D. marginatus, May 00, BU  1   ..............................................................T...........................  
118 D. marginatus, May 01, AV  1   ..............................................................T...........................  
139 D. marginatus, May 01, VA  1   ..............................................................T...........................  
141 D. marginatus, May 01, SA  1   ..............................................................T...........................  
148 D. marginatus, May 01, SA  1   ..............................................................T...........................  
18 D. marginatus, Feb 02, SO   1   ..............................................................T...........................  
22 D. marginatus, Feb 02, PA   1   ..............................................................T...........................  
32 D. marginatus, Mar 02, BU   1   ..............................................................T...........................  
96 D. marginatus, Abr 02, LE   1   ..............................................................T...........................  
216 D. marginatus, May 02, VA  1   ..............................................................T...........................  









Figura 27 (continuación). Alineamiento múltiple de las secuencias de los 39 amplicones gtlA (cebadores 
RpCS 877p y RpCS 1258n), obtenidos a partir de 39 ejemplares de D. marginatus, con la secuencia 
homóloga de R. slovaca (U59725). Se subrayan los ejemplares para los que también se obtuvo y secuenció 




                                           190       200       210       220       230       240       250       260       270 
                                   ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. slovaca gtlA                177 TATTAAAGGAACTCGGGCAGCTAGACAACAATCCGCTCTTACAAATAGCAATAGAACTTGAAGCTATTGCTCTTAAAGATGAATATTTTA  
23 D. marginatus, Abr 97, SO   9   ..........................................................................................  
33 D. marginatus, Abr 97, BU   1   ..........................................................................................  
34 D. marginatus, Abr 97, BU   1   ..........................................................................................  
42 D. marginatus, Abr 97, SO   1   ..........................................................................................  
65 D. marginatus, May 97, PA   1   ..........................................................................................  
73 D. marginatus, Abr 97 SG    1   ..........................................................................................  
76 D. marginatus, May 97, BU   1   ..........................................................................................  
90 D. marginatus, May 97, SO   1   ..........................................................................................  
330 D. marginatus, Nov 97, SO  1   ..........................................................................................  
332 D. marginatus, Nov 97, SO  1   ..........................................................................................  
334 D. marginatus, Nov 97, SO  1   ..........................................................................................  
385 D. marginatus, Jul 97, SG  1   ..........................................................................................  
368 D. marginatus, Ene 98, BU  1   ..........................................................................................  
458 D. marginatus, May 98, BU  1   ..........................................................................................  
464 D. marginatus, May 98, BU  1   ..........................................................................................  
465 D. marginatus, May 98, PA  1   ..........................................................................................  
468 D. marginatus, May 98, ZA  1   ..........................................................................................  
696 D. marginatus, Oct 98, BU  1   ..........................................................................................  
701 D. marginatus, Oct 98, VA  1   ..........................................................................................  
713 D. marginatus, Oct 98, BU  1   ..........................................................................................  
741 D. marginatus, Nov 98, BU  1   ..........................................................................................  
416 D. marginatus, Sep 99, PA  1   ..........................................................................................  
442 D. marginatus, Oct 99, BU  1   ..........................................................................................  
444 D. marginatus, Oct 99, PA  1   ..........................................................................................  
481 D. marginatus, Oct 99, SO  1   ..........................................................................................  
550 D. marginatus, Abr 00, AV  1   ..........................................................................................  
552 D. marginatus, Abr 00, BU  1   ..........................................................................................  
553 D. marginatus, Abr 00, PA  1   ..........................................................................................  
578 D. marginatus, May 00, BU  1   ..........................................................................................  
118 D. marginatus, May 01, AV  1   ..........................................................................................  
139 D. marginatus, May 01, VA  1   ..........................................................................................  
141 D. marginatus, May 01, SA  1   ..........................................................................................  
148 D. marginatus, May 01, SA  1   ..........................................................................................  
18 D. marginatus, Feb 02, SO   1   ..........................................................................................  
22 D. marginatus, Feb 02, PA   1   ..........................................................................................  
32 D. marginatus, Mar 02, BU   1   ..........................................................................................  
96 D. marginatus, Abr 02, LE   1   ..........................................................................................  
216 D. marginatus, May 02, VA  1   ..........................................................................................  
271 D. marginatus, Jun 02, SO  1   ..........................................................................................  
 
                                           280       290       300       310       320       330       340 
                                   ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. slovaca gtlA                267 TTGAGAGAAAATTATATCCAAATGTTGATTTTTATTCGGGTATTATCTATAAAGCTATGGGTATACCGTCGCAAA  
23 D. marginatus, Abr 97, SO   9   ...........................................................................  
33 D. marginatus, Abr 97, BU   1   ...........................................................................  
34 D. marginatus, Abr 97, BU   1   ...........................................................................  
42 D. marginatus, Abr 97, SO   1   ...........................................................................  
65 D. marginatus, May 97, PA   1   ...........................................................................  
73 D. marginatus, Abr 97 SG    1   ........................................................G..................  
76 D. marginatus, May 97, BU   1   ...........................................................................  
90 D. marginatus, May 97, SO   1   ...........................................................................  
330 D. marginatus, Nov 97, SO  1   ...........................................................................  
332 D. marginatus, Nov 97, SO  1   ...........................................................................  
334 D. marginatus, Nov 97, SO  1   ...........................................................................  
385 D. marginatus, Jul 97, SG  1   ........................................................G..................  
368 D. marginatus, Ene 98, BU  1   ...........................................................................  
458 D. marginatus, May 98, BU  1   ...........................................................................  
464 D. marginatus, May 98, BU  1   ...........................................................................  
465 D. marginatus, May 98, PA  1   ...........................................................................  
468 D. marginatus, May 98, ZA  1   ...........................................................................  
696 D. marginatus, Oct 98, BU  1   ...........................................................................  
701 D. marginatus, Oct 98, VA  1   ...........................................................................  
713 D. marginatus, Oct 98, BU  1   ...........................................................................  
741 D. marginatus, Nov 98, BU  1   ...........................................................................  
416 D. marginatus, Sep 99, PA  1   ...........................................................................  
442 D. marginatus, Oct 99, BU  1   ...........................................................................  
444 D. marginatus, Oct 99, PA  1   ...........................................................................  
481 D. marginatus, Oct 99, SO  1   ...........................................................................  
550 D. marginatus, Abr 00, AV  1   ...........................................................................  
552 D. marginatus, Abr 00, BU  1   ...........................................................................  
553 D. marginatus, Abr 00, PA  1   ...........................................................................  
578 D. marginatus, May 00, BU  1   ...........................................................................  
118 D. marginatus, May 01, AV  1   ...........................................................................  
139 D. marginatus, May 01, VA  1   ...........................................................................  
141 D. marginatus, May 01, SA  1   ...........................................................................  
148 D. marginatus, May 01, SA  1   ...........................................................................  
18 D. marginatus, Feb 02, SO   1   ...........................................................................  
22 D. marginatus, Feb 02, PA   1   ...........................................................................  
32 D. marginatus, Mar 02, BU   1   ...........................................................................  
96 D. marginatus, Abr 02, LE   1   ...........................................................................  
216 D. marginatus, May 02, VA  1   ...........................................................................  




                                             10        20        30        40        50        60        70        80        90       100       110       120       130       140 
                                    ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. slovaca rOmpA par cds        1   TTATTTCAAAAAGCAATACAACAAGGTCTTAAAGCCGCTTTATTCACCACCTCAACCGCAGCGATAATGCTGAGTAGTAGCGGGGCACTCGGTGTTGCTGCAGGTGTTATTGCTACTAATAATAATGCAGCATTTAGTGA  
14 D. reticulatus, Abr 97, SO   1   ............................................................................................................................................  
33 D. marginatus, Abr 97, BU    1   ............................................................................................................................................  
65 D. marginatus, May 97, PA    1   ............................................................................................................................................  
278 D. marginatus, Sep, 97, BU  1   ............................................................................................................................................  
385 D. marginatus, Jul 97, SG   1   ............................................................................................................................................  
404 D. marginatus, Feb 98, SO   1   ............................................................................................................................................  
468 D. marginatus, May 98, ZA   1   ............................................................................................................................................  
416 D. marginatus, Sep 99, PA   1   ............................................................................................................................................  
481 D. marginatus, Oct 99, SO   1   ............................................................................................................................................  
22 D. marginatus, Feb 02, PA    1   ............................................................................................................................................  
271 D. marginatus, Jn 02, SO    1   ............................................................................................................................................  
 
                                            150       160       170       180       190       200       210       220       230       240       250       260       270       280 
                                    ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. slovaca rOmpA par cds        141 TAATGTTGGCAATAATAATTGGAATGAGATAACGGCTGGAGGGGTAGCTAATGGTACTCCTGCTGGCAGTCCTCAAAACAATTGGGCATTTACTTACGGTGGTGATTATACTATCACTGCAGATGCAGCCGATCGTATTA  
14 D. reticulatus, Abr 97, SO   1   ............................................................................................................................................  
33 D. marginatus, Abr 97, BU    1   ............................................................................................................................................  
65 D. marginatus, May 97, PA    1   ............................................................................................................................................  
278 D. marginatus, Sep, 97, BU  1   ............................................................................................................................................  
385 D. marginatus, Jul 97, SG   1   ............................................................................................................................................  
404 D. marginatus, Feb 98, SO   1   ............................................................................................................................................  
468 D. marginatus, May 98, ZA   1   ............................................................................................................................................  
416 D. marginatus, Sep 99, PA   1   ............................................................................................................................................  
481 D. marginatus, Oct 99, SO   1   ............................................................................................................................................  
22 D. marginatus, Feb 02, PA    1   ............................................................................................................................................  
271 D. marginatus, Jn 02, SO    1   ............................................................................................................................................  
 
                                            290       300       310       320       330       340       350       360       370       380       390       400       410       420 
                                    ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. slovaca rOmpA par cds        281 TTACGGCTATAAATGTTGCGGGTACTACTCCCGTAGGTCTAAATATTGCTCAAAATACCGTCGTTGGTTCGATTATAACGAGAGGTAACTTGTTGCCTGTTACTATTAATGCCGGCAAAAGCTTAACTTTAAACGGTAAT  
14 D. reticulatus, Abr 97, SO   1   ............................................................................................................................................  
33 D. marginatus, Abr 97, BU    1   ............................................................................................................................................  
65 D. marginatus, May 97, PA    1   ............................................................................................................................................  
278 D. marginatus, Sep, 97, BU  1   ............................................................................................................................................  
385 D. marginatus, Jul 97, SG   1   ............................................................................................................................................  
404 D. marginatus, Feb 98, SO   1   ............................................................................................................................................  
468 D. marginatus, May 98, ZA   1   ............................................................................................................................................  
416 D. marginatus, Sep 99, PA   1   ............................................................................................................................................  
481 D. marginatus, Oct 99, SO   1   ............................................................................................................................................  
22 D. marginatus, Feb 02, PA    1   ............................................................................................................................................  
271 D. marginatus, Jn 02, SO    1   ............................................................................................................................................  
 
                                            430       440       450       460       470       480       490       500       510       520       530       540       550       560 
                                    ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. slovaca rOmpA par cds        421 AATGCTGTTGCTGCAAATCATGGTTTTGATTCTCCTGCCGATAATTATACAGGTTTAGGAAATATAGCTTTAGGGGGAGCGAATGCTGCACTAATTATACAATCTGCAGCCCCGGCAAAGATAACACTTGCAGGAAATAT  
14 D. reticulatus, Abr 97, SO   1   ............................................................................................................................................  
33 D. marginatus, Abr 97, BU    1   ............................................................................................................................................  
65 D. marginatus, May 97, PA    1   ............................................................................................................................................  
278 D. marginatus, Sep, 97, BU  1   ............................................................................................................................................  
385 D. marginatus, Jul 97, SG   1   ............................................................................................................................................  
404 D. marginatus, Feb 98, SO   1   ............................................................................................................................................  
468 D. marginatus, May 98, ZA   1   ............................................................................................................................................  
416 D. marginatus, Sep 99, PA   1   ............................................................................................................................................  
481 D. marginatus, Oct 99, SO   1   ............................................................................................................................................  
22 D. marginatus, Feb 02, PA    1   ............................................................................................................................................  
271 D. marginatus, Jn 02, SO    1   ............................................................................................................................................  
 
                                            570       580       590 
                                    ....|....|....|....|....|....| 
R. slovaca rOmpA par cds        561 AAATGGAGGAGGTATAATAACTGTCAAGAC  
14 D. reticulatus, Abr 97, SO   1   ..............................  
33 D. marginatus, Abr 97, BU    1   ..............................  
65 D. marginatus, May 97, PA    1   ..............................  
278 D. marginatus, Sep, 97, BU  1   ..............................  
385 D. marginatus, Jul 97, SG   1   ..............................  
404 D. marginatus, Feb 98, SO   1   ..............................  
468 D. marginatus, May 98, ZA   1   ..............................  
416 D. marginatus, Sep 99, PA   1   ..............................  
481 D. marginatus, Oct 99, SO   1   ..............................  
22 D. marginatus, Feb 02, PA    1   ..............................  
271 D. marginatus, Jn 02, SO    1   ..............................  
 
 
Figura 28. Alineamiento múltiple de las secuencias de los 11 amplicones rOmpA (cebadores Rr 190.70p y Rr 190.701n), obtenidos a partir de 10 
ejemplares de D. marginatus y un D. reticulatus, con la secuencia homóloga de R. slovaca (U433808). Se subrayan los ejemplares para los que también 




















Grupo 5: Rickettsia aeschlimannii. 
 
En este grupo se han incluido las rickettsias detectadas en 35 garrapatas: 19 H. 
marginatum, 7 R. bursa, 3 R. turanicus, 3 I. ricinus, un ejemplar del complejo R. 
sanguineus, un R. sanguineus sensu stricto y un H. punctata.  
 
Los amplicones obtenidos y secuenciados han sido 14 del gen gtlA y 21 del 
rOmpA. 
 
Los 14 amplicones gtlA se obtuvieron a partir de 10 ejemplares de H. marginatum, 
2 R. bursa, un ejemplar del complejo R. sanguineus y un I. ricinus (Figura 29). Solamente 
la muestra procedente de I. ricinus presentó diferencias de secuencia respecto a la 
homóloga de R. aeschlimannii (cambio de T por G en las posiciones 278, 279, 307 y 310). 
Las otras trece secuencias resultaron idénticas entre sí y a la de R. aeschlimannii. 
 
Los 21 fragmentos del gen rOmpA se obtuvieron a partir de 9 H. marginatum, 5 R. 
bursa, 3 R. turanicus, 2 I. ricinus, 1 R. sanguineus sensu stricto y 1 H. punctata.  
 
La secuencia obtenida para el ejemplar de H. punctata fue la única que resultó 
idéntica al fragmento homólogo de R. aeschlimannii; el resto de secuencias presentaron 
algunas diferencias respecto a la especie tipo, que se detallan en la tabla XXIII.  
 
En dicha tabla y en la figura 30 se pueden observar, entre otras, las siguientes 
particularidades en relación con el amplicón rOmpA. 
 
Diez amplicones, los obtenidos a partir de 7 ejemplares de H. marginatum (nº 209, 
663, 251, 256, 299, 303 y 225), un R. bursa (nº 319), un R. turanicus (nº 324) y un I. 
ricinus (nº 276), resultaron idénticos entre sí. 
 
Por otra parte, los 4 amplicones obtenidos a partir de 2 ejemplares de R. bursa (nº 
668 y 362), un R. turanicus (nº 297) y un H. marginatum (nº 337) también resultaron 
idénticos entre sí. 
 
Todas las secuencias (excepto la obtenida la obtenida a partir de H. punctata) 
presentaron en la posición 343 del fragmento amplificado el cambio de una C por una T 
respecto al homólogo de R. aeschlimannii y, además, 16 de estos amplicones mostraron la 
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Tabla XXIII. Diferencias en la secuencia de los amplicones rOmpA (cebadores Rr 190.70n 
y Rr 190.701n), obtenidos a partir de 9 ejemplares de H. marginatum, 4 de R. bursa, 3 de R. 
turanicus sensu stricto, 2 de I. ricinus y uno de R. sanguineus sensu stricto, respecto a la 
secuencia homóloga de R. aeschlimannii (U43800). 
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G por C 
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                                            10        20        30        40        50        60        70        80        90       100       110       120 
                                   ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. aeschlimanni gtlA           1   GGCTAATGAAGTGGTAATAAATATGCTTAAAGAAATCGGTAGTTCTGAGTATATTCCTAAATATATAGCTAAAGCTAAGGATAAAAATGATCCATTTAGGTTAATGGGTTTTGGTCATCG  
61 I. ricinus, May 97, PA      1   ........................................................................................................................  
63 R. bursa, May 97, SA        1   ........................................................................................................................  
83 H. marginatum, May 97, SA   1   ........................................................................................................................  
84 H. marginatum, May 97, AV   1   ........................................................................................................................  
85 H. marginatum, May 97, AV   1   ........................................................................................................................  
88 H. marginatum, May 97, AV   1   ........................................................................................................................  
93 H. marginatum, May 97, SO   1   ........................................................................................................................  
125 H. marginatum, Jun 97, SA  1   ........................................................................................................................  
180 H. marginatum, Jun 97, ZA  1   ........................................................................................................................  
689 H. marginatum, Jun 00, ZA  1   ........................................................................................................................  
713 R. sanguineus, Jun 00, AV  1   ........................................................................................................................  
726 R. bursa, Jun 00, AV       1   ........................................................................................................................  
133 H. marginatum, May 02, ZA  1   ........................................................................................................................  
306 H. marginatum, Jun 02, AV  1   ........................................................................................................................  
 
                                           130       140       150       160       170       180       190       200       210       220       230       240 
                                   ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. aeschlimanni gtlA           121 TGTATATAAAAACTATGACCCGCGTGCCGCAGTACTTAAAGAAACGTGCAAAGAAGTATTAAAGGAACTCGGGCAGCTAGACAACAATCCGCTCTTACAAATAGCAATAGAACTTGAAGC  
61 I. ricinus, May 97, PA      1   ........................................................................................................................  
63 R. bursa, May 97, SA        1   ........................................................................................................................  
83 H. marginatum, May 97, SA   1   ........................................................................................................................  
84 H. marginatum, May 97, AV   1   ........................................................................................................................  
85 H. marginatum, May 97, AV   1   ........................................................................................................................  
88 H. marginatum, May 97, AV   1   ........................................................................................................................  
93 H. marginatum, May 97, SO   1   ........................................................................................................................  
125 H. marginatum, Jun 97, SA  1   ........................................................................................................................  
180 H. marginatum, Jun 97, ZA  1   ........................................................................................................................  
689 H. marginatum, Jun 00, ZA  1   ........................................................................................................................  
713 R. sanguineus, Jun 00, AV  1   ........................................................................................................................  
726 R. bursa, Jun 00, AV       1   ........................................................................................................................  
133 H. marginatum, May 02, ZA  1   ........................................................................................................................  
306 H. marginatum, Jun 02, AV  1   ........................................................................................................................  
 
                                           250       260       270       280       290       300       310       320       330       340 
                                   ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|. 
R. aeschlimanni gtlA           241 TATCGCTCTTAAAGATGAATATTTTATTGAGAGAAAATTATATCCAAATGTTGATTTTTATTCGGGTATTATCTATAAAGCTATGGGTATACCGTCGCAAA  
61 I. ricinus, May 97, PA      1   .....................................GG...........................G..G...............................  
63 R. bursa, May 97, SA        1   .....................................................................................................  
83 H. marginatum, May 97, SA   1   .....................................................................................................  
84 H. marginatum, May 97, AV   1   .....................................................................................................  
85 H. marginatum, May 97, AV   1   .....................................................................................................  
88 H. marginatum, May 97, AV   1   .....................................................................................................  
93 H. marginatum, May 97, SO   1   .....................................................................................................  
125 H. marginatum, Jun 97, SA  1   .....................................................................................................  
180 H. marginatum, Jun 97, ZA  1   .....................................................................................................  
689 H. marginatum, Jun 00, ZA  1   .....................................................................................................  
713 R. sanguineus, Jun 00, AV  1   .....................................................................................................  
726 R. bursa, Jun 00, AV       1   .....................................................................................................  
133 H. marginatum, May 02, ZA  1   .....................................................................................................  
306 H. marginatum, Jun 02, AV  1   .....................................................................................................  
 
Figura 29. Alineamiento múltiple de las secuencias de los 14 amplicones gtlA (cebadores RpCS 877p y RpCS 1258n), obtenidos a partir de 10 ejemplares 


























                                             10        20        30        40        50        60        70        80        90       100       110       120       130 
                                    ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. aeschlimannii rOmpA par cds  1   TTATTTCAAAAAGCAATACAACAAGGTCTTAAAGCCGCTTTATTCACCA-CTTCAACCGCAGCGATAATGCTGAGTAGTAGCGGGGCACTCGGTGTTGCTGCAGGTGTTGTTTCTAATAATAATAATGCA  
209 H. marginatum, Jun 99, ZA   1   ................................................-A................................................................................  
663 H. marginatum, May 00, SA   1   ................................................-A................................................................................  
251 H. marginatum, Jun 02, AV   1   ................................................-A................................................................................  
256 H. marginatum, Jun 02, AV   1   ................................................-A................................................................................  
299 H. marginatum, Jun 02, AV   1   ................................................-A................................................................................  
303 H. marginatum, Jun 02, AV   1   ................................................-A................................................................................  
319 R. bursa, Jun 02, SG        1   ................................................-A................................................................................  
324 R. turanicus, May 02, SA    1   ................................................-A................................................................................  
325 R. bursa, May 02, SA        1   ................................................-A....................T...........................................................  
381 H. marginatum, Jun 02, AV   1   ................................................-A................................................................................  
225 H. marginatum, Jun 02, AV   1   ................................................-A................................................................................  
276 I. ricinus, Jun 02, BU      1   ................................................-A................................................................................  
295 I. ricinus, Jun 02, BU      1   ................C..........G.................T..-A.....T..........................................................................  
323 R. turanicus, May 02, SA    1   .............................................T..-A.C...T..............A..................C.......................T................  
338 R. bursa, Jun 02, SA        1   ......TT........C..TC......G....C............T..CA.C...T.............AA..................C........................................  
372 R. sanguineus, May 02, SA   1   ................................................CA................................................................................  
668 R. bursa, May 00, SA        1   .................................................-................................................................................  
297 R. turanicus, Jun 02, LE    1   .................................................-................................................................................  
337 H. marginatum, Mar 02, SA   1   .................................................-................................................................................  
362 R. bursa, Jun 02, AV        1   .................................................-................................................................................  
293 H. punctata, Jun 02, BU     1   .................................................-................................................................................  
 
                                            140       150       160       170       180       190       200       210       220       230       240       250       260 
                                    ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. aeschlimannii rOmpA par cds  130 GCATTTAGTGATCTTGCTGCTGCCAATAATTGGAATGATATAACGGCTGAAGGGATAGCTAATGGTACTCCTGTTGATGGTCCTCAAAATGGTATGGCATTTACTTACGGTGGTGATCATACTATCACTG  
209 H. marginatum, Jun 99, ZA   1   ..................................................................................................................................  
663 H. marginatum, May 00, SA   1   ..................................................................................................................................  
251 H. marginatum, Jun 02, AV   1   ..................................................................................................................................  
256 H. marginatum, Jun 02, AV   1   ..................................................................................................................................  
299 H. marginatum, Jun 02, AV   1   ..................................................................................................................................  
303 H. marginatum, Jun 02, AV   1   ..................................................................................................................................  
319 R. bursa, Jun 02, SG        1   ..................................................................................................................................  
324 R. turanicus, May 02, SA    1   ..................................................................................................................................  
325 R. bursa, May 02, SA        2   ..................................................................................................................................  
381 H. marginatum, Jun 02, AV   1   ..................................................................................................................................  
225 H. marginatum, Jun 02, AV   1   ..................................................................................................................................  
276 I. ricinus, Jun 02, BU      1   ..................................................................................................................................  
295 I. ricinus, Jun 02, BU      5   .................................................G.......................................C....G...................................  
323 R. turanicus, May 02, SA    7   .........................................................................................C....G...................................  
338 R. bursa, Jun 02, SA        15  .................................................G.......................................C....G...................................  
372 R. sanguineus, May 02, SA   2   ..................................................................................................................................  
668 R. bursa, May 00, SA        1   ..................................................................................................................................  
297 R. turanicus, Jun 02, LE    1   ..................................................................................................................................  
337 H. marginatum, Mar 02, SA   1   ..................................................................................................................................  
362 R. bursa, Jun 02, AV        1   ..................................................................................................................................  
293 H. punctata, Jun 02, BU     1   ..................................................................................................................................  
 
Figura 30. Alineamiento múltiple de las secuencias de los 21 amplicones rOmpA (cebadores Rr 190.70p y Rr 190.701n), obtenidos a partir de 9 ejemplares de 
H. marginatum, 5 de R. bursa, 3 de R. turanicus sensu stricto, 2 de I. ricinus, 1 de R. sanguineus sensu stricto y  1 de H. punctata, con la secuencia homóloga 























                                            270       280       290       300       310       320       330       340       350       360       370       380       390 
                                    ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. aeschlimannii rOmpA par cds  260 CAGATGAAGCCGGTCGTATTATTACGGCTATAAATGTTGCGGGTACTACTCCCGTAGGTCTAAATATTACTCAAAATACCGTTGTTGGTTCGATTGTGACGGGAGGTAACTTGTTGCCTGTTACTATTAC  
209 H. marginatum, Jun 99, ZA   1   ..................................................................................C...............................................  
663 H. marginatum, May 00, SA   1   ..................................................................................C...............................................  
251 H. marginatum, Jun 02, AV   1   ..................................................................................C...............................................  
256 H. marginatum, Jun 02, AV   1   ..................................................................................C...............................................  
299 H. marginatum, Jun 02, AV   1   ..................................................................................C...............................................  
303 H. marginatum, Jun 02, AV   1   ..................................................................................C...............................................  
319 R. bursa, Jun 02, SG        1   ..................................................................................C...............................................  
324 R. turanicus, May 02, SA    1   ..................................................................................C...............................................  
325 R. bursa, May 02, SA        2   ..................................................................................C...............................................  
381 H. marginatum, Jun 02, AV   1   ..................................................................................C...............................................  
225 H. marginatum, Jun 02, AV   1   ..................................................................................C...............................................  
276 I. ricinus, Jun 02, BU      1   ..................................................................................C...............................................  
295 I. ricinus, Jun 02, BU      8   ..................................................................................C...............................................  
323 R. turanicus, May 02, SA    9   ..................................................................................C...............................................  
338 R. bursa, Jun 02, SA        18  ..................................................................................C...............................................  
372 R. sanguineus, May 02, SA   2   ..................................................................................C...............................................  
668 R. bursa, May 00, SA        1   ..................................................................................C...............................................  
297 R. turanicus, Jun 02, LE    1   ..................................................................................C...............................................  
337 H. marginatum, Mar 02, SA   1   ..................................................................................C...............................................  
362 R. bursa, Jun 02, AV        1   ..................................................................................C...............................................  
293 H. punctata, Jun 02, BU     1   ..................................................................................................................................  
 
                                            400       410       420       430       440       450       460       470       480       490       500       510       520 
                                    ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. aeschlimannii rOmpA par cds  390 TGCCGGCAAAAGCTTAACTTTAAACGGTACTAATGCTGTTGCTGCAAATCATGGTTTTGATGCTCCTGCCGATAATTATACAGGTTTAGGAAATATAACTTTAGAGGGAGAGAATGCT-GCACTAATTAT  
209 H. marginatum, Jun 99, ZA   2   ......................................................................................................................-...........  
663 H. marginatum, May 00, SA   2   ......................................................................................................................-...........  
251 H. marginatum, Jun 02, AV   2   ......................................................................................................................-...........  
256 H. marginatum, Jun 02, AV   2   ......................................................................................................................-...........  
299 H. marginatum, Jun 02, AV   2   ......................................................................................................................-...........  
303 H. marginatum, Jun 02, AV   2   ......................................................................................................................-...........  
319 R. bursa, Jun 02, SG        2   ......................................................................................................................-...........  
324 R. turanicus, May 02, SA    2   ......................................................................................................................-...........  
325 R. bursa, May 02, SA        3   ......................................................................................................................-...........  
381 H. marginatum, Jun 02, AV   2   ......................................................................................................................-...........  
225 H. marginatum, Jun 02, AV   2   ......................................................................................................................-...........  
276 I. ricinus, Jun 02, BU      2   ......................................................................................................................-...........  
295 I. ricinus, Jun 02, BU      9   ........................................................................................TA.......T......C.....C.......C..C........  
323 R. turanicus, May 02, SA    10  ........................................................................................................G.............-...........  
338 R. bursa, Jun 02, SA        19  ........................................................................................................G.............-...........  
372 R. sanguineus, May 02, SA   3   ......................................................................................................................-...........  
668 R. bursa, May 00, SA        1   ......................................................................................................................-...........  
297 R. turanicus, Jun 02, LE    1   ......................................................................................................................-...........  
337 H. marginatum, Mar 02, SA   1   ......................................................................................................................-...........  
362 R. bursa, Jun 02, AV        1   ......................................................................................................................-...........  
293 H. punctata, Jun 02, BU     1   ......................................................................................................................-...........  
 
                                            530       540       550       560       570       580       590 
                                    ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|... 
R. aeschlimannii rOmpA par cds  519 ACAATCTGTAACCCCGGCAAAGATAACACTTGCAGGAAATATAGATGG-AGGAGGTATAATAACTGTTAGTAC  
209 H. marginatum, Jun 99, ZA   2   ................................................-........................  
663 H. marginatum, May 00, SA   2   ................................................-........................  
251 H. marginatum, Jun 02, AV   2   ................................................-........................  
256 H. marginatum, Jun 02, AV   2   ................................................-........................  
299 H. marginatum, Jun 02, AV   2   ................................................-........................  
303 H. marginatum, Jun 02, AV   2   ................................................-........................  
319 R. bursa, Jun 02, SG        2   ................................................-........................  
324 R. turanicus, May 02, SA    2   ................................................-........................  
325 R. bursa, May 02, SA        3   ................................................-........................  
381 H. marginatum, Jun 02, AV   2   ....................................G...........-........................  
225 H. marginatum, Jun 02, AV   2   ................................................-........................  
276 I. ricinus, Jun 02, BU      2   ................................................-........................  
295 I. ricinus, Jun 02, BU      17  C..T....AGT.....................................G....................AG..  
323 R. turanicus, May 02, SA    11  ........C.......................................-........................  
338 R. bursa, Jun 02, SA        20  ........C.......................................-....................-C..  
372 R. sanguineus, May 02, SA   3   ................................................G........................  
668 R. bursa, May 00, SA        1   ................................................-........................  
297 R. turanicus, Jun 02, LE    1   ................................................-........................  
337 H. marginatum, Mar 02, SA   1   ................................................-........................  
362 R. bursa, Jun 02, AV        1   ................................................-........................  




Figura 30 (continuación). Alineamiento múltiple de las secuencias de los 21 amplicones rOmpA (cebadores Rr 190.70p y Rr 190.701n), obtenidos a partir 
de 9 ejemplares de H. marginatum, 5 de R. bursa, 3 de R. turanicus, 2 de I. ricinus, 1 de R. sanguineus sensu stricto y 1 de H. punctata, con la secuencia 
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Grupo 6: Rickettsia sp. IRS3 y Rickettsia sp. IRS4. 
 
Incluye las rickettsias detectadas en 33 garrapatas: 32 I. ricinus y 1 D. marginatus. 
Se obtuvieron y secuenciaron 34 amplicones (29 del gen gtlA y 5 del rOmpA). En un 
ejemplar de I. ricinus (nº 15) se obtuvieron y se secuenciaron ambos amplicones. 
 
 De los 29 amplicones gtlA, 28 se obtuvieron a partir de I. ricinus y el restante a 
partir de D. marginatus (Figura 31). De los procedentes de I. ricinus, 24 ofrecieron un 
100% de identidad con el fragmento homólogo de Rickettsia sp. IRS3 y 4 con el de 
Rickettsia sp. IRS4 (Figura 31). El cambio de una C (IRS3) por una T (IRS4) en la 
posición 113 del fragmento amplificado permite diferenciar entre estos dos genotipos 
(IRS3 e IRS4). El amplicón procedente de D. marginatus (nº 413) presentó un 98% de 
similitud con ambos genotipos (IRS3, IRS4) (Tabla XXIV). 
 
 
Tabla XXIV. Diferencias en la secuencia del amplicón gtlA (cebadores RpCS 877p y RpCS 
1258n), obtenido a partir del ejemplar de D. marginatus, respecto a las secuencias homólogas 
de Rickettsia sp. IRS3 (AF141909) y Rickettsia sp. IRS4 (AF141906). 
 
Nº de 
muestra Especie de garrapata 











Inserción de A 
G por A 
G por T 
A por G 
Inserción CCGT 
C por T 
 
  
Los 5 fragmentos del gen rOmpA se obtuvieron, todos, a partir de 5 ejemplares de I. 
ricinus. De ellos, el de la muestra nº 773 resultó idéntico al fragmento homólogo de 
Rickettsia sp. IRS3 (Figura 32).  
 
La muestra nº 15 (cuyo amplicón gtlA resultó idéntico al homólogo del genotipo 
IRS4) fue la única que compartió con el IRS4 los 4 nucleótidos que diferencian a IRS4 de 
IRS3 en la región comparada. No obstante, en dicha muestra nº 15 se observaron 
diferencias con ambos genotipos en las posiciones 21-22 (AT por CC) y en la posición 39 
(C por A) del fragmento amplificado. 
 
Por su parte, las muestras nº 23 y 54 (idénticas entre sí) y la nº 402 se diferenciaron 
de IRS3 y de IRS4 en el cambio de AT por CC en las posiciones 21-22 del fragmento 
amplificado y la nº 402, además, en los cambios en las posiciones 445 (T por G), 540 (T 




                                            10        20        30        40        50        60        70        80        90       100       110       120       130       140       150       160       170       180 
                                   ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Rickettsia sp. IRS3 gtlA       1   GGCTAATGAAGCGGTAATAAATATGCT-TAAAGAAATCGGTAGTTCTGAGAATATCCCTAAATATATAGCTAAAGCTAAGGATAAAAATGATCCGTTTAGGTTAATGGGTTTCGGTCATCGTGTATATAAAAACTATGACCCGCGTGCCGCAGTACTTAAAGAAACGTGCAAAGAAGTAT   
Rickettsia sp. IRS4 gtlA       1   ...........................-....................................................................................T...................................................................  
26 I. ricinus, Abr 97, AV      1   ...........................-........................................................................................................................................................  
307 I. ricinus, Oct 97, AV     1   ...........................-........................................................................................................................................................  
335 I.ricinus, Nov 97, AV      1   ...........................-........................................................................................................................................................  
55 I. ricinus, Dic 98, SA      1   ...........................-........................................................................................................................................................  
369 I. ricinus, Ene 98, AV     1   ...........................-........................................................................................................................................................  
413 D. marginatus, Mar 98, AV  1   ...........................A........................................................................................................................................................  
423 I. ricinus, Mar 98, AV     1   ...........................-........................................................................................................................................................  
454 I. ricinus, May 98, AV     1   ...........................-........................................................................................................................................................  
480 I. ricinus, May 98, AV     1   ...........................-........................................................................................................................................................  
733 I. ricinus, Oct 98, AV     1   ...........................-........................................................................................................................................................  
734 I. ricinus, Oct 98, AV     1   ...........................-........................................................................................................................................................  
755 I. ricinus, Oct 98, SA     1   ...........................-........................................................................................................................................................  
477 I. ricinus, Nov 99, AV     1   ...........................-........................................................................................................................................................  
87 I. ricinus, May 99, AV      1   ...........................-........................................................................................................................................................  
90 I. ricinus, May 99, AV      1   ...........................-........................................................................................................................................................  
478 I. ricinus, Nov 99, AV     1   ...........................-........................................................................................................................................................  
479 I. ricinus, Nov 99, AV     1   ...........................-........................................................................................................................................................  
486 I. ricinus, Dic 99, VA     1   ...........................-........................................................................................................................................................  
555 I. ricinus, Abr 00, AV     1   ...........................-........................................................................................................................................................  
12 I. ricinus, Ene 02, AV      1   ...........................-........................................................................................................................................................  
41 I. ricinus, Mar 02, AV      1   ...........................-........................................................................................................................................................  
42 I. ricinus, Mar 02, AV      1   ...........................-........................................................................................................................................................  
73 I. ricinus, Abr 02, AV      1   ...........................-........................................................................................................................................................  
102 I. ricinus, Abr 02, AV     1   ...........................-........................................................................................................................................................  
103 I. ricinus, Abr 02, AV     1   ...........................-........................................................................................................................................................  
771 I. ricinus, Dic 98, AV     1   ...........................-....................................................................................T...................................................................  
15 I. ricinus, Ene 02, AV      1   ...........................-....................................................................................T...................................................................  
55 I. ricinus, Mar 02, AV      1   ...........................-....................................................................................T...................................................................  
72 I. ricinus, Abr 02, AV      1   ...........................-....................................................................................T...................................................................  
 
                                           190       200       210       220       230       240       250       260       270       280       290       300       310       320       330       340 
                                   ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|. 
Rickettsia sp. IRS3 gtlA       180 TAAAGGAACTCGAACAGTTAGAAAATAATCCACTTTTACAAATAGCAATAGAACTTGAAGCTATCGCTCTTAAAGATGAATATTTTATTGAGAGAAAATTATATCCAAATG----TTGATTTTTATTCAGGTATTATCTATAAAGCTATGGGTATACCGTCGCAAA  
Rickettsia sp. IRS4 gtlA       1   ...............................................................................................................----...................................................  
26 I. ricinus, Abr 97, AV      1   ...............................................................................................................----...................................................  
307 I. ricinus, Oct 97, AV     1   ...............................................................................................................----...................................................  
335 I.ricinus, Nov 97, AV      1   ...............................................................................................................----...................................................  
55 I. ricinus, Dic 98, SA      1   ...............................................................................................................----...................................................  
369 I. ricinus, Ene 98, AV     1   ...............................................................................................................----...................................................  
413 D. marginatus, Mar 98, AV  1   ...........................................................................................................G.GACCGT.C.................................................  
423 I. ricinus, Mar 98, AV     1   ...............................................................................................................----...................................................  
454 I. ricinus, May 98, AV     1   ...............................................................................................................----...................................................  
480 I. ricinus, May 98, AV     1   ...............................................................................................................----...................................................  
733 I. ricinus, Oct 98, AV     1   ...............................................................................................................----...................................................  
734 I. ricinus, Oct 98, AV     1   ...............................................................................................................----...................................................  
755 I. ricinus, Oct 98, SA     1   ...............................................................................................................----...................................................  
477 I. ricinus, Nov 99, AV     1   ...............................................................................................................----...................................................  
87 I. ricinus, May 99, AV      1   ...............................................................................................................----...................................................  
90 I. ricinus, May 99, AV      1   ...............................................................................................................----...................................................  
478 I. ricinus, Nov 99, AV     1   ...............................................................................................................----...................................................  
479 I. ricinus, Nov 99, AV     1   ...............................................................................................................----...................................................  
486 I. ricinus, Dic 99, VA     1   ...............................................................................................................----...................................................  
555 I. ricinus, Abr 00, AV     1   ...............................................................................................................----...................................................  
12 I. ricinus, Ene 02, AV      1   ...............................................................................................................----...................................................  
41 I. ricinus, Mar 02, AV      1   ...............................................................................................................----...................................................  
42 I. ricinus, Mar 02, AV      1   ...............................................................................................................----...................................................  
73 I. ricinus, Abr 02, AV      1   ...............................................................................................................----...................................................  
102 I. ricinus, Abr 02, AV     1   ...............................................................................................................----...................................................  
103 I. ricinus, Abr 02, AV     1   ...............................................................................................................----...................................................  
771 I. ricinus, Dic 98, AV     1   ...............................................................................................................----...................................................  
15 I. ricinus, Ene 02, AV      1   ...............................................................................................................----...................................................  
55 I. ricinus, Mar 02, AV      1   ...............................................................................................................----...................................................  
72 I. ricinus, Abr 02, AV      1   ...............................................................................................................----...................................................  
 
 
Figura 31. Alineamiento múltiple de las secuencias de los 29 amplicones gtlA (cebadores RpCS 877p y RpCS 1258n), obtenidos a partir de 28 ejemplares de I. ricinus  y 
1 de D. marginatus, con las secuencias homólogas de Rickettsia sp. IRS3 (AF140706) y de Rickettsia sp. IRS4 (AF141906). Marcadas en azul, Rickettsia sp. IRS4 y 

















                                             10        20        30        40        50        60        70        80        90       100       110       120 
                                    ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Rickettsia IRS3 rOmpA           1   TTATTTCAAAAGGCACCTCAAAAAGGTCTTAAAACCGCTTTATTCACCACCTCAACCGCAGCATTAATGCTGAGTAGTAGCGGGGCGTTGGGTGTTGCTGCGGGTGTTATTTCTATTAAT   
Rickettsia sp. IRS4 rOmpA       1   ........................................................................................................................  
773 I. ricinus, Dic 98, AV      1   ........................................................................................................................  
402 I. ricinus, Feb 98, AV      1   ...............AT.......................................................................................................  
23 I. ricinus, Mar 01, AV       1   ...............AT.......................................................................................................  
54 I. ricinus, Mar 02, AV       1   ...............AT.......................................................................................................  
15 I. ricinus, Ene 02, AV       1   ...............AT................C......................................................................................  
 
                                            130       140       150       160       170       180       190       200       210       220       230       240 
                                    ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Rickettsia IRS3 rOmpA           121 GATGCAGCATTTAGTGATCTTGCTGCTGCCGGTAATTGGAATAAGATAACGGCTGGAGGAGTAGCTAATGGTACTTCTGTTGACGGTCCTCAAGACAATAAGGCATTTACTTACGGTGGT  
Rickettsia sp. IRS4 rOmpA       1   .................................................................................A......................................  
773 I. ricinus, Dic 98, AV      1   ........................................................................................................................  
402 I. ricinus, Feb 98, AV      2   ........................................................................................................................  
23 I. ricinus, Mar 01, AV       2   ........................................................................................................................  
54 I. ricinus, Mar 02, AV       2   ........................................................................................................................  
15 I. ricinus, Ene 02, AV       3   .................................................................................A......................................  
 
                                            250       260       270       280       290       300       310       320       330       340       350       360 
                                    ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Rickettsia IRS3 rOmpA           241 CGTCATATTATCACTGCAGATGAAGTCGGTCGTATTATTACGGCTATAAATGTTGCGGCTACTAATCCTATAGGCCTAAAAATTGCTGAAAATACCAGCGTCGGTTCTATTGTTACAGAT  
Rickettsia sp. IRS4 rOmpA       1   .....................A..........................................................G.......................................  
773 I. ricinus, Dic 98, AV      1   ........................................................................................................................  
402 I. ricinus, Feb 98, AV      2   ........................................................................................................................  
23 I. ricinus, Mar 01, AV       2   ........................................................................................................................  
54 I. ricinus, Mar 02, AV       2   ........................................................................................................................  
15 I. ricinus, Ene 02, AV       4   .....................A..........................................................G.......................................  
 
                                            370       380       390       400       410       420       430       440       450       460       470       480 
                                    ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Rickettsia IRS3 rOmpA           361 CGTAACTTGTTGCCTGTTAATATTACTGCCGGCAAAAGTTTAACTTTAACCGGTACTGCTGCGTTTGTTCCACGTCATGGTGTTGGTGCTTTTGCTGATACTTATACGGGTTTAGGAAAT  
Rickettsia sp. IRS4 rOmpA       3   .A......................................................................................................................  
773 I. ricinus, Dic 98, AV      1   ........................................................................................................................  
402 I. ricinus, Feb 98, AV      2   ....................................................................................T...................................  
23 I. ricinus, Mar 01, AV       2   ........................................................................................................................  
54 I. ricinus, Mar 02, AV       2   ........................................................................................................................  
15 I. ricinus, Ene 02, AV       6   .A......................................................................................................................  
 
                                            490       500       510       520       530       540       550       560       570       580                
                                    ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|.. 
Rickettsia IRS3 rOmpA           481 ATAACTTTAGGGGGAGCGAATGCTGAACTAATTATGCAATCTGCAACTCCGGCAAAGATAACACTTACAGGAAATATAGATGGAGGAGGTATAATAACTGCCAATAC  
Rickettsia sp. IRS4 rOmpA       4   ...........................................................................................................  
773 I. ricinus, Dic 98, AV      1   ...........................................................................................................  
402 I. ricinus, Feb 98, AV      3   ...........................................................T.....................T.........................  
23 I. ricinus, Mar 01, AV       2   ...........................................................................................................  
54 I. ricinus, Mar 02, AV       2   ...........................................................................................................  
15 I. ricinus, Ene 02, AV       7   ...........................................................................................................  
 
 
Figura 32. Alineamiento múltiple de las secuencias de los 5 amplicones rOmpA (cebadores Rr 190.70p y Rr 190.701n), obtenidos a partir de 5 ejemplares de I. ricinus, con 
las secuencias homólogas de Rickettsia sp. IRS3 (AF141909) y de Rickettsia sp. IRS4 (AF141911). Señaladas en azul, Rickettsia sp. IRS4 y la muestra nº 15, por ser la más 
















Grupo 7: Rickettsia sp. RpA4 y Rickettsia sp. DnS14. 
 
Este grupo incluye las muestras procedentes de 23 garrapatas (18 D. marginatus, 4 
D. reticulatus y un I. ricinus) a partir de las cuales se obtuvieron y secuenciaron 25 
amplicones (15 del gen gtlA y 10 del rOmpA). Para un ejemplar de D. reticulatus (nº 32) y 
para otro de D. marginatus (nº 453) se obtuvieron y se secuenciaron ambos amplicones. 
   
 De los 15 amplicones gtlA, 12 procedían de D. marginatus, 2 de D. reticulatus y 
uno de I. ricinus. Cinco de los 12 amplicones obtenidos en ejemplares de D. marginatus 
(nº 41, 143, 387, 142 y 87) y los dos obtenidos en ejemplares de D. reticulatus (nº 32 y 
152) presentaron un 100% de identidad con el fragmento homólogo de los genotipos RpA4 
y DnS14. Los 8 amplicones restantes mostraron, respecto a los genotipos señalados, 
diversas diferencias que se pueden observar en la tabla XXV y la figura 33. Las muestras 
nº 616 y 576 presentaron secuencias idénticas entre si. 
 
 
Tabla XXV. Diferencias en la secuencia de los amplicones gtlA (cebadores RpCS 877p y 
RpCS 1258n), obtenidos a partir de 7 ejemplares de D. marginatus y uno de I. ricinus, respecto 













78 I. ricinus 148 T por G 
442 D. marginatus 305 A por G 




G por T 
C por A 
C por T 





G por T 
T por G 
Deleción AAG 
C por A 









G por T 
A por G 
G por T 
T por G 
Deleción AAG 
T por C 
T por C 
C por G 





A por G 
G por T 
T por G 
Deleción AAG 









C por A 
G por A 
C por T 
C por T 
A por G 
T por A 
G por A 
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 Por su parte, los 10 amplicones rOmpA procedían de 6 ejemplares de D. 
marginatus y 4 de D. reticulatus. Sólo uno de ellos, el obtenido a partir del ejemplar nº 770 
de D. reticulatus resultó idéntico al fragmento homólogo de Rickettsia sp. RpA4. Los 
nueve amplicones restantes presentaron diversas diferencias respecto a los genotipos RpA4 
y DnS14, recogidas en la tabla XXVI y la figura 34. Las muestras nº 769 y 242 resultaron 
idénticas entre sí. 
 
 
Tabla XXVI. Diferencias en la secuencia de los amplicones rOmpA (cebadores Rr190.70p y 
Rr190.701n), obtenidos a partir de 6 ejemplares de D. marginatus y 3 de D. reticulatus, 




 muestra Especie garrapata 
Posición en fragmento 
amplificado (5´-3´) 
Diferencias en 
secuencia de nucleótidos 
32           D. reticulatus 18 571 
C por A 
A por G 













Inserción de C 
C por A 
Inserción de  A 
A por T 
Inserción de G 
Inserción de C 
Inserción de C 
Inserción de G 
Inserción de A 
Inserción de G 
Inserción de A 
G por A 





C por A 
C por A 
C por T 
A por G 
932 D. marginatus 302 G por T 







T por C 
A por G 
G por A 
G por T 
T por G 
CA por TG 












C por A 
T por C 
T por C 
C por A 
T por C 
A por G 
T por G 
G por A 
G por T 
T por G 
CA por TG 








T por C 
A por G 
T por G 
G por A 
G por T 
T por G 
CA por TG 













C por A 
T por G 
Inserción de CC 
T por C 
G por C 
A por G 
T por G 
G por A 
G por T 
T por G 
CA por TG 
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                                    ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Rickettsia sp. RpA4 gtlA        1   GGCTAATGAAGCGGTAATAAATATGCTTAAAGAAATCGGTAGTTCTGAGTATATTCCTAAATATATAGCTAAAGCTAAGGATAAAAATGATCCATTTAGGTTAATGGGTTTTGGTCATCGTGTATATAAA   
Rickettsia sp DnS14 gtlA        1   ..................................................................................................................................  
32 D. reticulatus, Abr 97, BU   1   ..................................................................................................................................  
41 D. marginatus, Abr 97, SO    1   ..................................................................................................................................  
143 D. marginatus, May 99, AV   1   ..................................................................................................................................  
387 D. marginatus, Jul 99, SA   1   ..................................................................................................................................  
142 D. marginatus, May 01, LE   1   ..................................................................................................................................  
152 D. reticulatus, May 01, PA  1   ..................................................................................................................................  
87 D. marginatus, May 97, AV    1   ..................................................................................................................................  
78 I. ricinus, May 97, SA       1   ..................................................................................................................................  
442 D. marginatus, May 98, PA   1   ..................................................................................................................................  
453 D. marginatus, Oct 99, AV   1   ............................................G.............C..........................................C............................  
767 D. marginatus, Dic 98, SO   1   ..................................................................................................................................  
616 D. marginatus, May 00, SO   1   ..............................................................................................................................G...  
576 D. marginatus, May 00, SO   1   ..............................................................................................................................G...  
331 D. marginatus, Nov 97, SO   1   ..................................................................................................................................  
131 D. marginatus, May 01, LE   1   ..........................................................C...........G........................C.....C..........A.................  
 
                                            140       150       160       170       180       190       200       210       220       230       240       250       260 
                                    ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Rickettsia sp. RpA4 gtlA        131 AACTATGACCCGCGTGCCGCAGTACTTAAAGAAACGTGCAAAGAAGTATTAAAGGAACTCGGGCAGCTAGACAACAATCCGCTCTTACAAATAGCAATAGAACTTGAAGCTATCGCTCTTAAAGATGAAT  
Rickettsia sp DnS14 gtlA        1   ..................................................................................................................................  
32 D. reticulatus, Abr 97, BU   1   ..................................................................................................................................  
41 D. marginatus, Abr 97, SO    1   ..................................................................................................................................  
143 D. marginatus, May 99, AV   1   ..................................................................................................................................  
387 D. marginatus, Jul 99, SA   1   ..................................................................................................................................  
142 D. marginatus, May 01, LE   1   ..................................................................................................................................  
152 D. reticulatus, May 01, PA  1   ..................................................................................................................................  
87 D. marginatus, May 97, AV    1   ..................................................................................................................................  
78 I. ricinus, May 97, SA       1   ..................T...............................................................................................................  
442 D. marginatus, May 98, PA   1   ..................................................................................................................................  
453 D. marginatus, Oct 99, AV   3   ..................................................................................................................................  
767 D. marginatus, Dic 98, SO   1   ..........................G.......T.....---..........................................................C............................  
616 D. marginatus, May 00, SO   1   ...............A..........G.......T.....---....................................T..................................................  
576 D. marginatus, May 00, SO   1   ...............A..........G.......T.....---....................................T..................................................  
331 D. marginatus, Nov 97, SO   1   ...............A..........G.......T.....---.......................................................................................  
131 D. marginatus, May 01, LE   5   .T...............................G.......C........................................................................................  
 
                                            270       280       290       300       310       320       330       340 
                                    ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|. 
Rickettsia sp. RpA4 gtlA        261 ATTTTATTGAGAGAAAATTATATCCAAATGTTGATTTTTATTCGGGTATTATCTATAAAGCTATGGGTATACCGTCGCAAA  
Rickettsia sp DnS14 gtlA        1   .................................................................................  
32 D. reticulatus, Abr 97, BU   1   .................................................................................  
41 D. marginatus, Abr 97, SO    1   .................................................................................  
143 D. marginatus, May 99, AV   1   .................................................................................  
387 D. marginatus, Jul 99, SA   1   .................................................................................  
142 D. marginatus, May 01, LE   1   .................................................................................  
152 D. reticulatus, May 01, PA  1   .................................................................................  
87 D. marginatus, May 97, AV    1   .................................................................................  
78 I. ricinus, May 97, SA       1   .................................................................................  
442 D. marginatus, May 98, PA   1   ...........................................A.....................................  
453 D. marginatus, Oct 99, AV   3   .................................................................................  
767 D. marginatus, Dic 98, SO   3   .................................................................................  
616 D. marginatus, May 00, SO   5   ..........................................TC.....................................  
576 D. marginatus, May 00, SO   5   ..........................................TC.....................................  
331 D. marginatus, Nov 97, SO   3   .................................................................................  
131 D. marginatus, May 01, LE   8   .................................................................................  
 
 
Figura 33. Alineamiento múltiple de las secuencias de los 15 amplicones gtlA (cebadores RpCS 877p y RpCS 1258n), obtenidos a partir de 12 ejemplares 



















                                             10        20        30        40        50        60        70        80        90       100       110       120       130 
                                    ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Rickettsia sp RpA4 rOmpA        1   TTATTTCAAAAAGCAATACAACAAGG--TCTTAAAGCCGCTTTATTCACCACC-TCAACCGCAGCGATAATGCTGAGTA-GTAGCGGGGCACTCGGTGTTGCTGCAGG-TGTTATTTCTAC-TAATAATG  
Rickettsia sp DnS14 rOmpA       1   ......................G...--.........................-.........................-............................-............-........  
770 D. reticulatus, Dic 98, BU  1   ..........................--.........................-.........................-............................-............-........  
32 D. reticulatus, Abr 97, BU   1   .................C........--.........................-.........................-............................-............-........  
31 D. reticulatus, Abr 97, BU   1   ..........................--.........................C...C.....................A.A..........................G............C........  
480 D. reticulatus, Nov 99, BU  1   .................C........--.........................-...C.....................-............................-............-........  
932 D. marginatus, Oct 00, AV   1   ..........................--.........................-.........................-............................-............-........  
23 D. marginatus, Feb 02, AV    1   ..........................--.........................-.T.......................-............................-............-........  
453 D. marginatus, Oct 99, AV   1   ....................C.....--.T.......................-.T.C..............T......-.-..........................-............-........  
769 D. marginatus, Dic 98, SO   1   ..........................--.........................-.T.......................-............................-............-........  
6 D. marginatus, Ene 02, ZA     1   ....................C....TCC.........................-.T........G..............-............................-............-........  
242 D. marginatus, Jun 02, LE   1   ..........................--.........................-.T.......................-............................-............-........  
 
                                            140       150       160       170       180       190       200       210       220       230       240       250       260 
                                    ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Rickettsia sp RpA4 rOmpA        125 CAGCATTTAATGATCTT-GCTGTTGCCAATAATTGGAATGAGATAACGGCTAGAGGGGTAGCTAATGGTACTCCTGCTGGTGGTCCTCAAGACAATGGGGCATTTACTTACGG-TGGTGATCATACTATC  
Rickettsia sp DnS14 rOmpA       1   .................-...............................................................................................-................  
770 D. reticulatus, Dic 98, BU  1   .................-...............................................................................................-................  
32 D. reticulatus, Abr 97, BU   1   .................-...............................................................................................-................  
31 D. reticulatus, Abr 97, BU   6   .................C...............................................................................................G................  
480 D. reticulatus, Nov 99, BU  2   .................-...............................................................................................-................  
932 D. marginatus, Oct 00, AV   1   .................-...............................................................................................-................  
23 D. marginatus, Feb 02, AV    1   .................-...A...........................................................................................-................  
453 D. marginatus, Oct 99, AV   5   .................-...A.........................................................................................T.-................  
769 D. marginatus, Dic 98, SO   1   .................-...A.........................................................................................T.-................  
6 D. marginatus, Ene 02, ZA     6   .................-...A.........................................................................................T.-................  
242 D. marginatus, Jun 02, LE   1   .................-...A.........................................................................................T.-................  
 
                                            270       280       290       300       310       320       330       340       350       360       370       380       390 
                                    ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Rickettsia sp RpA4 rOmpA        253 ACTGCAGATGAAGCAGGTCGTATTATTACGGCTATAAATGTTGC-GGGTACTACTCCCGTAGGTCTAAATATTACTCAAAATACCGTAGTTGGTTCGATTGTGACGGGAGGTAACTTGTTGCCTGTTACT  
Rickettsia sp DnS14 rOmpA       1   ............................................-..........................................C..........................................  
770 D. reticulatus, Dic 98, BU  1   ............................................-.....................................................................................  
32 D. reticulatus, Abr 97, BU   1   ............................................-.....................................................................................  
31 D. reticulatus, Abr 97, BU   8   ............................................A.....................................................................................  
480 D. reticulatus, Nov 99, BU  2   ............................................-.....................................................................................  
932 D. marginatus, Oct 00, AV   1   .........................................G..-.....................................................................................  
23 D. marginatus, Feb 02, AV    2   ..............G..........................G..-...............................................................................T.....  
453 D. marginatus, Oct 99, AV   7   ..............G..........................G..-...............................................................................T.....  
769 D. marginatus, Dic 98, SO   3   ..............G..........................G..-...............................................................................T.....  
6 D. marginatus, Ene 02, ZA     8   ..............G..........................G..-...............................................................................T.....  
242 D. marginatus, Jun 02, LE   3   ..............G..........................G..-...............................................................................T.....  
 
                                            400       410       420       430       440       450       460       470       480       490       500       510       520 
                                    ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
Rickettsia sp RpA4 rOmpA        382 ATTACTGCTGGCAAAAGCTTAACTTTAAACGGTACTAATGCTGTTGCTGCAAATCATGGTTTTGATGCTCCTGCCGATAATTATACAGGTTTAGGAAATATAACTTTAGGGGGAGCGAATGC-TGCACTA  
Rickettsia sp DnS14 rOmpA       2   ........C.................................................................................................................-.......  
770 D. reticulatus, Dic 98, BU  1   ..........................................................................................................................-.......  
32 D. reticulatus, Abr 97, BU   1   ..........................................................................................................................-.......  
31 D. reticulatus, Abr 97, BU   9   ..........................................................................................................................G.......  
480 D. reticulatus, Nov 99, BU  2   ...........................................C..............................................................................-.......  
932 D. marginatus, Oct 00, AV   1   ........C.................................................................................................................-.......  
23 D. marginatus, Feb 02, AV    5   ........CA................................................................................................................-.......  
453 D. marginatus, Oct 99, AV   10  ........CA................................................................................................................-.......  
769 D. marginatus, Dic 98, SO   6   ........CA................................................................................................................-.......  
6 D. marginatus, Ene 02, ZA     11  ........CA................................................................................................................-.......  
242 D. marginatus, Jun 02, LE   6   ........CA................................................................................................................-.......  
 
                                            530       540       550       560       570       580       590A 
                                    ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|.... 
Rickettsia sp RpA4 rOmpA        511 ATTATACAATCTGTAACCCCGGCAAA-GATAACACTTGCAGGAAA-TATAGATGGAGGAGGTATAATAACTGTCAATAC  
Rickettsia sp DnS14 rOmpA       3   ..........................-..................-.................................  
770 D. reticulatus, Dic 98, BU  1   ..........................-..................-.................................  
32 D. reticulatus, Abr 97, BU   1   ..........................-..................-....A............................  
31 D. reticulatus, Abr 97, BU   10  ..........................A..................-...............G.................  
480 D. reticulatus, Nov 99, BU  3   ..........................-..................-....A............................  
932 D. marginatus, Oct 00, AV   2   ..........................-..................-.................................  
23 D. marginatus, Feb 02, AV    7   ..........................-..................-.................................  
453 D. marginatus, Oct 99, AV   12  ..........................-..................-.................................  
769 D. marginatus, Dic 98, SO   8   ..........................-..................-.................................  
6 D. marginatus, Ene 02, ZA     13  ..........................-..................A.................................  




Figura 34. Alineamiento múltiple de las secuencias de los 10 amplicones rOmpA (cebadores Rr 190.70p y Rr 190.701n), obtenidos a partir de 4 ejemplares 



















Grupo 8: especies diversas. 
 
 En este grupo incluimos dos amplicones gtlA obtenidos, respectivamente, a partir 
de un ejemplar del complejo R. sanguineus (nº 75) y de uno de R. bursa (nº 182). Ambos 
amplicones resultaron idénticos entre sí y, a la vez, casi idénticos (salvo por el cambio de T 
por C en la posición 139 del fragmento amplificado) al fragmento homólogo de 7 especies 
de rickettsias pertenecientes a grupos distintos: R. sibirica, Rickettsia sp. BJ-90 (grupo R. 
sibirica), R. mongolotimonae, Rickettsia sp. strain S, R. africae, R. honei y R. hulinii 
(Figura 35). En consecuencia, con los datos disponibles no pudimos adscribir nuestras 




                                           10        20        30        40        50        60        70        80        90 
                                  ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. sibirica gtlA              1   GGCTAATGAAGCGGTAATAAATATGCTTAAAGAAATCGGTAGTTCTGAGTATATTCCTAAATATATAGCTAAAGCTAAGGATAAAAATGA  
Rickettsia sp. BJ-90 gtlA     1   ..........................................................................................  
R. mongolotimonae gtlA        1   ..........................................................................................  
Rickettsia sp. strain S gtlA  1   ..........................................................................................  
R. africae gtlA               1   ..........................................................................................  
R. honei gtlA                 1   ..........................................................................................  
R. hulinii (HL-93) gtlA       1   ..........................................................................................  
75 complejo Rs, May 97, AV    1   ..........................................................................................  
182 R. bursa, Jul 97, SA      1   ..........................................................................................  
 
                                          100       110       120       130       140       150       160       170       180 
                                  ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. sibirica gtlA              91  TCCATTTAGATTAATGGGTTTTGGTCATCGTGTATATAAAAACTATGACCCGCGTGCCGCAGTACTTAAAGAAACGTGCAAAGAAGTATT  
Rickettsia sp. BJ-90 gtlA     1   ..........................................................................................  
R. mongolotimonae gtlA        1   ..........................................................................................  
Rickettsia sp. strain S gtlA  1   ..........................................................................................  
R. africae gtlA               1   ..........................................................................................  
R. honei gtlA                 1   ..........................................................................................  
R. hulinii (HL-93) gtlA       1   ..........................................................................................  
75 complejo Rs, May 97, AV    1   ................................................T.........................................  
182 R. bursa, Jul 97, SA      1   ................................................T.........................................  
 
                                          190       200       210       220       230       240       250       260       270 
                                  ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. sibirica gtlA              181 AAAGGAACTCGGGCAGCTAGACAACAATCCGCTCTTACAAATAGCAATAGAACTTGAAGCTATCGCTCTTAAAGATGAATATTTTATTGA  
Rickettsia sp. BJ-90 gtlA     1   ..........................................................................................  
R. mongolotimonae gtlA        1   ..........................................................................................  
Rickettsia sp. strain S gtlA  1   ..........................................................................................  
R. africae gtlA               1   ..........................................................................................  
R. honei gtlA                 1   ..........................................................................................  
R. hulinii (HL-93) gtlA       1   ..........................................................................................  
75 complejo Rs, May 97, AV    1   ..........................................................................................  
182 R. bursa, Jul 97, SA      1   ..........................................................................................  
 
                                          280       290       300       310       320       330       340 
                                  ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|. 
R. sibirica gtlA              271 GAGAAAATTATATCCAAATGTTGATTTTTATTCGGGTATTATCTATAAAGCTATGGGTATACCGTCGCAAA  
Rickettsia sp. BJ-90 gtlA     1   .......................................................................  
R. mongolotimonae gtlA        1   .......................................................................  
Rickettsia sp. strain S gtlA  1   .......................................................................  
R. africae gtlA               1   .......................................................................  
R. honei gtlA                 1   .......................................................................  
R. hulinii (HL-93) gtlA       1   .......................................................................  
75 complejo Rs, May 97, AV    1   .......................................................................  




Figura 35. Alineamiento múltiple de los amplicones gtlA (cebadores RpCS 877p y RpCS 1258n), 
obtenidos a partir de un  ejemplar del complejo R. sanguineus y de uno de R. bursa, con el fragmento 
homólogo de las 7 especies con las que mostraron una mayor similitud de secuencia: R. sibirica 
(U59734), Rickettsia sp. BJ-90 (AF178035), R. mongolotimonae (U59731), Rickettsia sp. strain S 




Grupo 9: rickettsias no identificadas. 
 
 En este grupo se han incluido dos muestras, procedentes de un ejemplar de R. bursa 
(nº 142) y de otro de H. punctata (nº 136), para las cuales se secuenciaron y compararon 
los correspondientes amplicones gtlA. Ambos amplicones mostraron secuencias muy 
distintas entre sí y, a la vez, muy distintas a las registradas en las bases de datos, por lo que 
fue imposible determinar la especie a la que pertenecían. 
 
 En la figura 36 se muestra el alineamiento de ambos amplicones con el fragmento 
homólogo de R. prowazekii por ser ésta la especie de la que derivan los cebadores (RpCS 




                                          10        20        30        40        50        60        70 
                                 ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. prowzekii CS              1   GGGGGCCTGCTCACGGCGGGGCTAATGAAGCAGTGATAAATATGCTTAAAGAAA-------TTGGCAGTT  
136 H. punctata, May 99, BU  1   GGGGGCCTGCTCACGGCGGTT-------------------TCCACATAAAC----------CTCTCATTT  
142 R. bursa, May 99, AV     1   GGGGGCCTGCTCACGGCGGCTACATTTTCGAAGGAGGACTTCTTCTTAAACAGATTTCATTCTATCATTC  
 
                                          80        90       100       110       120       130       140 
                                 ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. prowzekii CS              64  CTGAGAATATTCCTAAA---TATGTAG---CTAAAGCTAAAGATAAGAATG-ATCCATTTAGGTTAATGG  
136 H. punctata, May 99, BU  42  TTTTTGTCTCCCCAAGC---TGTGAGC---CTAGGCTCGGTGGGAAA-----CAACACGTTG-CTTATGT  
142 R. bursa, May 99, AV     71  CCTTTAACGCAAGAAGTCTTTGTAAACATTCTGACATCGTTGACAATTTTCTCACATCATTGACTTGTTC  
 
                                         150       160       170       180       190       200       210 
                                 ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. prowzekii CS              127 GTTTTGGTCATCGAGTATATAAAAGCTATGACCCGCGTGCCGCAGTACTTAAAGAAACTTGTAAAGAAGT  
136 H. punctata, May 99, BU  100 CTTTACGTCGGAATGAATTAAATTGCACTGAGCTTGCTCCTACCATATTCT--GGAATAAAGAAATAGTG  
142 R. bursa, May 99, AV     141 ATTTTCATTGATAACCATAAATAAAAACTAGTTATCTGACAACAAAATTCT--GTACTGCTTCTATAACT  
 
                                         220       230       240       250       260       270       280 
                                 ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. prowzekii CS              197 ATTAAATGAATTAGGTCAGTTAGACAATAATCCGCTGTTACAAATAGCAATAGAACTTGAAGCTCTCGCT  
136 H. punctata, May 99, BU  168 AATACATTTTTCGACTTCCGTA----------ACTTTAC-CGAGTTATATTTGTGCTCAGTAAT-TCGCG  
142 R. bursa, May 99, AV     209 A-TAAATTTAAAGCCTGCCATAGAAGGCAGATACTTTGTTCTAGATGAACCGGGTTTAAGAGCA-ACATG  
 
                                         290       300       310       320       330       340       350 
                                 ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....| 
R. prowzekii CS              267 CTTAAAGATGAATAT------TTTATTGAAAGAAAATTATATCCAAATGTTGAT--------TTTTATTC  
136 H. punctata, May 99, BU  226 CCTGCGGTTTCTTAC-CAATTTATGCGGGGAGTTTATTTTTTACCGAGGAAAGC--------GCATTTCA  
142 R. bursa, May 99, AV     277 CCTGAAGAAGTTCAAGCAGCACATCTCAATACTGCCGTTTATTCCAACGAAAAAAGAACCAAGCTCCTTG  
 
                                         360       370       380       390       400       410 
                                 ....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|....|... 
R. prowzekii CS              323 AGGCATTATCTATAAAGCTATGGGTATACCGTCGCAA-------ATGTTCACTGTACTTTTTGCAATA  
136 H. punctata, May 99, BU  287 AGCTGC-----------CTTTTCACTCCCCTTT------------TGTTCACTGTACTTTTTGCAATA  
142 R. bursa, May 99, AV     347 AGCCACGCGCCATCTCTCGTTTTACTCTTCCTTTAGCGCACGCTATGTTCACTGTACTTTTTGCAATA  
 
 
Figura 36. Alineamiento múltiple de los amplicones gtlA (cebadores RpCS 877p y RpCS 1258n), 
obtenidos a partir de un ejemplar de H. punctata y otro de R. bursa, con el fragmento homólogo 













4.3. Distribución de las especies de rickettsias en las provincias de Castilla 
y León. 
 
 La figura 37 y la tabla XXVII muestran las especies de rickettsias identificadas en 
las diferentes provincias de Castilla y León. Las 189 rickettsias identificadas pertenecían a 
7 especies de Rickettsia sp. La especie más abundante fue Rickettsia sp. Bar29/R. massiliae 
(47 muestras), seguida por R. slovaca (42), R. aeschlimannii (35), Rickettsia sp. IRS3/IRS4 
(33), Rickettsia sp. RpA4/DnS14 (23), R. helvetica (8) y R. conorii (1). No se han incluido 
en la tabla ni en la figura a las 26 muestras para las cuales no se pudo obtener la secuencia 
de sus amplicones ni a las 4 muestras cuyas secuencias no permitieron su identificación 















































Rickettsia sp IRS3/IRS4 





Rickettsia sp IRS3/IRS4 




















Rickettsia sp. RpA4/DnS14 
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Tabla XXVII. Especies de rickettsias identificadas en las nueve provincias de Castilla y 
León y especies de garrapatas portadoras. 
 
Provincia 
Nº de garrapatas infectadas 
(Nº de rickettsias identificadas/ 
Nº no identificadas) 
Especie/grupo de rickettsia Garrapata portadora 
3 R. helvetica 3 I. ricinus 
30 Rickettsia sp. Bar29/R. massiliae 
16 complejo R. sanguineus 
11 R. turanicus 
2 I. ricinus 
1 R. pusillus 
2 R. slovaca 2 D. marginatus 
13 R. aeschlimannii 
10 H. marginatum 
2 R. bursa 
1 complejo R. sanguineus 
31 Rickettsia sp. IRS3/IRS4 30 I. ricinus 1 D. marginatus 
Ávila 91 (84/7) 
5 Rickettsia sp. RpA4/DnS14 5 D. marginatus 
2 R. helvetica 2 I. ricinus 
2 Rickettsia sp. Bar29/R. massiliae 2 I. ricinus 
14 R. slovaca 14 D. marginatus 
3 R. aeschlimannii 2 I. ricinus 1 H. punctata 
Burgos 34 (25/9) 
4 Rickettsia sp. RpA4/DnS14 4 D. reticulatus 
2 Rickettsia sp. Bar29/R. massiliae 1 complejo R. sanguineus 1 R. turanicus 
1 R. slovaca 1 D. marginatus 
1 R. aeschlimannii 1 R. turanicus 
León 9 (7/2) 
3 Rickettsia sp. RpA4/DnS14 3 D. marginatus 
1 Rickettsia sp. Bar29/R. massiliae 1 complejo R. sanguineus 
6 R. slovaca 6 D. marginatus 
1 R. aeschlimannii 1 I. ricinus Palencia 11 (10/1) 
2 Rickettsia sp. RpA4/DnS14 1 D. marginatus 1 D. reticulatus 
1 R. conorii 1 complejo R. sanguineus 
1 R. helvetica 1 I. ricinus 
5 Rickettsia sp. Bar29/R. massiliae 5 complejo R. sanguineus 
2 R. slovaca 2 D. marginatus 
11 R. aeschlimannii 
4 H. marginatum 
4 R. bursa 
2 R. turanicus 
1 R. sanguineus sensu stricto 
1 Rickettsia sp. IRS3/IRS4 1 I. ricinus 
Salamanca 30 (23/7) 
2 Rickettsia sp. RpA4/DnS14 1 D. marginatus 1 I. ricinus 
2 R. helvetica 2 I. ricinus 
2 R. slovaca 2 D. marginatus Segovia 5 (5/0) 
1 R. aeschlimannii 1 R. bursa 
1 Rickettsia sp. Bar29/R. massiliae 1 complejo R. sanguineus 
11 R. slovaca 10 D. marginatus 1 D. reticulatus 
1 R. aeschlimannii 1 H. marginatum 
Soria 22 (19/3) 
6 Rickettsia sp. RpA4/DnS14 6 D. marginatus 
2 Rickettsia sp. Bar29/R. massiliae 2 complejo R. sanguineus 
3 R. slovaca 3 D. marginatus Valladolid 7 (6/1) 
1 Rickettsia sp. IRS3/IRS4 1 I. ricinus 
4 Rickettsia sp. Bar29/R. massiliae 2 complejo R. sanguineus 2 R. turanicus 
1 R. slovaca 1 D. marginatus 
4 R. aesclimannii 4 H. marginatum 
Zamora 10 (10/0) 
1 Rickettsia sp. RpA4/DnS14 1 D. marginatus 
Total 219 (193/26)   
 
Las provincias en las que se detectaron un mayor número y variedad de especies de 
rickettsias fueron Salamanca, Ávila y Burgos (7, 6 y 5 especies). En León, Palencia, Soria 
y Zamora se detectaron 4 especies (las mismas en las cuatro provincias). Por último, las 
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provincias más pobres en rickettsias, tanto en número como en variedad de especies (3 en 
cada una) fueron Segovia y Valladolid. 
 
 4.4. Distribución de las especies de rickettsias en las especies de garrapatas. 
 
La tabla XXVIII muestra las especies de rickettsias identificadas en cada especie de 
garrapata y la tasa de infección de tales garrapatas por cada una de las rickettsias. Todas las 
garrapatas infectadas por Rickettsia sp. lo fueron por una única especie, de manera que no 
se detectó ninguna coinfección por dos o más especies de rickettsias, aunque en algunos 
ejemplares sí se detectaron coinfecciones por Rickettsia sp. y B. burgdorferi o A. 
phagocytophila (ver más adelante, apartado E). 
 
 
Tabla XXVIII. Rickettsias identificadas en cada especie de garrapata infectada; proporción 
(%) de cada especie de rickettsia en el conjunto de los ejemplares infectados de cada garrapata 
y tasa de infección de cada especie de garrapata por cada especie de rickettsia (porcentaje de 










D. marginatus 69/59 
41 R. slovaca 
17 Rickettsia sp. RpA4/DnS14 







I. ricinus 58/48 
32 Rickettsia sp. IRS3/IRS4 
8 R. helvetica 
4 Rickettsia sp. Bar29/R. massiliae 
3 R. aeschlimannii 












R. sanguineus 33/30 
28 Rickettsia sp. Bar29/R. massiliae 
1 R. aeschlimannii 







H. marginatum 19/19 19 R. aeschlimannii 100 5,9 





R. sanguineus s.s. 1/1 1 R. aeschlimannii 100 2,4 
R. bursa 12/7 7 R. aeschlimannii 58,3 1,6 





H. punctata 2/1 1 R. aeschlimannii 50 0,9 
R. pusillus 1/1 1 Rickettsia sp. Bar29/R. massiliae 100 100 
 
 
 La garrapata infectada por un mayor número de especies de rickettsias fue I. 
ricinus (5 especies), seguida por D. marginatus y el complejo R. sanguineus (3 
especies). En el resto de las garrapatas sólo se detectaron una o dos especies de 
rickettsia. 
 
 Sin tener en cuenta el caso de R. pusillus, del cual sólo se analizó un 
ejemplar, las tasas de infección más altas fueron las de D. marginatus por R. slovaca 
(11,6%) y las del complejo R. sanguineus y R. turanicus sensu stricto por Bar29/R. 
massiliae (en torno al 10% en ambas). Las tasas de infección más bajas, entre el 
0,07% y el 2,4%, se encontraron, curiosamente, en I. ricinus, la especie que resultó 






D. DETECCIÓN MOLECULAR DE Francisella tularensis. 
 
 
 Este patógeno se buscó por PCR (ver Materiales y Métodos, parte I y II, apartado 
1.2.) en 439 ejemplares de garrapatas recogidos sobre liebres, conejos y un zorro. En 
ninguno de ellos se detectó su presencia. 
 
 También se buscó por PCR a F. tularensis en las garrapatas recogidas sobre 
personas entre abril de 1998 y junio de 2002. Éstas fueron un total de 2186 ejemplares y en 
ninguna de ellas se detectó la bacteria. 
 
 En definitiva, no encontramos F. tularensis en ninguna de las garrapatas analizadas, 






E. COINFECCIONES: EJEMPLARES DE GARRAPATA INFECTADOS 
POR DOS O MÁS PATÓGENOS: B. burgdorferi sensu lato, A. 
phagocytophila Y/O Rickettsia sp. 
 
 
De las 3059 garrapatas analizadas, 354 resultaron infectadas por alguno de los 
patógenos incluidos en este estudio. Entre las garrapatas infectadas, 16 de ellas (el 4,52%) 
lo estaban por dos o más patógenos: 9 ejemplares (7 I. ricinus y 2 H. marginatum) eran 
portadores simultáneamente de B. burgdorferi sensu lato y de Rickettsia sp.; 6 ejemplares 
(2 del complejo R. sanguineus, 2 D. marginatus, 1 I. ricinus y 1 D. reticulatus) estaban 
infectadas por A. phagocytophila y por Rickettsia sp. y, por último, 1 ejemplar de D. 
marginatus presentó una infección triple por B. burgdorferi sensu lato, A. phagocytophila 
y Rickettsia sp. 
 
En la tabla XXIX se muestran los ejemplares de garrapatas que resultaron infectados 
por más de un patógeno, indicando para cada uno de ellos su especie y fase evolutiva, así 
como la provincia y la fecha en la que fueron recogidos. 
 
Para cada garrapata también se señalan, siempre que pudieron ser identificadas, la 
genoespecie de B. burgdorferi sensu lato y la especie de rickettsia implicadas. Las 
muestras nº 85 y 689 fueron positivas por PCR para B. burgdorferi sensu lato, pero 
negativas por RLB. La muestra nº 65 fue también positiva por PCR para B. burgdorferi 
sensu lato pero no se analizó por RLB. Por último, para la muestra nº 69, positiva por PCR 
para Rickettsia sp., no llegó a obtenerse la secuencia del amplicón. 
 
 
Tabla XXIX. Ejemplares de garrapata infectados por más de un patógeno. Nº, número de 
muestra; FE, fase evolutiva; +, ejemplar infectado por A. phagocytophila. 
 
Nº Especie FE B. burgdorferi sensu lato 
A. 
phagocytophila Rickettsia sp. Provincia 
Mes 
y año 
55 I. ricinus H B. lusitaniae  Bar29/R. massiliae Ávila May 97
85 H. marginatum M no determinada  R. aeschlimannii Ávila May 97
92 I. ricinus N B. valaisiana  R. helvetica Burgos May 97
734 I. ricinus H B. lusitaniae  IRS3 Ávila Oct 98 
478 I. ricinus H B. garinii +B. lusitaniae  IRS3 Ávila Nov 99
41 I. ricinus H B. lusitaniae  IRS3 Ávila Mar 02 
54 I. ricinus H B. lusitaniae  IRS3/IRS4 Ávila Mar 02 
73 I. ricinus H B. lusitaniae   IRS3 Ávila Abr 02 
689 H. marginatum H no determinada  R. aeschlimannii Zamora Jun 00 
2 complejo Rs M  + Bar29/R. massiliae Ávila Abr 97 
115 complejo Rs H  + Bar29/R. massiliae Salamanca Jun 97 
69 D. reticulatus M  + no identificada Burgos May 97
55 I. ricinus H  + IRS4 Salamanca Dic 98 
453 D. marginatus H  + RpA4/DnS14 Ávila Oct 99 
216 D. marginatus H  + R. slovaca Valladolid May 02








 Se analizaron un total de 189 sueros recogidos a lo largo de los años 1996, 1997 y 
1998. Todos estos sueros fueron tomados a personas que habían sido picadas por 
garrapatas, pero en ningún caso se identificó ni conservó al ejemplar responsable, por lo 
que se desconocía la especie implicada, su sexo y estadio evolutivo, así como su grado de 
repleción en el momento de ser retiradas al paciente. El número y tipo de análisis 
practicados a los sueros variaron de año en año en función de la disponibilidad de cada 
antígeno. Por este motivo los resultados del análisis se ofrecen agrupados por años. Al final 
del capítulo se incluye el resultado del análisis de un suero adicional, el nº 190, tomado 
durante el año 2000 a un paciente que sufrió dos choques anafilácticos consecutivos, los 
cuales pudieron haber sido provocados por la picadura del piojo porcino Haematopinus 
suis. 
 
1. AÑO 1996. 
 
 A lo largo de este año se analizaron un total de 45 sueros, dos de los cuales (nº 44 y 
45) pertenecían a dos pacientes que sufrieron, ambos, un choque anafiláctico provocado 
por la picadura de una garrapata. Debido a su especial interés, los sueros de estos pacientes 
se analizaron con mayor profundidad y los resultados de dicho análisis se ofrecen por 
separado. 
 
1.1. ELISA: sueros positivos, isotipos presentes y especies reconocidas. 
 
 Los 43 sueros restantes se analizaron por ELISA frente al antígeno salival (SGE-2) 
de los dos argásidos y 6 ixódidos señalados en Material y Métodos (apartado II-1.). En 
todos estos sueros se determinó el nivel de IgG, IgE e IgM específicas frente a los SGE-2 
en estado nativo. En los sueros nº 1 al 29 también se determinó el nivel de IgG e IgE frente 
a los SGE-2 desglicosilados. Tal como ya se ha indicado en materiales y métodos, un suero 
se consideraba positivo cuando su DO superaba el valor umbral, que fue calculado para 
cada antígeno e isotipo como la DO media de los sueros control negativos más 3 veces la 
desviación estándar. 
 
Umbral = DO media (negativos) + 3 x desviación  estándar 
 
 Como era previsible, ninguno de estos sueros contenía anticuerpos frente a O. 
moubata ya que este parásito es exclusivamente africano. Menos previsible pero 
igualmente categórica fue la ausencia de anticuerpos frente a O. erraticus en todos los 
sueros, a pesar de que esta especie si está presente en Castilla y León (Tabla I). 
 
Tabla I. Densidad óptica (media ± DE) frente a los SGE-2 de O. erraticus y de O. moubata de 
los sueros control negativo (n = 3) y de los sueros problema (n = 43) para los tres isotipos de 
anticuerpos analizados. 
 
O. erraticus O. moubata 
Sueros 
IgG IgE IgM IgG IgE IgM 
negativos (3) 0,129 ± 0,041 0,143 ± 0,023 0,109 ± 0,008 0,122 ± 0,012 0,133 ± 0,016 0,122 ± 0,019 
problema (43) 0,105 ± 0,043 0,136 ± 0,069 0,087 ± 0’036 0,118 ± 0,051 0,177 ± 0,060 0,136 ± 0,066 
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 En relación con los ixódidos, 42 de los 43 sueros analizados contenían anticuerpos 
anti-ixódido frente a una o a varias especies (Tablas II a V). El isotipo más frecuentemente 
detectado fue la IgG (en 35 sueros), seguido por la IgE (en 23 sueros) y la IgM (en 21 
sueros). La mayor parte de los sueros (27) presentaban simultáneamente anticuerpos de dos 
o de los tres isotipos. Los sueros en los que se detectó un único isotipo fueron minoritarios: 
10 con IgG, 5 con IgM y ninguno que contuviera exclusivamente IgE (Tabla V). 
 
 De los 35 sueros con IgG (Tabla II), 2 reconocieron específicamente a D. 
marginatus, 2 a I. ricinus y uno a H. marginatum. Los demás (30 sueros) reaccionaron 
simultáneamente con dos o más especies y alguno, como el nº 43, reaccionó con los seis 
ixódidos. En el conjunto de éstos 35 sueros positivos, las especies más reactivas (las que 
dieron las DO más altas) fueron I. ricinus (20 sueros), D. marginatus (14 sueros) e H. 
marginatum (1 suero). Ninguna de las especies del género Rhipicephalus llegaron a ser las 
más intensamente reconocidas por las IgG de suero alguno, a pesar de detectarse IgG anti-
R. turanicus en 19 sueros, anti-R. sanguineus en 9 sueros y anti-R. bursa en 3 sueros. 
 
 De los 23 sueros con IgE anti-ixódido (Tabla III), 3 reconocieron específicamente a 
D. marginatus; en el resto de los sueros las IgE reconocieron simultáneamente a varias 
especies y en algunos casos (nº 29, 42 y 43) llegaron  a reaccionar con los seis ixódidos. En 
el conjunto de los 23 sueros IgE-positivos, las especies más reactivas fueron D. marginatus 
(12 sueros), I. ricinus (6 sueros) e H. marginatum (3 sueros). Por su parte R. bursa y R. 
turanicus fueron, respectivamente, las especies más reactivas con las IgE de los sueros nº 
41 y 33. 
 
 En cuanto a las IgM (Tabla IV), de los 21 sueros positivos para este isotipo, 5 
reconocieron específicamente a D. marginatus y el resto reaccionaron con dos o más 
especies, llegando algunos a reconocer a todas ellas como en el caso de los sueros nº 1, 2, 
3, 8, 9 y 15. Para este isotipo, D. marginatus fue la especie más reactiva en 16 de los 21 
sueros, I. ricinus lo fue en 4 sueros y R. turanicus en un único suero. 
 
Al desconocer el número, especie, estadio evolutivo, sexo y el grado de repleción 
de la garrapata/garrapatas que picaron a cada paciente no se pudo comprobar si existía 
alguna relación entre los citados parámetros y nivel de los anticuerpos de cada isotipo. En 
los sueros para los que se conocía el tiempo postpicadura al que fueron obtenidos no se 
observó ninguna correlación aparente entre este parámetro y los niveles de anticuerpos de 
los distintos isotipos (Tabla V). 
 
 Por otra parte, la amplia reactividad cruzada que se observa entre los ixódidos 
analizados dificulta la identificación por serología de la especie responsable de la picadura. 
Teniendo esto en cuenta, decidimos designar como especie que con mayor probabilidad 
picó al paciente a la que mostrase la reactividad más alta. Y así, considerando en conjunto 
a los tres isotipos (Tabla V), las especies más reactivas (y previsiblemente las responsables 
de la picadura) fueron: D. marginatus en 16 de los 43 sueros, I. ricinus en 15 y ambas 
simultáneamente en otros 9 sueros poniendo de manifiesto una reactividad cruzada 
particularmente intensa entre estas dos especies; con los dos sueros positivos restantes las 
especies más reactivas fueron respectivamente H. marginatum y R. turanicus.
Resultados 
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 En cuanto a la procedencia de los sueros (Tablas V y VI), la mayoría fueron 
tomados en la provincia de Soria (29 sueros) y el resto en Segovia (6), Salamanca (5) y 
Ávila (2). Por provincias, las especies aparentemente responsables de la mayoría de la 
picaduras fueron I. ricinus en Salamanca (80%), D. marginatus en Ávila y Segovia (50-
83%) y ambas especies en similar proporción en Soria, llegando a representar 
conjuntamente el 95,2% de las picaduras. 
 
 
Tabla II. IgG. Reactividad de los sueros positivos frente a los SGE-2 de los ixódidos en estado 
nativo: DO de cada suero tras restar el umbral correspondiente. Días p.p. días post-picadura. Dm, Ir, 
Hm, Rb, Rt y Rs, respectivamente, SGE-2 de D. marginatus, I. ricinus, H. marginatum, R. bursa, R. 
turanicus y R. sanguineus. 
 
IgG frente al SGE-2 nativo 
Suero nº Días p.p. 
Dm Ir Hm Rb Rt Rs 
SGE-2 más 
reactivo 
1  0,7 0,888 0,237  0,117 0,146 I. ricinus 
2  0,066 0,046     D. marginatus
3  0,056 0,327 0,085  0,124 0,116 I. ricinus 
4  0,421 0,966 0,531 0,152 0,439 0,346 I. ricinus 
8  0,073      D. marginatus
9  0,093  0,021   0,019 D. marginatus
10 7  0,027     I. ricinus 
11 14  0,123     I. ricinus 
12 10  0,253 0,064  0,098  I. ricinus 
16 1   0,69    H. marginatum
17 3 años 0,198 0,109     D. marginatus
18 18 0,69 0,149     I. ricinus 
19  0,224 0,33   0,15 0,002 I. ricinus 
20   0,056   0,01  I. ricinus 
21  0,687 0,439   0,168  D. marginatus
22  0,551 0,324  0,012 0,041 0,019 D. marginatus
24   0,069   0,065  I. ricinus 
26   0,111   0,02  I. ricinus 
27 1  0,004     I. ricinus 
28 1  0,049     I. ricinus 
29  0,496 0,131     D. marginatus
30 7 1,017 0,95     D. marginatus
31 2 0,037 0,158     I. ricinus 
32 30 1,609 1,826 0,762  0,335 0,225 I. ricinus 
33  0,869 0,814 0,054  0,182 0,022 D. marginatus
34  0,553 0,619   0,124  I. ricinus 
35 2 0,057 0,246   0,102  I. ricinus 
36 11 1,733 0,954 0,27  0,147  D. marginatus
37 39  0,266   0,111  I. ricinus 
38 10 1,537 0,826 0,022  0,047  D. marginatus
39 45 0,318 0,03     D. marginatus
40 38 1,509 0,617 0,003  0,009  D. marginatus
41 47 0,151 0,27     I. ricinus 
42 10 0,376      D. marginatus
43 2 2,106 2,22 1,339 0,515 0,812 0,68 I. ricinus 
Umbral  0,211 0,222 0,25 0,194 0,177 0,239  





Tabla III. IgE. Reactividad de los sueros positivos frente a los SGE-2 de los ixódidos en estado 
nativo: DO de cada suero tras restar el umbral correspondiente. Días p.p. días post-picadura. Dm, Ir, 
Hm, Rb, Rt y Rs, respectivamente, SGE-2 de D. marginatus, I. ricinus, H. marginatum, R. bursa, R. 
turanicus y R. sanguineus. 
 
IgE frente al SGE-2 nativo 
Suero nº Días p.p. 
Dm Ir Hm Rb Rt Rs 
SGE-2 más 
reactivo 
1  0,801 0,505 0,235  0,133 0,5 D. marginatus
8  1,381 1,481 0,265   0,339 I. ricinus 
9  0,428 0,068 0,052   0,15 D. marginatus
15  0,28 0,228     D. marginatus
18 18 0,234 0,228 0,047   0,071 I. ricinus 
19  0,204     0,042 I. ricinus 
21  0,014      D. marginatus
22  0,02      D. marginatus
23  0,773 0,256 0,173  0,066 0,376 D. marginatus
27 1 0,027      D. marginatus
30 7 0,008    0,003  D. marginatus
31 2 0,097 0,077 0,08  0,031 0,064 D. marginatus
32 30 1,071 1,85 0,744  0,354 0,272 I. ricinus 
33  0,05  0,046  0,092 0,065 R. turanicus 
34  0,011  0,025    H. marginatum
35 2   0,038  0,014  H. marginatum
36 11 1,031 2,065 1,056  0,529 0,349 I. ricinus 
38 10 0,538 1,808 0,403  0,209 0,154 I. ricinus 
39 45 0,06 0,06 0,241 0,14 0,087 0,049 H. marginatum
40 38 0,108 0,053 0,073 0,086 0,039  D. marginatus
41 47 0,01  0,037 0,072 0,029  R. bursa 
42 10 0,108 0,092 0,098 0,09 0,032 0,003 D. marginatus
43 2 0,184 0,179 0,182 0,144 0,098 0,073 D. marginatus
Umbral  0,193 0,297 0,185 0,187 0,189 0,192  





Tabla IV. IgM. Reactividad de los sueros positivos frente a los SGE-2 de los ixódidos en estado 
nativo: DO de cada suero tras restar el umbral correspondiente. Días p.p. días post-picadura. Dm, Ir, 
Hm, Rb, Rt y Rs, respectivamente, SGE-2 de D. marginatus, I. ricinus, H. marginatum, R. bursa, R. 
turanicus y R. sanguineus. 
 
IgM frente al SGE-2 nativo 
Suero nº Días p.p. 
Dm Ir Hm Rb Rt Rs 
SGE-2 más 
reactivo 
1  0,27 0,581 0,033 0,161 0,168 0,068 I. ricinus 
2  0,342 0,433 0,081 0,267 0,313 0,097 I. ricinus 
3  0,258 0,078 0,028 0,208 0,218 0,021 D. marginatus 
5  0,254 0,244  0,033 0,103 0,012 D. marginatus 
6  0,243 0,2  0,019 0,052 0,012 D. marginatus 
7  0,09 0,09  0,038 0,059  I. ricinus 
8  1,361 1,242 0,487 0,319 0,419 0,586 D. marginatus 
9  1,196 0,875 0,094 0,172 0,222 0,312 D. marginatus 
12 10 0,204 0,125  0,087 0,064 0,01 D. marginatus 
13 20 0,034 0,068  0,047 0,063  I. ricinus 
14 5 0,012   0,036 0,055  R. turanicus 
15  0,723 0,432 0,032 0,061 0,11 0,096 D. marginatus 
18 18 0,033      D. marginatus 
20  0,011      D. marginatus 
23  0,156 0,04  0,001   D. marginatus 
32 30 0,017      D. marginatus 
36 11 0,35 0,249     D. marginatus 
39 45 0,631      D. marginatus 
40 38 0,225 0,168     D. marginatus 
42 10 0,643 0,33 0,055 0,094  0,025 D. marginatus 
43 2 0,013      D. marginatus 
Umbral  0,203 0,399 0,307 0,221 0,323 0,289  





Tabla V. Especies de ixódidos más reactivas frente cada isotipo de anticuerpos y frente a 
los tres isotipos en conjunto. 
 
Especie más reactiva 
Suero nº Provincia Días p.p. 
IgG IgE IgM 
Especie más reactiva 
IgG-IgE-IgM 
1 Soria  I. ricinus D. marginatus I. ricinus I. ricinus/D. marginatus 
2 Soria  D. marginatus  I. ricinus I. ricinus/D. marginatus 
3 Soria  I. ricinus  D. marginatus I. ricinus/D. marginatus 
4 Soria  I. ricinus   I. ricinus 
5 Soria    D. marginatus D. marginatus 
6 Soria    D. marginatus D. marginatus 
7 Soria    I. ricinus I. ricinus 
8 Soria  D. marginatus I. ricinus D. marginatus D. marginatus 
9 Soria  D. marginatus D. marginatus D. marginatus D. marginatus 
10 Soria 7 I. ricinus   I. ricinus 
11 Soria 14 I. ricinus   I. ricinus 
12 Soria 10 I. ricinus  D. marginatus I. ricinus/D. marginatus 
13 Soria 20   I. ricinus I. ricinus 
14 Soria 5   R. turanicus R. turanicus 
15 Soria   D. marginatus D. marginatus D. marginatus 
16 Segovia 1 H. marginatum   H. marginatum 
17 Segovia 3 años D. marginatus   D. marginatus 
18 Segovia 18 I. ricinus I. ricinus D. marginatus D. marginatus 
19 Salamanca  I. ricinus I. ricinus  I. ricinus 
20 Ávila  I. ricinus  D. marginatus I. ricinus/D. marginatus 
21 Segovia  D. marginatus D. marginatus  D. marginatus 
22 Segovia  D. marginatus D. marginatus  D. marginatus 
23 Ávila   D. marginatus D. marginatus D. marginatus 
24 Salamanca  I. ricinus   I. ricinus 
25 Salamanca      
26 Salamanca  I. ricinus   I. ricinus 
27 Salamanca 1 I. ricinus D. marginatus  I. ricinus/D. marginatus 
28 Salamanca 1 I. ricinus   I. ricinus 
29 Segovia  D. marginatus   D. marginatus 
30 Soria 7 D. marginatus D. marginatus  D. marginatus 
31 Soria 2 I. ricinus D. marginatus  I. ricinus 
32 Soria 30 I. ricinus I. ricinus D. marginatus I. ricinus 
33 Soria  D. marginatus R. turanicus  D. marginatus 
34 Soria  I. ricinus H. marginatum  I. ricinus 
35 Soria 2 I. ricinus H. marginatum  I. ricinus 
36 Soria 11 D. marginatus I. ricinus D. marginatus I. ricinus/D. marginatus 
37 Soria 39 I. ricinus   I. ricinus 
38 Soria 13 D. marginatus I. ricinus  I. ricinus/D. marginatus 
39 Soria 45 D. marginatus H. marginatum D. marginatus D. marginatus 
40 Soria 38 D. marginatus D. marginatus D. marginatus D. marginatus 
41 Soria 47 I. ricinus R. bursa  I. ricinus 
42 Soria 10 D. marginatus D. marginatus D. marginatus D. marginatus 
43 Soria 2 I. ricinus D. marginatus D. marginatus I. ricinus/D. marginatus 





Tabla VI. Procedencia de los sueros analizados durante el año 1996. Número de sueros por 
provincia y especie frente a la que fueron más reactivos. Entre paréntesis, porcentaje respecto al 
total de sueros por provincia y respecto al total en las cuatro provincias. 
 
 Ávila Salamanca Segovia Soria Total 
D. marginatus 1 (50%)  5 (83%) 10 (34,5%) 16 (38,1%) 
I. ricinus  4 (80%)  11 (37,9%) 15 (35,7%) 
D. marginatus/I. ricinus 1 (50%) 1 (20%)  7 (24,1%) 9 (21,4%) 
H. marginatum   1 (17%)  1 (2,4%) 
R. turanicus    1(3,5%) 1(2,4%) 
Total 2 5 6 29 42 
 
 
1.2. ELISA: naturaleza peptídica/sacarídica de los epítopos reconocidos por las 
IgG e IgE de los sueros anti-ixódidos. 
 
Los sueros nº 1 al 29 se reanalizaron enfrentándolos ahora con los SGE-2 
desglicosilados de las seis especies de ixódidos. De estos 29 sueros, todos los portadores de 
IgG frente a los SGE-2 nativos (21 en total) perdieron reactividad frente a los SGE-2 
desglicosilados (Tabla VII). En algunos sueros la reactividad desapareció por completo 
haciéndose negativos para todas las especies (nº 8, 11, 16, 17, 21, 22, 27 y 29); en el resto 
de los sueros su reactividad disminuyó notablemente pero sin llegar a extinguirse, de 
manera que la reactividad cruzada observada con los SGE-2 nativos se mantenía también 
con los SGE-2 desglicosilados (p. ej. sueros nº 1, 2, 3 y 4). En conjunto, la pérdida media 
de reactividad de los sueros osciló entre el 62,9% y el 69,3% con todos los SGE-2 excepto 
con el de R. bursa, especie para la cual la reactividad de los sueros apenas varió con la 
desglicosilación. Es decir, sobre el SGE-2 de R. bursa las IgG reconocieron esencialmente 
epítopos peptídicos mientras que en las demás especies las IgG reconocieron 
mayoritariamente epítopos hidrocarbonados. 
 
En cuanto a las IgE, los 10 sueros positivos frente a los SGE-2 nativos perdieron 
casi por completo su reactividad tras la desglicosilación (Tabla VIII). La caída media de la 
reactividad fue similar con todas las especies (entre el 93,97% y el 100%) excepto con R. 
bursa, especie para la cual fue imposible hacer esa determinación al no haber aparecido 
ningún suero IgE-positivo frente a ella. Por tanto, cabe afirmar que, salvo en el caso de R. 
















Tabla VII. Reactividad de las IgG frente a los SGE-2 en estado nativo y desglicosilado: DO de cada suero 
tras restar el umbral correspondiente. Días p.p., días post-picadura. % descenso, caída en la reactividad 
media de los sueros positivos tras la desglicosilación del antígeno. 
 
 IgG frente a los SGE-2 nativos y desglicosilados 
Suero nº D. marginatus I. ricinus H. marginatum R. bursa R. turanicus R. sanguineus 
 Nativo Desglic. Nativo Desglic. Nativo Desglic. Nativo Desglic. Nativo Desglic. Nativo Desglic.
1 0,7 0,584 0,888 0,17 0,237 0,007   0,117 0 0,146 0 
2 0,066 0 0,046 0,016         
3 0,056 0 0,327 0,206 0,085 0,079   0,124 0,098 0,116 0,106 
4 0,421 0,327 0,966 0,443 0,531 0,356 0,152 0,189 0,439 0,274 0,346 0,104 
8 0,073 0           
9 0,093 0,059   0,021 0,013     0,019 0 
10   0,027 0,043         
11   0,123 0         
12   0,253 0,29 0,064 0,062   0,098 0,024   
16     0,69 0       
17 0,198 0 0,109 0         
18 0,69 0,47 0,149 0         
19 0,224 0 0,33 0     0,15 0,051 0,002 0 
20   0,056 0,027     0,01 0   
21 0,687 0 0,439 0     0,168 0   
22 0,551 0 0,324 0   0,012 0 0,041 0 0,019 0 
24   0,069 0     0,065 0,01   
26   0,111 0,13     0,02 0   
27   0,004 0         
28   0,049 0,026         
29 0,496 0 0,131 0         
Umbral 0,211 0,31 0,222 0,251 0,25 0,249 0,194 0,222 0,177 0,231 0,239 0,248 
DO 
media 0,354 0,120 0,245 0,075 0,271 0,086 0,082 0,0945 0,123 0,045 0,108 0,035 
% 
descenso 66,16 69,30 68,24 0 62,90 67,59 
 
 
Tabla VIII. Reactividad de las IgE frente a los SGE-2 en estado nativo y desglicosilado: DO de cada suero 
tras restar el umbral correspondiente. Días p.p. días post-picadura. % descenso, caída en la reactividad 
media de los sueros positivos tras la desglicosilación del antígeno. 
 
IgE frente a los SGE-2 nativos y desglicosilados 
D. marginatus I. ricinus H. marginatum R. bursa R. turanicus R. sanguineus Suero nº 
Nativo Desglic. Nativo Desglic. Nativo Desglic. Nativo Desglic. Nativo Desglic. Nativo Desglic.
1 0,801 0,029 0,505 0 0,235 0   0,133 0,012 0,5 0,001 
8 1,381 0 1,481 0 0,265 0     0,339 0 
9 0,428 0,129 0,068 0 0,052 0,008     0,15 0,023 
15 0,28 0 0,228 0         
18 0,234 0 0,228 0 0,047 0     0,071 0 
19 0,204 0         0,042 0 
21 0,014 0           
22 0,02 0           
23 0,773 0,014 0,256 0 0,173 0   0,066 0 0,376 0 
27 0,027 0           
Umbral 0,193 0,15 0,297 0,183 0,185 0,136 0,187 0,139 0,189 0,127 0,192 0,133 
DO 
media 0,4162 0,0172 0,461 0 0,1544 0,0016   0,0995 0,006 0,5 0,001 
% 
descenso 95,87 100 98.96  93,97 98.37 
Resultados 
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1.3. Presencia y tipo de oligosacáridos en las proteínas de los SGE-2. 
 
El hecho de que la reactividad de los sueros positivos frente a R. bursa se 
mantuviese tras la desglicosilación del SGE-2 parecía indicar que esta especie, a diferencia 
de las demás, estaba muy poco o nada glicosilada. 
 
Para comprobar si lo anterior era cierto se comparó el patrón de glicosilación de los 
SGE-2 tanto de los ixódidos como de los argásidos. Con ese objetivo, los SGE-2 se 
separaron en geles de SDS-PAGE (Figura 1), se transfirieron a nitrocelulosa y se 
sometieron a un análisis de fijación de lectinas. Se utilizaron 8 lectinas de distinta 
especificidad, lo cual nos permitió examinar un amplio rango de oligosacáridos de distinta 
composición. 
 
Los resultados obtenidos en este ensayo muestran que R. bursa apenas está 
glicosilada, mientras que las demás especies presentan una relativa abundancia y variedad 
de cadenas hidrocarbonadas en sus glicoproteínas salivales (Figura 2). 
 
En concreto, R. bursa mostró una única glicoproteína de 152 kDa que fue 
reconocida por GNA y MAA (Figura 2), lo cual indicaba la presencia en ella de manosa y 
trazas de ácido siálico unido en posición 2-3. 
 
El resto de las especies, incluidas las otras dos del género Rhipicephalus sp., 
mostraron abundantes glicoproteínas entre los 18 y 204 kDa, que fueron reconocidas por 
GNA, ConA, DSA y PNA, revelando así la presencia de residuos de manosa, glucosa, N-
acetil-glucosamina, N-acetil-lactosamina y β-galactosa. 
 
En todas las especies, incluidos los dos Ornithodoros sp., la lectina MAA reveló 
débilmente algunas bandas, lo que parecía indicar la existencia de cierto grado de 
sialilación 2-6 en todos estos artrópodos, en manifiesta contradicción con lo observado por 
Baranda et al. (1997), quienes no encontraron sialilación alguna en los SGE-2 de O. 
erraticus ni de O. moubata. 
 
Por su parte, la lectina BS-IB4 reveló en las cinco especies de ixódidos distintos de 
R. bursa, pero no en los argásidos, a un pequeño número de tenues bandas de 40 a 121 
kDa, poniendo de manifiesto la presencia del epítopo α-galactosil en esas cinco especies 
de garrapatas. 
 
Finalmente, ninguna de las 8 especies estudiadas fijó UEA-I ni SNA (Figura 2) 












Figura 1. Gel de poliacrilamida teñido con plata y azul de coomassie: composición proteica 
de los SGE-2 de las 8 especies de garrapatas. Dm, Hm, Rb, Rt, Rs, Ir, Oe y Om, 
respectivamente, D. marginatus, H. marginatum, R. bursa, R. turanicus, R. sanguineus, I. 








Figura 2. Bandas reconocidas por las lectinas GNA, ConA, DSA, PNA, MAA, SNA, BS-IB4 y 
UEA-I sobre los SGE-2 de las 8 especies analizadas. Dm, Rb, Rt, Rs, Ir, Hm, Oe y Om, 
respectivamente, SGE-2 de D. marginatus, R. bursa, R. turanicus, R. sanguineus, H. 
marginatum, I. ricinus, O. erraticus y O. moubata. Sobre cada panel se indica la lectina 
utilizada y su especificidad. 
Resultados 
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1.4. Reactividad de los sueros tomados a los dos pacientes que sufrieron un 
choque anafiláctico. 
 
Ambos pacientes eran varones de 61 y 64 años, procedentes de dos pueblos de la 
zona de la Sierra de Francia (Salamanca) y dedicados profesionalmente a labores agrícolas 
y ganaderas. Los dos experimentaron un choque anafiláctico de similares características 
(urticaria generalizada, angioedema facial y laríngeo, broncoespasmo, hipotensión, cianosis 
y pérdida de conciencia) que requirió su ingreso en el servicio de urgencias del Hospital 
Universitario de Salamanca, donde fueron tratados con éxito a base de oxigeno, epinefrina, 
antihistamínicos, corticoides y reposición de fluidos. Durante su estancia hospitalaria a 
ambos pacientes se les retiró una garrapata fijada a sus genitales que, lamentablemente, no 
fue identificada en ninguno de los dos casos.  
 
Ninguno de los dos pacientes resultó positivo en las pruebas cutáneas (prick test) que 
se le practicaron en el hospital frente a los pneumoalergenos y alergenos alimentarios más 
habituales y tampoco resultaron portadores de IgE frente a endoparásitos de reconocido 
potencial alergógeno como Echinococcus granulosus, Ascaris lumbricoides y Anisakis 
simplex (Dávila, com. per.).  
 
Lo anterior apuntaba hacia la picadura de la garrapata como posible causa del choque 
anafiláctico y para comprobarlo se practicaron a los pacientes nuevas pruebas cutáneas 
(prick) con los SGE-2 de las 8 especies de garrapatas al tiempo que se analizaba por ELISA 
y Western blot su suero sanguíneo, tomado a los 32 días (paciente 1) o 12 días (paciente 2) 
postpicadura. 
 
El paciente 1 (P1) resultó positivo en prick test frente a los SGE-2 de R. bursa, R. 
sanguineus e I. ricinus y el paciente 2 (P2) frente a los SGE-2 de D. marginatus, R. bursa, 
R. sanguineus e I. ricinus.  
 
En ELISA para las IgG, los sueros de ambos pacientes resultaron negativos frente a 
los dos ornithodoros pero positivos frente a los seis ixódidos, siendo I. ricinus la especie 
más reactiva en ambos. Al desglicosilar los antígenos, la reactividad de los sueros cayó más 
allá del 60 % con todas las especies excepto con R. bursa; para esta especie la reactividad 
disminuyó apenas un 10 % (Figura 3).  
 
En ELISA para las IgE, el P2 resultó negativo frente a todas las especies (argásidos e 
ixódidos), mientras que el P1 reaccionó con los seis ixódidos pero no con los argásidos, 
siendo también I. ricinus la especie más reactiva para este isotipo. La reactividad del P1 
desapareció por completo (incluida la reactividad frente a R. bursa) al desglicosilar los 














Figura 3. Reactividad en ELISA para las IgG e IgE de los dos pacientes que experimentaron un 
choque anafiláctico. DO tras restar el umbral correspondiente frente a los SGE-2 nativos y 
desglicosilados. Dm, Rb, Rt, Rs, Ir, Hm, Oe y Om, respectivamente, SGE-2 de D. 





En Western blot para IgG los dos pacientes revelaron numerosas bandas sobre los 
SGE-2 nativos de los ixódidos y ninguna sobre los de los argásidos. Las bandas, no 
obstante, fueron tan débiles que se aprecian con dificultad y las reveladas por ambos 
pacientes desaparecieron por completo con la desglicosilación. En los dos pacientes, y en 
contra de lo observado en ELISA, la especie más reactiva fue D. marginatus (Figura 4). 
 
En Western blot para IgE, el P2 no reveló banda alguna sobre los SGE-2, ni nativos 
ni desglicosilados. El P1, por el contrario, reaccionó con todos los ixódidos excepto con R. 
bursa. La especie más reactiva fue D. marginatus, sobre la cual este paciente reconoció 6 
bandas bastante intensas de 17 a 38 kDa, seguida por I. ricinus y R. sanguineus, sobre las 
cuales reconoció numerosas bandas de 18 a 106 kDa, aunque con una notablemente menor 
intensidad (Figura 5).  
 
En los canales de los argásidos se puede apreciar cierto número de bandas, todas muy 
tenues, que consideramos artefactuales o inespecíficas puesto que también se visualizaron 

































































Figura 4. Western blot. Antígenos reconocidos por las IgG de los pacientes 1 y 2 sobre los 
SGE-2 nativos (paneles superiores) y sobre los SGE-2 desglicosilados (paneles inferiores). Dm, 
Rb, Rt, Rs, Ir, Hm, Oe y Om, respectivamente, SGE-2 de D. marginatus, R. bursa, R. 

















Figura 5. Western blot. Antígenos reconocidos por las IgE de los pacientes 1 y 2 sobre los 
SGE-2 nativos (paneles superiores) y sobre los SGE-2 desglicosilados (paneles inferiores). Dm, 
Rb, Rt, Rs, Ir, Hm, Oe y Om, respectivamente, SGE-2 de D. marginatus, R. bursa, R. 





2. AÑO 1997. 
 
 Durante este año se analizaron por ELISA un total de 90 sueros frente a las mismas 
8 especies de garrapatas que los analizados en el año 1996.  
 
En todos los sueros se determinó el nivel de IgG, IgE e IgM específicas, pero en este 
caso exclusivamente frente a los SGE-2 en estado nativo, puesto que durante este año no se 
llevaron a cabo análisis frente a los SGE-2 desglicosilados. 
 
2.1. ELISA: sueros positivos, isotipos presentes y especies reconocidas. 
 
Igual que sucedió con los sueros tomados durante 1996, ninguno de los 90 analizados 
en el año 1997 contenía anticuerpos frente a O. erraticus ni frente a O. moubata (Tabla 
IX). 
  
Tabla IX. Densidad óptica (media ± DE) frente a los SGE-2 de O. erraticus y de O. moubata 
de los sueros control negativo (n = 3) y de los sueros problema (n = 90) para los tres isotipos de 
anticuerpos analizados. 
 
O. erraticus O. moubata 
Sueros 
IgG IgE IgM IgG IgE IgM 
negativo (3) 0,028 ± 0,012 0,146 ± 0,027 0,130 ± 0,037 0,040 ± 0,017 0,181 ± 0,044 0,178 ± 0,025 
problema (90) 0,051 ± 0,029 0,159 ± 0,043 0,159 ± 0,080 0,070 ± 0,035 0,135 ± 0,034 0,244 ± 0,091 
 
 
En cuanto a los ixódidos, 85 de los 90 sueros analizados contenían anticuerpos 
frente a una o a varias de las especies incluidas (Tablas X a XIII). El isotipo detectado más 
frecuentemente fue la IgG (en 77 sueros), seguido de la IgM (en 51 sueros) e IgE (en 6 
sueros). Del total de sueros, 47 contenían anticuerpos anti-ixódido de dos o de los tres 
isotipos, 30 contenían sólo IgG, 7 sólo IgM y uno sólo IgE (frente a R. turanicus) (Tabla 
XIII). 
 
 De los 77 sueros con IgG anti-ixódidos (Tabla X), 7 reconocieron específicamente 
a una sola especie: 3 a I. ricinus, 2 a R. turanicus, uno a D. marginatus y 1 a R. 
sanguineus. El resto de sueros (70) reconocieron simultáneamente a dos o más especies, 
siendo 31 de ellos reactivos frente a las seis. 
 
En el conjunto de los 77 sueros con IgG, D. marginatus fue la especie más reactiva 
(con la DO más elevada) en 44 sueros (21 de estos 44 sueros presentaron valores de DO 
para I. ricinus muy próximos a los alcanzados con D. marginatus, evidenciando una 
intensa reactividad cruzada entre estas dos especies). En el resto de los sueros las especies 
más reactivas fueron R. sanguineus (14 sueros), R. turanicus (10 sueros), I. ricinus (5 
sueros), H. marginatum (3 sueros) y R. bursa (1 suero). 
 
 En relación a los 6 sueros con IgE (Tabla XI), 5 de ellos presentaron IgE dirigidas 
frente a una sola especie: 3 anti-R. turanicus y 2 anti-D. marginatus. El suero restante 




 De los 51 sueros con IgM (Tabla XII), 8 reconocieron a una sola especie: 4 a R. 
turanicus, 2 a D. marginatus y 2 a R. bursa. El resto (43 sueros) reconocieron 
simultáneamente a dos o más especies y 10 de ellos reconocieron a todas a la vez. Con este 
isotipo las especies más reactivas fueron D. marginatus (18 sueros), R. turanicus (17 
sueros), R. bursa (7 sueros),  I. ricinus  (5 sueros) e H. marginatum (4 sueros). En 12 de los 
sueros se detectaron IgM frente a R. sanguineus, pero en ninguno de ellos esta especie 
resultó ser la reconocida con mayor intensidad. 
 
 Considerando en conjunto a los tres isotipos (Tabla XIII), las especies que 
resultaron más reactivas con cada suero (y previsiblemente las causantes de la picadura) 
fueron D. marginatus en 43 sueros, R. turanicus en 15, R. sanguineus en 9, H. marginatum 
en 5, I. ricinus en 4 y R. bursa en 3. En dos sueros adicionales, D. marginatus e I. ricinus 
presentaron similar reactividad y lo mismo ocurrió con el par R. sanguineus/R. turanicus 
en otros cuatro sueros. 
 
Como ocurrió con los sueros del año 1996, en los de 1997 no se observó ninguna 
relación aparente entre el tiempo postpicadura y la presencia/nivel de los anticuerpos de los 
distintos isotipos analizados (Tabla XIII). De igual modo, al desconocerse el número, 
especie, estadio evolutivo, sexo y el grado de repleción de la garrapata/garrapatas 
responsables de las picaduras tampoco se pudo comprobar si existía alguna relación entre 
los citados parámetros y los niveles de anticuerpos de cada isotipo. 
 
 En cuanto a la procedencia de los sueros, todos ellos se tomaron en las provincias 
de Soria (63) y Salamanca (19) (Tablas XIII y XIV). En ambas provincias la especie que 
supuestamente picó a las personas con mayor frecuencia fue D. marginatus (55,5%-36,8%) 






























Tabla X. IgG. Reactividad de los sueros positivos frente a los SGE-2 de los ixódidos en estado 
nativo: DO de cada suero tras restar el umbral correspondiente. Días p.p. días post-picadura. Dm, Ir, 
Hm, Rb, Rt y Rs, respectivamente, SGE-2 de D. marginatus, I. ricinus, H. marginatum, R. bursa, R. 
turanicus y R. sanguineus. 
 
 
Suero nº Días p.p. Dm Ir Hm Rb Rt Rs SGE-2 más reactivo 
46 4  2,250 2,120 1,164 1,279 1,479 1,901 D. marginatus 
47 150  0,500    0,091  D. marginatus 
48 5    0,679 0,537 0,734 1,102 R. sanguineus 
49 51  0,516   0,135 0,052  D. marginatus 
51 151      0,083  R. turanicus 
52 8  1,320 1,072 0,827 0,737 0,793 0,851 D. marginatus 
53 36  1,303 0,981 0,906 0,936 1,025 1,137 D. marginatus 
54 43  2,354 1,998 0,695 0,762 0,953 1,409 D. marginatus 
55 2  0,455 0,327 0,835 0,576 1,161 0,628 R. turanicus 
56 30  1,910 0,631 0,086 0,391 0,373 0,422 D. marginatus 
57 7  0,213   0,118 0,263  R. turanicus 
58 7      0,171 0,010 R. turanicus 
59 34  0,137 0,074   0,136 0,121 D. marginatus 
60 32  2,251 2,211 1,158 1,263 1,504 1,935 D. marginatus 
61 11      0,355 0,217 R. turanicus 
62 39      0,124  R. turanicus 
63 3  1,590 0,051 0,046 0,470 0,086 0,34 D. marginatus 
64 13     0,335 0,051  R. bursa 
66 38  2,296 1,925 0,437 0,594 0,771 1,49 D. marginatus 
67 10  1,938 1,649 0,505 0,451 0,58 1,429 D. marginatus 
68 6      0,023 0,187 R. sanguineus 
69 30      0,010 0,027 R. sanguineus 
70 31  0,615 0,309  0,042 0,159 0,242 D. marginatus 
71 50  0,654 0,319  0,016 0,115 0,203 D. marginatus 
72 4  1,295    0,069 0,168 D. marginatus 
73 32  1,932     0,161 D. marginatus 
74 21      0,025 0,064 R. sanguineus 
75 48      0,029 0,013 R. turanicus 
76 32  0,870 0,530 0,276 0,501 0,521 0,323 D. marginatus 
77 30    0,071   0,206 R. sanguineus 
79 45  0,036      D. marginatus 
80 19  2,088 1,314 0,209 0,251 0,37 0,92 D. marginatus 
81 19  2,088 1,314 0,209 0,251 0,37 0,92 D. marginatus 
82 0  0,930 0,654 0,430 0,286 0,342 0,653 D. marginatus 
83 31  0,155 0,048 0,126 0,138 0,170 0,316 R. sanguineus 
84 8  1,668 0,282 0,321 0,396 0,397 1,057 D. marginatus 
85 36  1,853 0,598 0,113 0,552 0,586 0,998 D. marginatus 
86 8     0,050 0,182  R. turanicus 
87 20     0,083 0,086 0,211 R. sanguineus 
88 11  1,857 1,129 0,752 0,491 0,583 1,204 D. marginatus 
89 39  1,898 0,934 0,211 0,560 0,488 1,169 D. marginatus 
90 31  0,868 0,621 0,456 0,452 0,451 0,411 D. marginatus 









Tabla X (continuación). IgG. Reactividad de los sueros frente a los SGE-2 de los ixódidos en estado 
nativo: DO de cada suero tras restar el umbral correspondiente. Días p.p. días post-picadura. Dm, Ir, 
Hm, Rb, Rt y Rs, respectivamente, SGE-2 de D. marginatus, I. ricinus, H. marginatum, R. bursa, R. 
turanicus y R. sanguineus. 
 
Suero nº Días p.p. Dm Ir Hm Rb Rt Rs SGE-2 más reactivo 
92 37  0,580 0,333  0,042 0,187 0,433 D. marginatus 
93 21  1,898 1,537 0,367 0,455 0,838 1,190 D. marginatus 
94 31  0,256  0,072  0,551 0,271 R. turanicus 
95 48  0,173   0,037 0,056 0,250 D. marginatus 
96 10    0,944   0,079 H. marginatum 
97 38    0,017   0,052 R. sanguineus 
98 7    0,259 0,003 0,142 0,443 R. sanguineus 
100 3  1,851 1,185 0,364 0,829 0,861 1,152 D. marginatus 
101 21  2,205 1,005 0,15 0,273 0,262 0,373 D. marginatus 
103 4  0,363 0,207 0,719  0,055 0,596 H. marginatum 
104 32  0,937 0,583 0,194 0,076 0,151 0,497 D. marginatus 
105 6  0,157 0,006  0,268 0,194 0,353 R. sanguineus 
106 34  2,408 1,874 0,516 0,697 0,693 0,901 D. marginatus 
107 5     0,082 0,178  R. turanicus 
108 33  0,305   0,024 0,109 0,226 D. marginatus 
109 8  0,383 0,225 0,428 0,019 0,108 0,327 D. marginatus 
110 36  0,499 0,042    0,137 D. marginatus 
112  1,653 1,59 0,496 0,602 0,579 1,123 D. marginatus 
113   0,143     I. ricinus 
114  0,395 0,226 0,494 0,434 0,480 0,396 H. marginatum 
117  2,004 1,476 0,229 0,568 0,590 1,129 D. marginatus 
118  0,849 0,551 0,053  0,090 0,416 D. marginatus 
119   0,040     I. ricinus 
122       0,246 R. sanguineus 
124     0,751 0,863 1,214 R. sanguineus 
125   0,024     I. ricinus 
126 21  0,210 0,283    0,06 I. ricinus 
127  0,450 0,689 0,07 0,057 0,057 0,191 I. ricinus 
128  0,469 0,361    0,056 D. marginatus 
129  0,359 0,275    0,019 D. marginatus 
131  0,467 0,438    0,098 D. marginatus 
132  0,814 0,625   0,021 0,271 D. marginatus 
134 90  0,440 0,229 0,207 0,517 0,234 0,777 R. sanguineus 
135 90  1,737 1,612 0,478 0,179 0,406 0,875 D. marginatus 
Umbral  0,371 0,373 0,35 0,426 0,42 0,255  
Total +  55 49 40 48 63 65 77 
 
Tabla XI. IgE. Reactividad de los sueros positivos frente a los SGE-2 de los ixódidos en estado 
nativo: DO de cada suero tras restar el umbral correspondiente. Días p.p. días post-picadura. Dm, Ir, 
Hm, Rb, Rt y Rs, respectivamente, SGE-2 de D. marginatus, I. ricinus, H. marginatum, R. bursa, R. 
turanicus y R. sanguineus. 
 
Suero nº Días p.p. Dm Ir Hm Rb Rt Rs SGE-2 más reactivo 
54 43      0,084  R. turanicus 
70 31  0,036      D. marginatus 
71 50  0,007      D. marginatus 
111      0,003  R. turanicus 
117  0,007    0,060  R. turanicus 
119      0,011  R. turanicus 
Umbral  0,36 0,317 0,3 0,55 0,474 0,263  





Tabla XII. IgM. Reactividad de los sueros positivos frente a los SGE-2 de los ixódidos en estado 
nativo: DO de cada suero tras restar el umbral correspondiente. Días p.p. días post-picadura. Dm, Ir, 
Hm, Rb, Rt y Rs, respectivamente, SGE-2 de D. marginatus, I. ricinus, H. marginatum, R. bursa, R. 
turanicus y R. sanguineus. 
 
Suero nº Días p.p. Dm Ir Hm Rb Rt Rs SGE-2 más reactivo 
46 4  0,389 0,184 0,113  0,206 0,180 D. marginatus 
49 51  0,954 0,192 0,037 0,08 0,068  D. marginatus 
50 120     0,024 0,017  R. bursa 
51 151    0,005 0,021 0,048  R. turanicus 
52 8   0,064 0,042 0,074 0,121  R. turanicus 
53 36   0,035 0,027 0,058 0,099  R. turanicus 
54 43   0,095 0,095 0,104 0,125  R. turanicus 
55 2  0,159 0,149 0,042 0,04 0,131  D. marginatus 
56 30  1,554 0,787 0,235 0,178 0,421 0,513 D. marginatus 
58 7      0,063  R. turanicus 
60 32  0,383 0,148 0,066  0,073 0,073 D. marginatus 
62 39     0,005   R. bursa 
63 3  0,832 0,486 0,318 0,473 0,591 0,626 D. marginatus 
64 13  0,186 0,328 0,186 0,218 0,269 0,061 I. ricinus 
65 3  0,074 0,019 0,063 0,06 0,104  R. turanicus 
66 38  0,007 0,019 0,127 0,126 0,126  H. marginatum 
67 10  0,089 0,163 0,170 0,134 0,137  I. ricinus 
68 6  0,216 0,191 0,111 0,105 0,185  D. marginatus 
69 30  0,144 0,042  0,057 0,151  R. turanicus 
72 4  0,193 0,047 0,025 0,053 0,062  D. marginatus 
73 32  0,672 0,053  0,018   D. marginatus 
74 21  0,071 0,114 0,218 0,217 0,292  R. turanicus 
75 48  0,136 0,156 0,253 0,248 0,334  R. turanicus 
77 30    0,093 0,054 0,203  R. turanicus 
78 17    0,036 0,042 0,095  R. turanicus 
79 45  0,020 0,046 0,072 0,084 0,104  R. turanicus 
84 8      0,028  R. turanicus 
85 36      0,03  R. turanicus 
86 8  0,096 0,141 0,078 0,080 0,068  I. ricinus 
87 20  0,132  0,159 0,159 0,158  H. marginatum 
88 11  0,500 0,352 0,098 0,112 0,174 0,098 D. marginatus 
89 39  0,854 0,157 0,067 0,105 0,15 0,006 D. marginatus 
90 31  2,110 1,609 0,582 0,351 0,673 1,025 D. marginatus 
93 21  0,714 0,517 0,25 0,211 0,276 0,174 D. marginatus 
94 31  0,297      D. marginatus 
95 48  0,048      D. marginatus 
96 10    0,106 0,071 0,105  H. marginatum 
97 38    0,048 0,032 0,071  R. turanicus 
105 6   0,046 0,127 0,132 0,126  R. bursa 
107 5  0,001   0,002   R. bursa 
108 33  0,942 0,182 0,016 0,030 0,017  D. marginatus 
112  0,053 0,089 0,001  0,069  I. ricinus 
114  0,039 0,130 0,107 0,118 0,129  I. ricinus 
115    0,013 0,019 0,014  R. bursa 
116 21      0,012  R. turanicus 
117  0,066 0,058 0,038 0,013 0,077  R. turanicus 
119  0,053 0,036 0,134 0,063 0,15  H. marginatum 
120  0,085 0,051 0,148 0,129 0,141  H. marginatum 
121  0,076 0,119 0,150 0,176 0,191 0,020 R. turanicus 
122     0,008   R. bursa 
123  0,774 0,671 0,338 0,26 0,465 0,226 D. marginatus 
135 90  0,454 0,281 0,2 0,281 0,313 0,159 D. marginatus 
Umbral  0,523 0,446 0,272 0,26 0,32 0,41  




Tabla XIII. Especies de ixódidos más reactivas frente cada isotipo de anticuerpos y frente a los 
tres isotipos en conjunto para cada uno de los sueros positivos. 
 
 
SGE-2s más reactivos Suero nº Provincia Días p.p. 
IgG IgE IgM 
Especie más reactiva 
46 Soria 4 D. marginatus  D. marginatus D. marginatus 
47 Soria 150  D. marginatus   D. marginatus 
48 Soria 5  R. sanguineus   R. sanguineus 
49 Soria 51  D. marginatus  D. marginatus D. marginatus 
50 Soria 120    R. bursa R. bursa 
51 Soria 151  R. turanicus  R. turanicus R. turanicus 
52 Soria 8  D. marginatus  R. turanicus D. marginatus 
53 Soria 36  D. marginatus  R. turanicus D. marginatus 
54 Soria 43  D. marginatus R. turanicus R. turanicus D. marginatus 
55 Soria 2  R. turanicus  D. marginatus R. turanicus 
56 Soria 30  D. marginatus  D. marginatus D. marginatus 
57 Soria 7  R. turanicus   R. turanicus 
58 Soria 7  R. turanicus  R. turanicus R. turanicus 
59 Soria 34  D. marginatus   D. marginatus 
60 Soria 32  D. marginatus  D. marginatus D. marginatus 
61 Soria 11  R. turanicus   R. turanicus 
62 Soria 39  R. turanicus  R. bursa R. turanicus 
63 Soria 3  D. marginatus  D. marginatus D. marginatus 
64 Soria 13  R. bursa  I. ricinus R. bursa 
65 Soria 3    R. turanicus R. turanicus 
66 Soria 38  D. marginatus  H. marginatum D. marginatus 
67 Soria 10  D. marginatus  I. ricinus D. marginatus/I. ricinus 
68 Soria 6  R. sanguineus  D. marginatus D. marginatus 
69 Soria 30  R. sanguineus  R. turanicus R. sanguineus/R. turanicus
70 Soria 31  D. marginatus D. marginatus  D. marginatus 
71 Soria 50  D. marginatus D. marginatus  D. marginatus 
72 Soria 4  D. marginatus  D. marginatus D. marginatus 
73 Soria 32  D. marginatus  D. marginatus D. marginatus 
74 Soria 21  R. sanguineus  R. turanicus R. sanguineus/R. turanicus
75 Soria 48  R. turanicus  R. turanicus R. turanicus 
76 Soria 32  D. marginatus   D. marginatus 
77 Soria 30  R. sanguineus  R. turanicus R. sanguineus/R. turanicus
78 Soria 17    R. turanicus R. turanicus 
79 Soria 45  D. marginatus  R. turanicus R. turanicus 
80 Soria 19  D. marginatus   D. marginatus 
81 Soria 19  D. marginatus   D. marginatus 
82 Soria 0  D. marginatus   D. marginatus 
83 Soria 31  R. sanguineus   R. sanguineus 
84 Soria 8  D. marginatus  R. turanicus D. marginatus 
85 Soria 36  D. marginatus  R. turanicus D. marginatus 
86 Soria 8  R. turanicus  I. ricinus R. turanicus 
87 Soria 20  R. sanguineus  R. bursa R. sanguineus 
88 Soria 11  D. marginatus  D. marginatus D. marginatus 
89 Soria 39  D. marginatus  D. marginatus D. marginatus 
90 Soria 31  D. marginatus  D. marginatus D. marginatus 
91 Soria 7  R. sanguineus   R. sanguineus 
92 Soria 37  D. marginatus   D. marginatus 
93 Soria 21  D. marginatus  D. marginatus D. marginatus 
94 Soria 31  R. turanicus  D. marginatus R. turanicus 
95 Soria 48  D. marginatus  D. marginatus D. marginatus 
96 Soria 10  H. marginatum  H. marginatum H. marginatum 
97 Soria 38  R. sanguineus  R. turanicus R. sanguineus/R. turanicus
98 Soria 7  R. sanguineus   R. sanguineus 




Tabla XIII (continuación). Especies de ixódidos más reactivas frente cada isotipo de 
anticuerpos y frente a los tres isotipos en conjunto para cada uno de los sueros positivos. 
 
SGE-2s más reactivos Suero nº Provincia Días p.p. 
IgG IgE IgM 
Especie más reactiva 
IgG-IgE-IgM 
101 Soria 21  D. marginatus   D. marginatus 
103 Soria 4  H. marginatum   H. marginatum 
104 Soria 32  D. marginatus   D. marginatus 
105 Soria 6  R. sanguineus  R. bursa R. sanguineus 
106 Soria 34  D. marginatus   D. marginatus 
107 Soria 5  R. turanicus  R. bursa R. turanicus 
108 Soria 33  D. marginatus  D. marginatus D. marginatus 
109 Soria 8  D. marginatus   D. marginatus 
110 Soria 36  D. marginatus   D. marginatus 
111 Salamanca   R. turanicus  R. turanicus 
112 Salamanca  D. marginatus  I. ricinus D. marginatus/I. ricinus 
113 Salamanca  I. ricinus   I. ricinus 
114 Segovia  H. marginatum  I. ricinus H. marginatum 
115 Salamanca    R. bursa R. bursa 
117 Salamanca  D. marginatus R. turanicus R. turanicus D. marginatus 
118 Salamanca  D. marginatus   D. marginatus 
119 Salamanca  I. ricinus R. turanicus H. marginatum H. marginatum 
120 Salamanca    H. marginatum H. marginatum 
121 Salamanca    R. turanicus R. turanicus 
122 Salamanca  R. sanguineus  R. bursa R. sanguineus 
123 Salamanca    D. marginatus D. marginatus 
124 Salamanca  R. sanguineus   R. sanguineus 
125 Salamanca  I. ricinus   I. ricinus 
126 Salamanca 21  I. ricinus   I. ricinus 
127 Salamanca  I. ricinus   I. ricinus 
128 Salamanca  D. marginatus   D. marginatus 
129 Salamanca  D. marginatus   D. marginatus 
131 Salamanca  D. marginatus   D. marginatus 
132 Salamanca  D. marginatus   D. marginatus 
134 Palencia 90  R. sanguineus   R. sanguineus 
135 Palencia 90  D. marginatus  D. marginatus D. marginatus 
Total +   77 6 51 85 
 
 
Tabla XIV. Procedencia de los sueros analizados durante el año 1997. Número de sueros por 
provincia y especie frente a la que fueron más reactivos. Entre paréntesis, porcentaje respecto al 
total de sueros por provincia y respecto al total en las cuatro provincias. 
 
 Palencia Salamanca Segovia Soria Total 
D. marginatus 1 (50%) 7 (36,8%)  35 (55,5%) 43 (50,1%) 
I. ricinus  4 (21%)   4 (4,7%) 
D. marginatus/I. ricinus  1 (5,2%)  1 (1,6%) 2 (2,3%) 
H. marginatum  2 (10,4%) 1 (100%) 2 (3,2%) 5 (5,9%) 
R. bursa  1 (5,2%)  2 (3,2%) 3 (3,5%) 
R. turanicus  2 (10,4%)  13 (20,1%) 15 (17,6%) 
R. sanguineus 1 (50%) 2 (10,4%)  6 (9,5%) 9 (10,6%) 
R. turanicus/R. sanguineus    4 (6,3%) 4 (4,7%) 




3. AÑO 1998. 
 
 Durante este año se analizaron un total de 54 sueros, todos ellos tomados a 
pacientes de la provincia de Soria. En los 54 sueros se determinó el nivel de IgG, IgE e 
IgM específicas frente a los SGE-2 en estado nativo de las dos especies de ornithodoros y 
de sólo tres especies de ixódidos: I. ricinus, R. bursa y R. sanguineus. 
 
3.1. ELISA: sueros positivos, isotipos presentes y especies reconocidas. 
 
Como sucedió en los dos años anteriores, ninguno de los sueros analizados durante el 
año 1998 contenía anticuerpos frente a O. erraticus ni frente a O. moubata (Tabla XV). 
 
 
Tabla XV. Densidad óptica (media ± DE) frente a los SGE-2 de O. erraticus y de O. moubata 
de los sueros control negativo (n = 4) y de los sueros problema (n = 54) para los tres isotipos de 
anticuerpos analizados. 
 
O. erraticus O. moubata 
Sueros 
IgG IgE IgM IgG IgE IgM 
negativo (4) 0,203 ± 0,010 0,234 ± 0,038 0,112 ± 0,005 0,280 ± 0,016 0,311 ± 0,022 0,337 ± 0,008 
problema (54) 0,134 ± 0,044 0,210 ± 0,050 0,104 ± 0,040 0,160 ± 0,047 0,191 ± 0,043 0,273 ± 0,084 
 
 En cuanto a los ixódidos, los 54 sueros presentaron anticuerpos frente a una, dos o a 
las tres especies incluidas en este análisis. El isotipo detectado más frecuentemente fue la 
IgG (en 51 sueros), seguido de la IgM (en 49 sueros) e IgE (en 24 sueros). La mayoría de 
los sueros (49) contenían simultáneamente anticuerpos de dos o de los tres isotipos, 
mientras que 4 sueros sólo presentaron IgG y un suero sólo presentó IgM. Ninguno de los 
sueros contenía exclusivamente IgE anti-ixódido (Tabla XIX). 
 
 De los 51 sueros con IgG anti-ixódido (Tabla XVI), 16 reconocieron 
específicamente a I. ricinus; el resto (35 sueros) reaccionó con dos o con las tres especies 
simultáneamente. En el conjunto de estos 51 sueros positivos, las especies más reactivas 
(las que presentaron DO más elevada) fueron I. ricinus (en 45 sueros) y R. sanguineus (en 
6 sueros). Aunque se detectó IgG anti-R. bursa en 17 sueros, esta especie no llegó a ser en 
ninguno de ellos la más intensamente reconocida. 
 
De los 24 sueros con IgE (Tabla XVII), 8 reconocieron específicamente a R. 
sanguineus y 6 a I. ricinus. De los 10 restantes sólo uno (nº 145) reconoció 
simultáneamente a las tres especies. La especie más reactiva con las IgE fue R. sanguineus 
(en 18 sueros), seguida de I. ricinus (en 6 sueros). En ningún suero fue R. bursa la especie 
más reactiva a pesar de detectarse IgE anti-R. bursa en 7 sueros. 
 
Respecto a las IgM (Tabla XVIII), de los 49 sueros positivos para este isotipo, 14 
reconocieron específicamente a I. ricinus. El resto (35 sueros), reconocieron a dos (6 
sueros) o a los tres ixódidos (29 sueros) simultáneamente. I. ricinus fue la especie más 




Considerando en conjunto a los tres isotipos (Tabla XIX), las especies más 
reactivas fueron I. ricinus en 51 sueros y R. sanguineus en los tres restantes. 
 
Como en los años precedentes, tampoco en éste se observó relación alguna entre el 
tiempo postpicadura y los niveles de anticuerpos de cada isotipo (Tabla XIX). Y de igual 
modo, al desconocerse el número, especie, estadio evolutivo, sexo y el grado de repleción 
de la garrapata/garrapatas responsables de las picaduras tampoco se pudo comprobar si 
existía alguna relación entre los citados parámetros y los niveles de anticuerpos de cada 
isotipo. 
 
En cuanto a la procedencia de los sueros, todos ellos provenían de la provincia de 
Soria, donde los resultados parecen indicar (ver discusión) que durante el año 1998 las 
garrapatas responsable de las picaduras fueron I. ricinus en el 94,4% de los casos y R. 






Tabla XVI. IgG. Reactividad de los sueros positivos frente a los SGE-2 de los ixódidos en 
estado nativo: DO de cada suero tras restar el umbral correspondiente. Días p.p. días post-
picadura. Ir, Rb, y Rs, respectivamente, SGE-2 de I. ricinus, R. bursa y R. sanguineus. 
 
IgG frente al SGE-2 nativo Suero nº Días p.p. 
Ir Rb Rs 
SGE-2 más 
reactivo 
136 17 0,873  0,235 I. ricinus 
137 33  0,089   I. ricinus 
138 15  0,027 0,067 0,411 R. sanguineus 
139 34  1,052 0,018 0,358 I. ricinus 
140 29  0,493  0,052 I. ricinus 
141 7  1,998 0,489 0,978 I. ricinus 
142 28  2,372 1,305 1,943 I. ricinus 
143 5  0,439   I. ricinus 
144 33  0,712 0,003 0,068 I. ricinus 
145 8  1,431 0,112 0,472 I. ricinus 
146 28  1,150 0,057 0,352 I. ricinus 
147 5  0,469  0,108 I. ricinus 
148 23  2,356 1,335 1,863 I. ricinus 
149 7  0,225   I. ricinus 
150 7  0,225   I. ricinus 
151 4  0,134   I. ricinus 
152 32  0,539  0,053 I. ricinus 
153 7  1,503 0,563 1,043 I. ricinus 
154 35  0,319  0,032 I. ricinus 
155 1  0,340  0,049 I. ricinus 
156 29  0,444  0,061 I. ricinus 
157 2  0,489  0,071 I. ricinus 
158 33  0,777  0,199 I. ricinus 
160 36  0,107  0,045 I. ricinus 
161 34  0,036   I. ricinus 
163 5  0,088   I. ricinus 
165 17  0,042   I. ricinus 
166 7  0,067   I. ricinus 
167 35  0,702  0,209 I. ricinus 
168 2  0,052  0,138 R. sanguineus 
169 30  0,055  0,076 R. sanguineus 
170 2  0,940 0,100 0,329 I. ricinus 
171 30  1,314 0,276 0,584 I. ricinus 
172 4  0,146   I. ricinus 
173 32  0,180   I. ricinus 
174 38  0,921 1,615 1,888 R. sanguineus 
175 8  0,810 1,458 1,719 R. sanguineus 
176 7-15  0,312  0,016 I. ricinus 
177 35-42  0,914 0,039 0,136 I. ricinus 
178 6  0,368   I. ricinus 
179 34  0,356   I. ricinus 
180 10-15  0,513   I. ricinus 
181 45  0,222   I. ricinus 
182 13  0,457  0,016 I. ricinus 
183 10  0,161  0,256 R. sanguineus 
184 38  0,464   I. ricinus 
185 3  0,605 0,092 0,225 I. ricinus 
186 31  1,724 0,516 1,065 I. ricinus 
187 8  0,188 0,008 0,113 I. ricinus 
188 10  0,419  0,024 I. ricinus 
189 38  0,763  0,253 I. ricinus 
Umbral  0,163 0,424 0,271  





Tabla XVII. IgE. Reactividad de los sueros positivos frente a los SGE-2 de los ixódidos en 
estado nativo: DO de cada suero tras restar el umbral correspondiente. Días p.p. días post-
picadura. Ir, Rb y Rs, respectivamente, SGE-2 de I. ricinus, R. bursa y R. sanguineus. 
 
 IgE frente al SGE-2 nativo Suero nº 
Días p.p. Ir Rb Rs 
SGE-2 más 
reactivo 
136 17   0,162 0,233 R. sanguineus 
138 15    0,141 R. sanguineus 
140 29  0,057  0,403 R. sanguineus 
141 7   0,004 0,400 R. sanguineus 
142 28  0,213 0,071 0,365 R. sanguineus 
143 5  0,015   I. ricinus 
144 33  0,016   I. ricinus 
145 8  0,038 0,026 0,447 R. sanguineus 
146 28    0,002 R. sanguineus 
148 23    0,019 R. sanguineus 
152 32    0,181 R. sanguineus 
153 7    0,102 R. sanguineus 
154 35  0,022  0,357 R. sanguineus 
155 1  0,022   I. ricinus 
159 8    0,294 R. sanguineus 
160 36    1,375 R. sanguineus 
163 5    0,003 R. sanguineus 
167 35  0,010   I. ricinus 
174 38   0,025 0,039 R. sanguineus 
175 8   0,013 0,102 R. sanguineus 
180 10-15  0,010   I. ricinus 
183 10  0,516   I. ricinus 
188 10  0,027  0,336 R. sanguineus 
189 38   0,023 0,092 R. sanguineus 
Umbral  0,39 0,496 0,646  





Tabla XVIII. IgM. Reactividad de los sueros positivos frente a los SGE-2 de los ixódidos en 
estado nativo: DO de cada suero tras restar el umbral correspondiente. Días p.p. días post-
picadura. Ir, Rb y Rs, respectivamente, SGE-2 de I. ricinus, R.  bursa y R. sanguineus. 
 
IgM frente al SGE-2 nativo Suero nº Días p.p. 
Ir Rb Rs 
SGE-2 más 
reactivo 
136 17 0,298 0,103 0,102 I. ricinus 
137 33 0,498 0,251 0,172 I. ricinus 
138 15 0,600 0,295 0,204 I. ricinus 
140 29 0,108   I. ricinus 
141 7 0,556 0,243 0,154 I. ricinus 
142 28 0,920 0,395 0,481 I. ricinus 
143 5 0,276 0,156 0,034 I. ricinus 
144 33 0,367 0,154 0,086 I. ricinus 
145 8 0,087   I. ricinus 
146 28 0,146  0,013 I. ricinus 
147 5 0,052   I. ricinus 
148 23 0,313 0,135 0,121 I. ricinus 
149 7 0,053   I. ricinus 
150 7 0,053   I. ricinus 
151 4 0,158 0,07  I. ricinus 
152 32 0,207 0,067  I. ricinus 
153 7 0,410 0,285 0,165 I. ricinus 
154 35 0,238 0,187 0,057 I. ricinus 
157 2 0,980 0,520 0,431 I. ricinus 
158 33  1,217 0,650 0,542 I. ricinus 
159 8  1,093 0,426 0,508 I. ricinus 
160 36  1,110 0,523 0,528 I. ricinus 
161 34  0,141   I. ricinus 
162 6  0,039   I. ricinus 
163 5  0,271 0,102 0,038 I. ricinus 
164  0,697 0,342 0,207 I. ricinus 
165 17  0,875 0,354 0,269 I. ricinus 
166 7  0,234 0,144 0,014 I. ricinus 
167 35  0,684 0,356 0,380 I. ricinus 
168 2  0,043   I. ricinus 
169 30  0,376 0,136 0,047 I. ricinus 
170 2  0,262 0,118 0,020 I. ricinus 
171 30  0,180 0,061  I. ricinus 
172 4  0,270 0,150 0,041 I. ricinus 
173 32  0,289 0,144 0,034 I. ricinus 
174 38  0,088   I. ricinus 
175 8  0,021   I. ricinus 
177 35-42  0,012   I. ricinus 
178 6  0,356 0,243 0,125 I. ricinus 
179 34  0,359 0,259 0,144 I. ricinus 
180 10-15  0,282 0,097 0,015 I. ricinus 
181 45  0,241 0,089 0,010 I. ricinus 
182 13  0,081   I. ricinus 
183 10  0,114 0,011  I. ricinus 
184 38  0,045   I. ricinus 
185 3  0,005   I. ricinus 
186 31  0,257  0,009 I. ricinus 
188 10  0,407 0,246 0,113 I. ricinus 
189 38  0,447 0,251 0,161 I. ricinus 
Umbral  0,203 0,23 0,214  




Tabla XIX. Especies de ixódidos más reactivas, frente a cada isotipo de anticuerpos y frente a 
los tres isotipos en conjunto, para cada uno de los sueros positivos. 
 
SGE-2 más reactivos Suero nº Provincia Días p.p. 
IgG IgE IgM 
Especie 
más reactiva 
136 Soria 17  I. ricinus R. sanguineus I. ricinus I. ricinus 
137 Soria 33  I. ricinus  I. ricinus I. ricinus 
138 Soria 15  R. sanguineus R. sanguineus I. ricinus I. ricinus 
139 Soria 34  I. ricinus   I. ricinus 
140 Soria 29  I. ricinus R. sanguineus I. ricinus I. ricinus 
141 Soria 7  I. ricinus R. sanguineus I. ricinus I. ricinus 
142 Soria 28  I. ricinus R. sanguineus I. ricinus I. ricinus 
143 Soria 5  I. ricinus I. ricinus I. ricinus I. ricinus 
144 Soria 33  I. ricinus I. ricinus I. ricinus I. ricinus 
145 Soria 8  I. ricinus R. sanguineus I. ricinus I. ricinus 
146 Soria 28  I. ricinus R. sanguineus I. ricinus I. ricinus 
147 Soria 5  I. ricinus  I. ricinus I. ricinus 
148 Soria 23  I. ricinus R. sanguineus I. ricinus I. ricinus 
149 Soria 7  I. ricinus  I. ricinus I. ricinus 
150 Soria 7  I. ricinus  I. ricinus I. ricinus 
151 Soria 4  I. ricinus  I. ricinus I. ricinus 
152 Soria 32  I. ricinus R. sanguineus I. ricinus I. ricinus 
153 Soria 7  I. ricinus R. sanguineus I. ricinus I. ricinus 
154 Soria 35  I. ricinus R. sanguineus I. ricinus I. ricinus 
155 Soria 1  I. ricinus I. ricinus  I. ricinus 
156 Soria 29  I. ricinus   I. ricinus 
157 Soria 2  I. ricinus  I. ricinus I. ricinus 
158 Soria 33  I. ricinus  I. ricinus I. ricinus 
159 Soria 8   R. sanguineus I. ricinus I. ricinus 
160 Soria 36  I. ricinus R. sanguineus I. ricinus I. ricinus 
161 Soria 34  I. ricinus  I. ricinus I. ricinus 
162 Soria 6    I. ricinus I. ricinus 
163 Soria 5  I. ricinus R. sanguineus I. ricinus I. ricinus 
164 Soria    I. ricinus I. ricinus 
165 Soria 17  I. ricinus  I. ricinus I. ricinus 
166 Soria 7  I. ricinus  I. ricinus I. ricinus 
167 Soria 35  I. ricinus I. ricinus I. ricinus I. ricinus 
168 Soria 2  R. sanguineus  I. ricinus R. sanguineus 
169 Soria 30  R. sanguineus  I. ricinus I. ricinus 
170 Soria 2  I. ricinus  I. ricinus I. ricinus 
171 Soria 30  I. ricinus  I. ricinus I. ricinus 
172 Soria 4  I. ricinus  I. ricinus I. ricinus 
173 Soria 32  I. ricinus  I. ricinus I. ricinus 
174 Soria 38  R. sanguineus R. sanguineus I. ricinus R. sanguineus 
175 Soria 8  R. sanguineus R. sanguineus I. ricinus R. sanguineus 
176 Soria 7-15  I. ricinus   I. ricinus 
177 Soria 35-42  I. ricinus  I. ricinus I. ricinus 
178 Soria 6  I. ricinus  I. ricinus I. ricinus 
179 Soria 34  I. ricinus  I. ricinus I. ricinus 
180 Soria 10-15  I. ricinus I. ricinus I. ricinus I. ricinus 
181 Soria 45  I. ricinus  I. ricinus I. ricinus 
182 Soria 13  I. ricinus  I. ricinus I. ricinus 
183 Soria 10  R. sanguineus I. ricinus I. ricinus I. ricinus 
184 Soria 38  I. ricinus  I. ricinus I. ricinus 
185 Soria 3  I. ricinus  I. ricinus I. ricinus 
186 Soria 31  I. ricinus  I. ricinus I. ricinus 
187 Soria 8  I. ricinus   I. ricinus 
188 Soria 10  I. ricinus R. sanguineus I. ricinus I. ricinus 
189 Soria 38  I. ricinus R. sanguineus I. ricinus I. ricinus 




4. Resumen trianual. 
 
 De los 189 sueros analizados por serología, todos fueron negativos frente a los 
argásidos y 183 resultaron positivos frente a los ixódidos, lo que supone una sensibilidad 
para el test del 96,8%, puesto que todos los sueros procedían de personas picadas por 
garrapatas. Dos de esos sueros son los correspondientes a los dos pacientes del choque 
anafiláctico provocado por garrapatas y el resto (181 sueros) son los recogidos en la tabla 
XX. 
 
Con las limitaciones que impone la reactividad cruzada observada entre los ixódidos 
incluidos en este estudio y el bajo número de sueros analizado en algunas provincias, se 
puede afirmar que en líneas generales, en las 5 provincias incluidas en el análisis por 
serología y a lo largo de los tres años, las especies que mayoritariamente picaron a las 
personas fueron el par I. ricinus/D. marginatus (77,3 %) seguido por el par R. turanicus/R. 




Tabla XX. Especies de ixódidos que supuestamente picaron a las personas por provincia y año: 
número de sueros frente a los que cada especie fue más reactiva y entre paréntesis porcentaje de 
los sueros reactivos frente a cada especie respecto al total de los sueros analizados por 
provincia. 
 
Provincia Especie 1996 1997 1998 Total de los 3 años 
D. marginatus 1 (50%)   1 (50%) 
D. marginatus/I. ricinus 1 (50%)   1 (50%) Ávila 
Total 2   2 
D. marginatus  1 (50%)  1 (50%) 
R. sanguineus  1 (50%)  1 (50%) Palencia 
Total  2  2 
D. marginatus  7 (36,8%)  7 (29%) 
I. ricinus 4 (80%) 4 (21%)  8 (33%) 
D. marginatus/I. ricinus 1 (20%) 1 (5,2%)  2 (8%) 
H. marginatum  2 (10,4%)  2 (8%) 
R. bursa  1 (5,2%)  1 (4%) 
R. turanicus  2 (10,4%)  2 (8%) 
R. sanguineus  2 (10,4%)  2 (8%) 
Salamanca 
Total 5 19  24 
D. marginatus 5 (83%)   5 (71%) 
H. marginatum 1 (17%) 1 (100%)  2 (29%) Segovia 
Total 6 1  7 
D. marginatus 10 (34,5%) 35 (55,5%)  45 (31%) 
I. ricinus 11 (37,9%)  51 (94,4%) 62 (42%) 
D. marginatus/I. ricinus 7 (24,1%) 1 (1,6%)  8 (6%) 
H. marginatum  2 (3,2%)  2 (1,5%) 
R. bursa  2 (3,2%)  2 (1,5%) 
R. turanicus 1 (3,5%) 13 (20,1%)  14 (10%) 
R. sanguineus  6 (9,5%) 3 (5,6%) 9 (6,1%) 
R. turanicus/R. sanguineus  4 (6,3%)  4 (2,9%) 
Soria 
Total 29 63 54 146 
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5. Análisis por ELISA del suero nº 190 frente a Haematopinus suis y otros 
ectoparásitos. 
 
 Como se ha indicado en Materiales y Métodos (I-1.3.), este suero pertenecía a un 
varón de 60 años, procedente de Ituero de Azaba (Salamanca), ganadero, que hubo de ser 
atendido en dos ocasiones consecutivas en el hospital Universitario de Salamanca como 
consecuencia dos choques anafilácticos.  
 
 El paciente resultó negativo en las pruebas cutáneas (prick test) frente a los 
pneumoalergenos y alergenos alimentarios más habituales y también fue negativo como  
portador de IgE sérica frente a Echinococcus granulosus, Ascaris lumbricoides y Anisakis 
simplex (Dávila, com. per.). 
 
 Como ambos choques anafilácticos le sobrevinieron tras sendas visitas a una 
explotación porcina de su propiedad, se examinó sobre el terreno dicha explotación para 
determinar los ectoparásitos presentes y comprobar si podían haber sido ellos los 
desencadenantes de la anafilaxia. El único ectoparásito que se encontró fue H. suis. 
 
 Para comprobar si este piojo podía haber sido el inductor de la anafilaxia se analizó 
por ELISA el suero del paciente frente a su SGE-2 en estado nativo y, como se observa en 
la tabla XXI, el paciente resultó completamente negativo para IgG, IgE e IgM anti-H. suis. 
 
 
Tabla XXI. DO en ELISA del paciente anafiláctico frente al SGE-
2 de H. suis. Suero diluido a 1/20 para IgE y a 1/50 para IgG e 
IgM.  
 
 IgG IgE IgM 
negativo control 0,223 0,123 0,222
suero paciente 0,197 0,123 0,091
 
 
El resultado anterior se verificó en un segundo análisis en el que sólo se buscaron 
IgE pero utilizando el suero del paciente más concentrado (dilución 1/10) e incluyendo 
como antígeno no sólo el SGE-2 de H. suis, sino también los SGE-2 de las 8 especies de 
garrapatas incluidas en el presente estudio serológico y dos extractos corporales completos, 
uno de Sarcoptes scabiei y otro de la pulga canina Ctenocephalides canis, preparados ad 
hoc de acuerdo con el método descrito por Pérez-Sánchez et al. (1992). Como se observa en 
la tabla XXII el resultado siguió siendo negativo para todos los ectoparásitos, lo que indica 
que el paciente carece de IgE séricas frente a tales ectoparásitos. No se le practicaron 
pruebas cutáneas (prick) con los extractos parasitarios, por lo que desconocemos si sus 





Tabla XXII. DO en ELISA para IgE del suero del paciente anafiláctico (dilución 
1/10) frente al SGE-2 de los diferentes ectoparásitos. DO (media ± DE) de 10 
sueros control negativos diluidos 1/10. 
 
 
 negativos (n = 10) suero paciente 
D. marginatus 0,185±0,037 0,101 
R. bursa 0,097±0,019 0,064 
R. turanicus 0,156±0,080 0,147 
R. sanguineus 0,132±0,062 0,096 
I. ricinus 0,107±0,007 0,074 
H. marginatum 0,072±0,018 0,079 
O. erraticus 0,108±0,004 0,136 
O. moubata 0,037±0,007 0,091 
S. scabiei 0,086±0,009 0,075 
C. canis 0,026±0,005 0,016 
H. suis 0,083±0.006 0,037 
 
 
























En relación con las especies de garrapatas que pican a las personas en Castilla y 
León, lo primero que llama la atención es el gran número de las halladas, prácticamente 
todas las citadas en la Comunidad (ver Cordero del Campillo et al., 1994), incluyendo a I. 
ventalloi descubierta recientemente en la provincia de Burgos (Domínguez Peñafiel, en 
prensa). Tal variedad de especies contrasta con lo visto no sólo en países centroeuropeos, 
en los que la única especie que comúnmente se retira de las personas es I. ricinus (ver, por 
ej. Paul et al., 1987; Fingerle et al., 1998; Maiwald et al., 1998), sino también con lo visto 
en países mediterráneos, como es el caso de Italia, donde -al menos en la región de 
Liguria- sobre una muestra de 318 ejemplares, las únicas especies presentes fueron I. 
ricinus (89,3%), R. sanguineus (9,8%) y D. marginatus (0,9%) (Manfredi et al., 1999). 
Aunque Parola y Raoult (2001) dan una lista más amplia sobre las especies que, en 
Europa, pueden actuar como vectores de enfermedades -por su tendencia a picar a las 
personas- (I. ricinus, I. hexagonus, I. trianguliceps, R. sanguineus, D. marginatus y D. 
reticulatus), curiosamente en la lista no figuran algunas de las especies (R. bursa, H. 
marginatum y R. turanicus) que más frecuentemente pican a las personas en Castilla y 
León. En definitiva y con los datos disponibles, cabe concluir que en nuestra comunidad 
las personas son picadas por un número mucho mayor de especies que en otros países 
europeos, lo que sin duda tiene su importancia pues significa que pueden estar expuestas a 
una mayor variedad de patógenos, en vista de que cada especie, y en función de sus 
hospedadores habituales, tiende a transmitir unos determinados (Parola y Raoult, loc. cit.). 
 
Obviamente, de nuestros datos no puede deducirse si todas las especies halladas 
muestran una igual tendencia a picar a las personas aunque a nuestro juicio si permiten 
concluir: (i), que I. ricinus, y confirmando lo ya observado por otros autores (Parola y 
Raoult, loc. cit.), muestra una gran tendencia, como indica el hecho de que teniendo en la 
comunidad una distribución restringida, sin embargo es la especie que más 
frecuentemente se retira de personas (ver Fig. 1, parte I), no sólo en aquellas que habitan 
en zonas de montaña, sino también en grandes ciudades (datos no mostrados), lo que sin 
duda se debe  a que las zonas de montaña son, en la actualidad, muy visitadas; (ii), que R. 
sanguineus, y confirmando también lo observado por los autores antes señalados, muestra 
muy escasa tendencia pues estando presente en prácticamente todos los pueblos de la 
comunidad, salvo en los de clima atlántico de las zonas montañosas de las provincias del 
Norte (Encinas Grandes, 1986; Domínguez Peñafiel, 1999), sin embargo ocupa el séptimo 
lugar en la lista de las retiradas sobre personas; (iii), que el resto de las especies tienen una 
tendencia similar, como parece indicar el hecho de que el número de ejemplares recogidos 
de cada una de ellas coincide bastante bien con lo que era de esperar de acuerdo con la 
distribución/abundancia o hábitats en los que se encuentran en la comunidad. Y, en este 
sentido, parece lógico: (a), que D. reticulatus y H. lusitanicum se sitúen entre las menos 
frecuentes, al encontrarse confinada la primera a las zonas montañosas del norte y la 
segunda a las vertientes meridionales de las del sur, en las que es introducida desde 
provincias limítrofes por animales silvestres (Encinas Grandes, 1986); (b), que las 
especies habitantes de madrigueras (I. hexagonus, I. canisuga I. ventalloi, R. pusillus) 
sean las que menos piquen –con independencia de su abundancia en la comunidad- por la 
dificultad que tienen para entrar en contacto con las personas; (c), que R. bursa, D. 
marginatus, R. turanicus, H. marginatum y H. punctata se encuentren en los primeros 




Respecto a las fases evolutivas que tienen una mayor tendencia a picar a las 
personas, el dato global de que la tendencia es, en sentido decreciente, hembras, machos, 
inmaduros, consideramos que hay que tomarlo con cautela pues dice poco de lo que 
ocurre dentro de cada especie. Y, así tenemos, que si la gradación anterior parece cierta 
para algunas (ej. D. marginatus y H. punctata) para otras, al menos en el caso de los 
adultos, se da claramente la situación contraria (ej. H. marginatum) mientras que en otras 
(ej. I. ricinus y R. sanguineus) parece claro, como ya han observado otros autores (ver 
revisión de Estrada-Peña y Jongejam, 1999), que son las ninfas las que muestran una 
mayor tendencia. Aunque el parasitismo por adultos de uno u otro sexo pueda ser 
indiferente en relación con la transmisión de patógenos, pensamos que no ocurre lo mismo 
con el de inmaduros, pues por tardar más tiempo en ponerse de manifiesto (como indica el 
hecho de que sean las ninfas la fase evolutiva que más frecuentemente se encontró 
alimentada), pueden así transmitir a los patógenos que alberguen. 
 
Y, en relación con el grado de alimentación que llegan a alcanzar los ejemplares 
sobre las personas, parece claro que este viene determinado por dos factores: (i), el ya 
indicado del estadio evolutivo de los ejemplares pues, obviamente, y como señalábamos 
antes, cuanto más pequeños son, más tiempo tardan en ser descubiertos, como corrobora 
el hecho, por el extremo contrario, de que las hembras de Hyalomma -que son las más 
grandes de todas las existentes en España-, sean las que menos frecuentemente se 
encontraron alimentadas; (ii), la edad de las personas, asunto más complejo pero que 
parece incuestionable. De acuerdo con los datos que se recogen en las tablas XV-XVIII 
(parte I), en el capítulo que podríamos denominar “relaciones garrapata-persona”, parece 
claro que las primeras no muestran preferencia por las segundas según la edad o sexo, lo 
que no significa que las personas sean picadas con igual frecuencia según esos factores, 
pues como se observa en las tablas señaladas, los hombres son picados más 
frecuentemente que las mujeres y las personas con edades entre los 11-59 años más que 
los niños o personas mayores, diferencias que, no obstante, sólo cabe atribuir al simple 
hecho que los hombres o las personas jóvenes son las que salen más al campo por motivos 
laborales o por otras causas (caza, etc.). Sin embargo, lo que sí resulta significativo es el 
hecho de que en los niños y personas mayores de 60 años el grado de alimentación que 
alcanzan los ejemplares sea notoriamente más alto que en personas jóvenes. Aunque el 
grado de alimentación de los ejemplares se estableciese por mera apreciación subjetiva, 
parece claro que no existe margen de error a la hora de calificar a una garrapata como 
globosa, y el porcentaje de las globosas (grados de alimentación 2-4 de la tabla XVIII, 
parte I) resulta incuestionable que es de dos a tres veces más alto en viejos (21,1%) y 
niños (16,9%) que en personas jóvenes (7,9%). El fenómeno se debe, probablemente a 
multitud de factores, como puede ser, entre otros, el grado de inmadurez/envejecimiento 
del sistema inmunitario. Y, en este sentido, cabe pensar que aunque las garrapatas están 
dotadas de moléculas anti-alerta de su presencia en los hospedadores (neutralizadoras de 
dolor, prurito, reacción inflamatoria, etc.) (ver por ej. Mulenga et al., 1999; Paesen et al., 
1999 y 2000 y Wikel, 1999), sin embargo, es muy posible que en personas jóvenes no 
lleguen a conseguir la neutralización completa de esas señales, y la persistencia de éstas, 
por débiles que sean, puede ser clave para el descubrimiento del parásito. En cualquier 
caso, y con independencia de la causa, la conclusión a sacar del fenómeno anterior es que 
las personas mayores y los niños son las que tienen un mayor riesgo de sufrir infecciones 
por patógenos que no se transmiten hasta pasadas las primeras 24-48 horas postfijación 
(ej. rickettsias y borrelias), lo que no significa que las personas jóvenes estén libres de 
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riesgo pues al ser las picadas más frecuentemente, entonces, quizá, un factor compense al 
otro. 
 
 Respecto al riesgo del parasitismo según las diferentes provincias de la comunidad, 
los datos de la Fig. 14 y la Tabla V (parte I) son difíciles de analizar pues el hecho de que 
en unas provincias se recogiesen muchos más ejemplares que en otras puede deberse a 
factores que nada tienen que ver con la abundancia de nuestros parásitos. Obviamente, 
cabe pensar que las provincias cerealistas o con escasa ganadería son las de menor riesgo, 
mientras que las ganaderas y con zonas de montaña (por la presencia de I. ricinus) serían 
las de mayor riesgo. Es probable que eso explique, en parte, el mayor número de 
ejemplares recogidos en Ávila, Burgos y Salamanca, respecto al resto de las provincias; y 
decimos sólo en parte porque, de acuerdo con tal criterio, entonces no serían fáciles de 
explicar las diferencias  entre Ávila y Segovia o Palencia y Burgos, provincias que por su 
situación geográfica, clima, etc., se supone que deberían haber proporcionado un número 
de ejemplares muy parecido. No obstante, y con independencia de que en el número de las 
recogidas puedan haber influido factores como el grado de conocimiento entre la 
población del servicio ofrecido por la Junta de Castilla y León, lo que si parece claro es 
que sí existen unas grandes diferencias entre provincias en el riesgo de picadura por las 
diferentes especies. Y, curiosamente, puesto que de todas las provincias de la comunidad 
sólo en dos (Salamanca, Encinas Grandes, 1986; Burgos, Domínguez Peñafiel, 1999 y en 
prensa) se han hecho estudios sobre las garrapatas de sus animales domésticos y silvestres, 
ante esta situación nos encontramos con el hecho de que nuestros datos sobre las especies 
recogidas en personas nos revelan algunos fenómenos hasta ahora desconocidos. Estos 
fenómenos son, por ejemplo: (a), el casi confinamiento de H. marginatum y R. bursa a la 
zona oeste (datos no mostrados) de las provincias de Ávila, Salamanca y Zamora, lo que 
parece indicar una preferencia de tales especies por zonas de clima mediterráneo (frío 
semiárido o subhúmedo) y, a la vez, ricas en grandes mamíferos (ganaderías extensivas de 
ovino y vacuno) -y, en relación con H. marginatum, también ricas en aves, riqueza que 
podría estar mediada por la abundancia de montes (esencialmente de encina) en las zonas 
señaladas-; (b), la gran abundancia de D. marginatus en Soria, lo que parece confirmar la 
preferencia de esta especie, aunque sea bastante adaptable, por zonas secas (Domínguez 
Peñafiel, 1999). 
 
En cualquier caso, y volviendo a la cuestión del riesgo de parasitismo por las 
diferentes especies, por su posible relación con la distribución/prevalencia de las 
enfermedades que transmiten, de las tablas VI-XIV (parte I) cabe deducir: (i), que en las 
del Norte (León, Palencia y Burgos), I. ricinus es la especie de mayor riesgo seguida por 
los Dermacentor (D. marginatus y D. reticulatus) y H. punctata, al menos en el caso de 
Burgos; (ii), que en las del Sur (sobre todo Salamanca y Ávila) a las especies antes 
señaladas (salvo D. reticulatus) hay que añadir otras de gran riesgo como es el caso de R. 
bursa y H. marginatum y, también, R. turanicus y R. sanguineus, que por los motivos que 
sean, parecen ser más abundantes en estas provincias que en las demás, quizá por su 
riqueza en ganaderías (cerdos, vacas y ovejas, principales hospedadores de R. turanicus) y 
perros (principales hospedadores de R. sanguineus y muy comúnmente, también de R. 
turanicus) a ellas asociados; (iii), que en las del Centro (Zamora y Valladolid) y Este 
(Soria), el riego de picaduras por I. ricinus es escaso (Soria) o insignificante, mientras que 
el riesgo por otras varía mucho según zonas destacando el de H. marginatum en el oeste de 
Zamora y el de D. marginatus en Soria, provincia en la que también son posibles las 
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picaduras por otras varias especies al confluir en ella tanto las propias de clima húmedo (I. 
ricinus y H. punctata) como mediterráneo (R. bursa y H. marginatum). 
 
Como era de esperar, en ausencia de cambios en los hábitats o en el 
comportamiento y hábitos de las personas, el riesgo de picadura por las diferentes especies 
ha sido muy estable de unos años a otros, como parece indicar el número relativamente 
constante de los ejemplares retirados anualmente durante el periodo de nuestro estudio. 
Obviamente, las particularidades climáticas de cada año pueden favorecer a unas especies 
y perjudicar a otras, y a este fenómeno quizá se deba el incremento regular en el número 
de ejemplares de H. marginatum recogidos durante el periodo indicado (desde 41 en 1997 
a 74 en el 2001, ver Tabla III, parte I). En cualquier caso, y considerando que nuestras 
especies están bien adaptadas al clima de la comunidad, lo único que cabe decir es que 
éste lo que determina, esencialmente, son las épocas de riesgo, tanto por favorecer el 
desarrollo de los parásitos como la presencia de las personas en la naturaleza. Y, en este 
sentido, parece claro, como puede deducirse de las Fig. 15-23 (parte I): (i), que los meses 
extremos por sus bajas (diciembre-enero) o altas temperaturas y sequía (agosto y 
septiembre) son los de menor riesgo, lo que no significa que estén exentos pues, por 
ejemplo, durante los segundos todavía son muy abundantes los inmaduros de I. ricinus y 
R. sanguineus, lo que, como veremos más adelante, puede tener su importancia en relación 
con las épocas de máxima prevalencia de algunas enfermedades; (ii), que los de 
primavera-comienzos de verano (abril-julio) y otoño son los de mayor riesgo por la gran 
variedad de especies que en esas épocas tienen su máximo de actividad, en todos los casos 
coincidente con lo ya visto en la propia comunidad (Encinas Grandes, 1986; Domínguez 
Peñafiel, 1999 y en prensa) o en otras partes (Estrada-Peña y Jongejan, 1999 y Parola y 
Raoult, 2001). 
 
Respecto a los patógenos hallados en los ejemplares, y comenzando con Borrelia, 
lo primero que llama la atención es el alto porcentaje de falsas positividades (50%) dadas 
por la PCR1 y PCR3, lo que -entre otras posibles causas- pudo ser debido a 
amplificaciones inespecíficas de alguna otra espiroqueta, como la hallada recientemente en 
el País Vasco (R57) por Gil-Gil (2002) o la hallada por nosotros en piojos (Haematopinus 
suis) recogidos de cerdos y jabalíes, y que por la abundancia de estos segundos animales 
puede tener hoy una amplia distribución en la Castilla y León. En cualquier caso y con 
independencia de la causa, lo que sí parece claro es que al pertenecer todos los ejemplares 
claramente positivos (25) a la especie I. ricinus, esto parece confirmar su papel como 
único vector en la comunidad, al igual que ocurre en otros países europeos, con respecto a 
los cuales muestra, no obstante, unos porcentajes de infección más bajos. Y, así, frente al 
1,98% global nuestro, está por ejemplo el 11,3% hallado en Alemania sobre una muestra 
de 730 ejemplares también retirados sobre personas (Maiwald et al., 1998). Pero, quizá, lo 
más sorprendente de nuestros resultados es la variación en el tiempo del porcentaje de los 
infectados, y que limitándonos a los analizados anualmente de la especie en consideración 
fueron los siguientes: 4,71% (1997); 4,46% (1998); 0,68% (1999); 0,45% (2000); 0% 
(2001) y 1,58% (2002). Indudablemente, y aunque la epidemiología de la enfermedad de 
Lyme es compleja, al poder actuar como reservorios de la espiroqueta tanto aves como 
micromamíferos, sin embargo creemos que la caída anterior en el porcentaje de ejemplares 
infectados resulta claramente asociable a la plaga micromamíferos que se registró en 
Castilla y León en 1997 y a su posterior desaparición. Aunque el papel de éstos como 
reservorios parece ser que es poco importante en el País Vasco (Gil-Gil, 2002), sin 
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embargo, en nuestra comunidad, al igual que en otras partes de Europa, creemos que 
desempeñan un papel decisivo, pues de lo contrario no sería fácil de explicar la evolución 
de los porcentajes antes indicados.  
 
No obstante, lo que no encaja en la relación indicada, es el hecho de que en Burgos 
las genoespecies identificadas fuesen B. garinii y B. valaisiana, que según Wang et al. 
(1999) y Kurtenbach et al. (2002) utilizan a las aves como reservorios. Aunque no 
tenemos datos para analizar tal observación, sin embargo nos parece poco probable la 
exclusividad de tales reservorios, pues de ser así, entonces no sería fácil de explicar el 
porqué en 1997 se hallaron, en Burgos, 4 ninfas infectadas y ninguna los demás, a pesar de 
haberse analizado en los años siguientes unos números similares o más altos de ejemplares 
de I. ricinus. En consecuencia, es probable que ambas genoespecies puedan desarrollarse 
en micromamíferos (y, en el caso de B. garinii, está claro que al menos serotipo OspA 4 lo 
puede hacer), aunque sólo sea temporalmente, sobre todo si éstos sufren unas infestaciones 
intensas por inmaduros de I. ricinus. Como se ha visto en ratoncillos del género 
Apodemus, en tales circunstancias las acciones inmunomoduladoras/supresoras de la saliva 
incrementan la capacidad de transmisión de B. burgdorferi sensu lato a la garrapata (Gern 
et al., 1994), por lo que no tendría nada de extraño que facilitasen también las infecciones 
por las genoespecies indicadas. 
 
Y respecto a estas genoespecies halladas en la Castilla y León, lo primero que 
sorprende es la diferencia de las presentes en Burgos y Ávila, únicas en las que se 
encontraron ejemplares infectados. Y así tenemos, que si en Burgos predomina B. 
valaisiana seguida de B. garinii, -lo que no excluye la presencia en ella de las otras 
genoespecies vistas en el País Vasco (ver Barral et al., 2002 y Gil-Gil, 2002)-, sin 
embargo, en Ávila, si consideramos como B. lusitaniae no sólo aquellas muestras en las 
que se obtuvo señal para esta genoespecie, sino también aquellas en las que sólo se obtuvo 
la doble señal AF+VA, y que según Gil-Gil (2002) -y por fallos ocasionales de su sonda 
para la detección de B. lusitaniae- deben considerarse también como B. lusitaniae, 
entonces en la provincia en consideración, ésta sería sin duda la genoespecie 
predominante, seguida, como en Burgos, por B. garinii. El gradiente norte-sur, B. 
valaisiana-B. lusitaniae, coincide bien con lo que era de esperar si tenemos en cuenta que 
B. lusitaniae es muy poco frecuente en el País Vasco (Barral et al., 2002 y Gil Gil, 2002) 
pero muy abundante en Portugal (De Michaelis et al., 2000) y Túnez (Younsi et al., 2001), 
mientras que B. valaisiana, por el contrario, es frecuente el lugares húmedos como el País 
Vasco o Inglaterra (ver por ej., Kurtenbach et al., 1998a y Robertson et al., 2000). Si lo 
anterior, como decíamos, era lo esperable, sin embargo lo que sí nos parece extraño en 
relación con las genoespecies halladas en Ávila, es que B. garinii nunca apareciese sola 
(como en el caso de Burgos) sino siempre en infecciones mixtas con B. lusitaniae (5 
muestras). Aunque el fenómeno parezca extraño, quizá no lo sea tanto si consideramos, 
(a), que en algunas regiones geográficas hasta el 40% de los ejemplares presentan 
infecciones múltiples (ver Nakao et al., 1996; Randolph et al., 1996 y Wang et al., 1999a) 
y (b), que los 5 ejemplares en los que encontramos esas infecciones mixtas eran hembras, 
lo que puede haber incrementado la probabilidad de la infección con una y otra 
genoespecie por cualquiera de las vías indicadas en la revisión. 
 
En definitiva, y de acuerdo con nuestros resultados, cabe decir que las 
genoespecies más prevalentes en nuestra comunidad son las apatógenas B. valaisiana y B. 
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lusitaniae, mientras que B. garinii, y confirmando el dato de que aparentemente es la 
genoespecie patógena más abundante en España (Escudero et al., 2000a) sería la única de 
riesgo para las personas tanto en provincias del Norte (Burgos) como en las del Sur 
(Ávila); a su prevalencia, más baja que la de las primeras, cabe atribuir el reducido número 
de casos de enfermedad de Lyme que se diagnostican en la comunidad, aun cuando la 
seroprevalencia  frente a Borrelia pueda calificarse como alta, al menos en algunas 
provincias como por ej. Soria (13,1%, Oteo Revuelta, 1994). Seroprevalencia, por otra 
parte, fácilmente explicable si consideramos que de los 25 ejemplares portadores de la 
espiroqueta, aproximadamente la mitad alcanzó un grado de alimentación que sin duda les 
permitió la transmisión. No obstante, lo comentado anteriormente puede no ser más que 
una caricatura de la realidad, en vista de que B. valaisiana -como se indica en la revisión- 
es una genoespecie potencialmente patógena, que B. lusitaniae se ha aislado recientemente 
en Portugal de un paciente con eritema migrans (Anda, com. personal) y que la 
prevalencia de las diferentes genoespecies puede variar a lo largo del tiempo en función de 
la abundancia de los reservorios de cada una de ellas.  
 
Y, puesto que sobre los reservorios todavía no se ha realizado ningún estudio en la 
comunidad, lo anterior nos impide saber si la ausencia de hallazgos de B. burgdorferi 
sensu lato en el resto de las provincias en las que se encuentra I. ricinus se debe a la 
inexistencia en ellas de los reservorios adecuados o, simplemente, a que el número de 
ejemplares analizados fue menor, lo que parece poco probable pues si sumamos todos los 
recogidos en tales provincias, resulta un número casi similar (288) a los analizados en 
Ávila (308), provincia en la que todos los años, salvo en el 2001, se encontró algún 
ejemplar positivo. En definitiva, pensamos que en Castilla y León la prevalencia de B. 
burgdorferi sensu lato en I. ricinus depende del tamaño de las poblaciones de 
micromamíferos y que ese tamaño puede variar mucho de unos años a otros, a diferencia 
de lo que ocurre en países húmedos y con abundante vegetación. De ser cierta la 
observación de que la plaga de micromamíferos de 1997 se debió a que ese año la 
pluviosidad fue un 30% superior a la habitual (ver Reviriego Gordejo et al., 2000), el dato 
lo consideramos de interés, pues de confirmarse la relación lluvia-micromamíferos-
prevalencia de Borrelia, eso permitiría predecir con certeza los años de mayor riesgo de 
enfermedad de Lyme, así como la de alguna otra incluida también en el presente estudio 
(ver más adelante). 
 
Y pasando ya a A. phagocytophila, lo primero que llama la atención es el gran 
número de especies en las que se ha encontrado, cuando, fuera de España, sus vectores son 
los mismos que los de B. burgdorferi sensu lato, esto es, especies del complejo I. ricinus. 
El hecho de que en el País Vasco se haya encontrado también en un gran número de 
especies (Barral-Lahidalga, 1998), quita excepcionalidad a nuestro hallazgo que, no 
obstante, confirma lo visto en el lugar indicado, a la vez que enriquece el rango de 
especies vectoras con varias primeras citas, como es el caso de H. lusitanicum, H. 
marginatum, R. sanguineus, R. turanicus y D. marginatus. 
 
Respecto a las especies que desempeñan un papel más importante como vectoras 
del nuevo microorganismo, los datos de la tabla VIII (parte II) no son fáciles de analizar 
pues el alto porcentaje de ejemplares infectados, en el caso de H. lusitanicum, puede ser 
debido al escaso número (23) de los analizados, mientras que en el caso del complejo R. 
sanguineus el porcentaje (el segundo más alto) nos dice poco al no poder referirlo a R. 
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sanguineus sensu stricto o R. turanicus sensu stricto, especies que por tener una 
preferencia de hospedadores muy distinta, pueden tener unas implicaciones 
epidemiológicas que nada tienen que ver las de una con la otra. Por este motivo se 
procedió a su diferenciación, pero ya en el periodo 2000-2002, en el que mostraron una 
tasa de infección más baja que la de otras especies, lo que nos impide saber cual fue la 
responsable de la alta prevalencia en los años anteriores. En cualquier caso, los porcentajes 
nos parecen, en general, normales si tenemos en cuenta los hallados por Barral-Lahidalga 
(1998) en el País Vasco o los indicados para I. ricinus en otras partes (ver revisión 
bibliográfica, Tabla VII). Lo único que parece extraño de la Tabla VIII (parte II) es que en 
ella figure H. marginatum, pues al parasitar sus inmaduros a aves (no citadas como 
reservorios), no resulta fácil de explicar la presencia de la bacteria en adultos teniendo en 
cuenta que no existe una transmisión transovárica. La única explicación que cabe es que 
los hallazgos se hubiesen producido en ejemplares (adultos) desprendidos de sus 
hospedadores (grandes mamíferos) en las primeras fases de la alimentación, lo que a su 
vez podría explicar también la presencia de la bacteria en tres las larvas de I. ricinus, algo 
asimismo extraño si no fuese porque Barral-Lahidalga (1998) también la encontró en esta 
misma fase evolutiva, aunque en ejemplares de una especie distinta (H. punctata). La 
explicación del desprendimiento prematuro la basamos en el hecho de que en el caso de B. 
burgdorferi sensu lato también es común la presencia de la espiroqueta en larvas, lo que 
no se debe a una transmisión transovárica, sino que, como se indica en la revisión 
bibliográfica, el fenómeno se atribuye a un desprendimiento prematuro de las larvas (por 
rascado, etc.) sobre todo cuando se alimentan sobre micromamíferos, lo que las obliga a 
pasar de nuevo a la vegetación en espera de un nuevo hospedador (Matuschka et al., 
1994). Aunque la explicación anterior, a nuestro juicio, es la más acorde con los datos 
actuales, sin embargo no deja de llamarnos la atención el hecho, con las reservas ya 
indicadas, de que no sólo H. marginatum sino también H. lusitanicum aparezca con unas 
altas tasas de infección, cuando los inmaduros de esta segunda especie también muestran 
una gran tendencia a picar a aves (Encinas Grandes et al., 1999). 
 
Aunque acerca de las aves se ha sugerido que sólo actúan como portadoras de 
garrapatas infectadas (por su alimentación previa sobre micromamíferos), pero no como 
reservorios de la bacteria (Bjoersdorff et al., 2001), nuestros datos, como los 
recientemente publicados por Daniels et al., (2002), parecen apuntar en otro sentido. Por 
este motivo podría ser interesante el comprobar lo que ocurre en España, sobre todo en 
aves no presentes en países nórdicos (por ejemplo perdices) y, por tanto, no incluidas en 
los estudios realizados hasta la fecha, y que, aunque sólo fuese por facilitar el fenómeno 
del intercambio de patógenos entre ejemplares que se coalimentan (Alekseev et al., 2001) 
(en nuestro caso, junto a inmaduros de Hyalomma), quizá podrían desempeñar un papel 
importante en la difusión/mantenimiento de la bacteria en consideración. 
 
Respecto a la gradación decreciente (en el sentido adultos, ninfas, larvas) del 
porcentaje de ejemplares infectados según la fase evolutiva creemos que los valores son 
lógicos, aunque nos dicen muy poco sobre el tipo de hospedadores (ratoncillos/grandes 
mamíferos) que más comúnmente actúan como fuente de infección. Y, así tenemos, que en 
el caso de ser grandes mamíferos (vacas y ovejas), entonces R. bursa debería haber dado 
los porcentajes de infección más altos, al alimentarse preferentemente, tanto sus 
inmaduros como adultos, sobre esos animales. Puesto que no sólo no ha sido así, sino que 
ha sido superada por aquellas especies cuyos inmaduros tienden a alimentarse sobre 
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micromamíferos (o aves), lo anterior induce a pensar que éstos son la fuente común de 
infección, como se ha visto en otras partes (Liz et al., 2000). Pero de ser esto así, entonces 
lo que no encaja es el disparo en los porcentajes de infección registrados en 1999, pues la 
plaga de micromamíferos que se registró en Castilla y León en 1997 ya había desaparecido 
en Enero de 1998. La única hipótesis que se nos ocurre para explicar tal incremento es la 
de que cuando el número de ratoncillos es muy elevado -hasta más de mil ejemplares por 
hectárea se llegaron a registrar en algunos puntos de la Comunidad- entonces el número 
actúa como un factor de dilución al favorecer la alimentación de los inmaduros sobre 
ejemplares todavía no infectados; al desaparecer la plaga, y ya en 1998, cabe pensar que se 
dio el fenómeno contrario, esto es, la concentración de inmaduros sobre los pocos 
micromamíferos supervivientes, que conduciría a la infección de la mayoría de éstos y a la 
subsiguiente infección de las nuevas generaciones de inmaduros, los cuales, tras mudar a 
ninfas o adultos, serían los responsable del máximo de 1999; sobre las causas del porqué 
el fenómeno no se mantuvo en los años siguientes (2000-2002), lo único que se nos ocurre 
es que si el número de micromamíferos siguió decreciendo, como parece indicar la caída 
progresiva en las tasas de infección por Borrelia, entonces los inmaduros tendrían que 
pasar a alimentarse sobre hospedadores no competentes para A. phagocytophila. El hecho 
de que en el periodo 2000-2002 no se encontrase la bacteria en inmaduros, sino sólo en 
adultos (ver Tabla XIII, parte II) parece confirmar la hipótesis anterior. 
 
Respecto a la distribución de la bacteria según las diferentes provincias, y como era 
de esperar dada su inespecificidad de vector, resulta claro (ver Fig. 15, parte II) que está 
presente en todas y que su prevalencia en las diferentes especies es un puro reflejo de las 
que abundan en cada lugar. En consecuencia, y puesto que no existe lugar alguno libre de 
garrapatas, la conclusión a obtener es que las infecciones por A. phagocytophila -sobre 
todo en primavera, verano y otoño- deben ser frecuentes en toda Castilla y León, aunque 
más en unos lugares que en otros, dependiendo de su riqueza en garrapatas y, también y 
más particularmente, dependiendo de los años, en función de que en los previos se hubiese 
registrado o no una plaga de micromamíferos. Otro factor que puede contribuir 
significativamente a la frecuencia de la infección es el hecho de que su transmisión sea 
casi inmediata (des Vignes et al., 2001) de modo que la retirada rápida de los ejemplares 
(el 54,87% de los hallados infectados en nuestro estudio) no disminuye, como hacen 
constar Blanco y Oteo (2002), el riesgo de infección; a nuestro juicio, lo anterior explica 
perfectamente el dato de que la edad media de las personas que sufren la ehrlichiosis 
granulocítica humana se sitúe en torno a los 38 años y que el 53% de los casos se registren 
en hombres (ver Blanco y Oteo, loc. cit.) pues como ya vimos anteriormente, las personas 
jóvenes y los hombres son las más frecuentemente picadas por garrapatas por ser las que 
más salen al campo, donde además pueden entrar en contacto con otros ectoparásitos 
como los ácaros trombicúlidos, que pasamos a comentar a continuación. 
 
Como se indica en la introducción, el envío de estos ácaros a nuestro laboratorio 
fue un asunto totalmente accidental y, en principio, sin otro objetivo que el de comprobar 
el porqué algunas zonas de la Rioja y Soria se conocen como “malditas”. Puesto que en los 
meses en los que las personas sufren las picaduras en esas zonas (en otoño) no coincide 
con ninguna época de actividad especial de mosquitos u otros ectoparásitos, por exclusión 
pensamos que los responsables podían ser ácaros trombicúlidos y, más concretamente, y 
como indica su nombre, de la especie Neotrombicula autumnalis. Para comprobarlo se nos 
envió una muestra recogida sobre la vegetación y, tras comprobar que, efectivamente, eran 
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larvas en ayunas de la especie indicada, decidimos procesarla en vista de que en Asia y 
otras partes, los trombicúlidos son los vectores del tifus de los matorrales (Orientia 
tsutsugamushi). Como se indica en material y métodos, en principio sólo se procesó la 
mitad de la muestra (10 ejemplares). Pero, ante la sorpresa de que resultase positiva para 
A. phagocytophila, para confirmar el resultado procesamos la segunda mitad pensando 
que, salvo en el caso de que sólo hubiese un ejemplar positivo en toda la muestra, lo que 
parecía improbable al haberse recogido todos en el mismo lugar, entonces esta segunda 
mitad también debería resultar positiva, como efectivamente así ocurrió. Este segundo 
análisis se llevó a cabo, como se indica en el apartado correspondiente, extremando todas 
las precauciones para evitar posibles contaminaciones y tras asegurar, también, la 
inexistencia de amplificaciones inespecíficas, poniendo para ello como control una 
muestra de trombículas recogidas sobre ratones de campo y caseros, todos ellos capturados 
(en casas o jardines) en un pueblo del área periurbana de Salamanca en el que, por no 
existir rumiantes domésticos ni garrapatas, era muy improbable que los ejemplares fuesen 
portadores de la bacteria; y, efectivamente, esta muestra fue negativa, en claro contraste 
con las dos muestras procesadas de los ejemplares recogidos en el Puerto de Piqueras. El 
100% de identidad en la secuencia de nucleótidos de los amplicones (151pb) de ambas 
muestras con el segmento homólogo (151-pb) del gen ARNr 16S de A. phagocytophila 
dejaba claro que ésta era la bacteria presente en la muestra. Y puesto que en los ácaros 
trombicúlidos sólo las larvas son parásitas, estaba claro también que la presencia de la 
bacteria en las larvas recogidas en la vegetación -y por tanto, en ayunas- sólo podía 
deberse a una transmisión transovárica, transmisión que al no darse en garrapatas duras, 
quizá indique una mejor adaptación de la bacteria a los ácaros en consideración. Al haber 
analizado, por el momento, sólo la muestra de ejemplares recogidos en 1999, 
desconocemos si el porcentaje de los portadores (como mínimo, el 10% en el año 
indicado) varía como en el caso de las garrapatas. En cualquier caso, consideramos que 
nuestro hallazgo, de que al menos N. autumnalis puede actuar como vector de A. 
phagocytophila, es importante al poder ser de gran ayuda en el diagnóstico de la 
ehrlichiosis granulocítica humana en personas no picadas por garrapatas, a la vez que 
puede explicar aquellos casos de la enfermedad, que por haberse diagnosticado en 
personas no picadas, se atribuyen al manejo de carcasas o contacto con la sangre de 
ciervos infectados (Blanco y Oteo, 2002). 
 
Por último, y en relación con los anaplasmas hallados en nuestro estudio (tanto en 
garrapatas como en trombículas) lo único que nos queda por decir es que no sabemos (por 
no haberse publicado todavía) si tienen alguna relación con Ehrlichia walkerii, una nueva 
Ehrlichia detectada en I. ricinus recogidos sobre personas asintomáticas en el norte de 
Italia, y dada a conocer recientemente en la Conferencia Internacional sobre Rickettsias 
celebrada en Lubljana (Eslovenia, 2002) (ver Addenda, en Blanco y Oteo, 2002). 
 
Y, pasando ya a las rickettsias, lo primero que cabe decir es que éstas se han 
hallado en prácticamente las mismas especies que la bacteria anterior y que vienen a ser 
casi todas las presentes en la comunidad, lo que no tiene nada de particular si tenemos en 
cuenta la gran variedad de las citadas como vectores en las diferentes partes de Europa 
(ver revisión). Respecto a los porcentajes de infección (sin considerar R. pusillus, que por 
haberse visto un solo ejemplar, el porcentaje no se puede considerar representativo), en 
general cabe calificarlos como altos al estar en el rango de los hallados en países en los 
que las rickettsiosis de un tipo u otro son endémicas (ver casos de Hungría, Eslovaquia, 
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Crimea, Israel, USA, etc., en Raoult et al., 2002b, Rydkina et al., 1999, Azad y Beard, 
1998 y Guberman et al., 1996). 
 
Pero si lo anterior parece normal, lo que llama la atención son los porcentajes de 
infección según las diferentes fases evolutivas. Puesto que la transmisión transovárica es 
típica de todas las especies de rickettsias, en consecuencia, cabía esperar que los 
porcentajes de infección entre inmaduros y adultos no fuesen tan distintos como los que se 
observan en la Fig. 8 y Tabla XV (parte II). A nuestro juicio, creemos que tales diferencias 
no son representativas de lo que pueda ocurrir en la realidad, pues la baja tasa de infección 
de las larvas puede ser debida simplemente al bajo número de las analizadas y, además, a 
que todas pertenecían (salvo una positiva del complejo R. sanguineus) a la especie I. 
ricinus, para la cual no hemos encontrado datos sobre las tasas de infección de sus larvas 
en lugares en los que sí se dan para adultos (ej. 1,7% en Suecia, 8,25% en Italia) (Nilsson 
et al., 1997; Beninati et al., 2002), lo que nos habría permitido juzgar la normalidad o no 
de nuestros porcentajes (1,4%, larvas; 4,39%, adultos). 
 
Con independencia de la aparente anomalía anterior, lo que nos interesa destacar 
aquí es la evolución en el tiempo de los porcentajes de infección, bastante parecida a la ya 
comentada para B. burgdorferi sensu lato. Aunque, según Raoult y Roux (1997) y Parola y 
Raoult (2001), el papel que desempeñan los mamíferos y las aves como reservorios de 
rickettsias es un asunto que está todavía por determinar, de acuerdo con nuestros datos 
parece claro que los animales silvestres, y particularmente los micromamíferos (dando por 
supuesto que la cabaña de los domésticos se mantuvo constante durante el periodo 1997-
2002), desempeñan un papel importante en el mantenimiento de estas bacterias pues, de lo 
contrario, no sería fácil explicar ese paralelismo en la evolución de los porcentajes de 
infección entre rickettsias y borrelias, ni tampoco el porqué las especies cuyos inmaduros 
parasitan a micromamíferos (D. marginatus, D. reticulatus, R. turanicus, R. pusillus, etc.) 
muestran unas tasas de infección más altas que aquellas en las que inmaduros y adultos se 
alimentan sobre grandes mamíferos (ej. R. bursa, vacas y ovejas -aunque sus inmaduros 
también son muy frecuentes en liebres-; R. sanguineus, perros). El hecho de que los 
conejos y las liebres sean unos portadores habituales de anticuerpos anti-R. conorii (Ruiz-
Beltran et al., 1992) da verosimilitud a la hipótesis anterior, que por otra parte no tiene 
nada de extraña si consideramos que en pequeños animales, como los ratones, topillos, 
etc., los inmaduros -y adultos- de las garrapatas se concentran en las orejas, fenómeno que 
ya por si sólo -y sin implicar una rickettsemia en los animales- puede facilitar el paso de la 
bacteria de unos ejemplares a otros durante el proceso de coalimentación. 
 
Curiosamente, y aunque en todas las provincias se encontraron ejemplares 
infectados, sin embargo el número de casos de fiebre exantemática mediterránea (FEM) 
declarados en cada una de ellas difiere mucho de unas a otras. Según el Boletín 
Epidemiológico de Castilla y León, en el periodo 1996-2000 éstos fueron los siguientes 
(entre paréntesis, tasas medias de incidencia por cada cien mil habitantes): Ávila, 41 
(4,81); Burgos, 9 (0,52); León, 5 (0,20); Palencia, 9 (1); Salamanca, 80 (4,53); Segovia, 2 
(0,27); Soria, 66 (14,40); Valladolid, 7 (0,28); Zamora, 18 (1,76). De acuerdo con tales 
datos parece claro: (i), que no existe una relación entre el número de casos y el tamaño de 
las muestras de garrapatas recogidas sobre personas, pues siendo Burgos la que 
proporcionó una muestra más grande, sin embargo ocupa una posición intermedia en los 
parámetros antes indicados; (ii), que tampoco existe una relación entre el número de casos 
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y el número de ejemplares simplemente positivos a Rickettsia sp. hallados en cada 
provincia, como de nuevo indica el hecho de que fuese Burgos la segunda en la que más se 
hallaron (34) estando después en sexta posición en la incidencia por cien mil habitantes; 
(iii), que la prevalencia de la FEM, notoriamente menor en las provincias de León, 
Palencia, Burgos, Valladolid y Segovia, que en las de Salamanca, Ávila, Zamora y Soria, 
tiene que estar relacionada no con el número de rickettsias hallado en cada una de ellas 
(ver Fig. 37, parte II), sino con la distribución/abundancia de alguna garrapata/rickettsia 
particular. Y, efectivamente, así parece ser si tenemos en cuenta las especies y garrapatas 
halladas en cada provincia.  
 
Como se observa en la tabla XXVII (parte II) y se indica en la revisión 
bibliográfica, varias de las rickettsias encontradas, hasta la fecha, sólo se han aislado de 
garrapatas (IRS3/IRS4, RpA4/DnS14) o son consideradas como apatógenas (Bar29 y R. 
massiliae) o muy raramente patógenas (R. helvetica). De las halladas quedan, pues, como 
patógenas R. conorii, R. aeschlimannii y R. slovaca. La primera, y como puede verse en la 
tabla antes señalada, sólo se encontró en una ocasión en un ejemplar del complejo R. 
sanguineus de la provincia de Salamanca; si efectivamente, y como se señala típicamente, 
se encuentra asociada a R. sanguineus, la ausencia de más hallazgos parece lógica 
teniendo en cuenta la muy escasa tendencia de la garrapata en cuestión a picar a las 
personas.  
 
La sorpresa viene con R. aeschlimannii, especie, como se indica en la revisión, en 
principio sólo aislada de H. marginatum en el Norte de África, aunque después se ha 
encontrado en personas que presentaban unos signos/síntomas de enfermedad similares a 
los que produce R. conorii. Y la sorpresa viene por dos motivos: (i), porque al ser la única 
rickettsia hallada en H. marginatum (ver Tabla XVIII, parte II) eso parece indicar una 
especificidad, molecular o ecológica, por parte de la garrapata hacia la bacteria (pero no en 
sentido inverso) hasta ahora desconocida; (ii), porque al ser H. marginatum, como ya 
comentamos previamente, una de las garrapatas que más frecuentemente pica a las 
personas en las zonas ganaderas de Ávila, Salamanca y Zamora –y en menor medida en 
Soria-, lo anterior induce a pensar que la rickettsia y garrapata señaladas sean las 
responsables de la mayoría de los casos de FEM que se registran en tales provincias. De 
confirmarse que realmente eso es así, entonces creemos que habríamos encontrado la 
respuesta a la pregunta que se hacen Raoult y Roux (1997) sobre el porqué de las 
diferencias en el número de casos en FEM -y mortalidad- entre la parte oeste de 
Salamanca y otros lugares, como el noreste de Barcelona, en los que por abundar también 
R. sanguineus la enfermedad debería mostrar una prevalencia similar.  
 
Obviamente, de nuestros datos no cabe deducir si las aves son los reservorios de la 
rickettsia, o si ésta desarrolla aquí su ciclo de una forma autóctona, pues puede ocurrir que 
sea introducida desde África por aves migratorias infestadas con inmaduros de la garrapata 
que hubiesen heredado a la bacteria tras la alimentación de los adultos sobre algún 
mamífero africano, lo que nos parece poco probable pues los inmaduros son muy 
frecuentes en aves sedentarias salmantinas, hasta el punto de ser una causa frecuente de 
muerte de mirlos, perdices y urracas (ver Encinas Grandes, 1986 y 1999 y Encinas 
Grandes et al., 1999). En cualquier caso, de nuestros datos lo que si cabe deducir es que la 
presencia de R. aeschlimannii en otras especies de garrapatas,  I. ricinus, R. sanguineus, R. 
turanicus, R. bursa y H. punctata (lo que no tiene nada de particular en vista de que en 
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África se ha encontrado también en R. appendiculatus, Pretorius y Birties, 2002) se debe, 
probablemente, al fenómeno de la coalimentación, esto es, a la alimentación de ejemplares 
de tales especies junto a los adultos de H. marginatum sobre grandes mamíferos 
(hospedadores compartidos por todas ellas); así al menos parece indicarlo el hecho de que 
las únicas especies en las que no se ha encontrado R. aeschlimannii sean D. marginatus y 
D. reticulatus, cuyos adultos, al alimentarse en otoño/invierno, difícilmente pueden 
coincidir con los de H. marginatum que lo hacen en primavera/verano.  
 
De nuestros datos también cabe deducir que aparte de H. marginatum (en la que la 
rickettsia aparentemente no tiene otras competidoras), en las otras especies la infección es 
muy probable que sólo en muy contados casos se traduzca en un paso de la bacteria a la 
descendencia, pues al ser estas otras especies comúnmente portadoras de rickettsias del 
grupo de las apatógenas, entonces éstas pueden inhibir el paso por el fenómeno de la 
interferencia transovárica. En cualquier caso, y puesto que estas segundas especies pican 
también muy frecuentemente a las personas en las provincias más afectadas por la FEM, y 
aunque sus tasas de infección por R. aeschlimannii sean más bajas que las de H. 
marginatum (5,9% frente al 1,6% por ej. de R. bursa), sin embargo pueden ser las 
responsables de un buen número de casos de la enfermedad. Enfermedad que, obviamente, 
en la comunidad no sólo cabe atribuir a las especies comentadas hasta ahora sino también 
a R. slovaca, la cual, confirmando lo ya visto en otras partes de Europa, se encuentra 
confinada a los Dermacentor (D. marginatus y D. reticulatus). Puesto que en los casos de 
FEM que se comunican en la comunidad no se especifica si son casos de 
TIBOLA/DEBONEL, en consecuencia no podemos relacionar la distribución de estos 
casos con la de los vectores, aunque a nuestro juicio es muy probable que muchos de los 
que se comunican en Soria se deban a R. slovaca  por ser D. marginatus la garrapata que 
más frecuentemente pica a las personas en esa provincia. Obviamente, y puesto que D. 
marginatus se encuentra no sólo en Soria sino también en el resto de las provincias –y en 
todas ellas se encontraron ejemplares con R. slovaca- lo anterior sugiere que los casos de 
TIBOLA/DEBONEL deben ser frecuentes por toda la comunidad. 
 
En definitiva, en Castilla y León, y a la vista de su riqueza en garrapatas y especies 
de rickettsias (alguna de las cuales como R. aeschlimannii es la primera vez que se citan 
en España), no parece extraño que se registren en ella las tasas nacionales más altas de 
FEM,  tal y como puede observarse en el Bol. Epidemiol. (Vol.17, nº 6, 2001), en el que 
también puede comprobarse que, no obstante, el número de casos ha ido descendiendo 
progresivamente, al menos en el periodo revisado, 1986-2000. Y así, si en los años 1986-
87 las tasas por cien mil habitantes (globales para toda la comunidad) fueron de un 4,43-
5,58, sin embargo en los años 1999-2000 tales tasas habían caído a un 2,33 y 1,71, 
respectivamente. Y, puesto que cabe suponer que el tamaño de las poblaciones de los 
principales vectores (H. marginatum, D. marginatus) no han cambiado mucho en ese 
periodo, entonces, a nuestro juicio, la caída sólo cabe relacionarla con la menor 
abundancia actual de R. sanguineus con respecto al pasado. Y, en este sentido, tenemos 
que aunque hoy las infecciones por R. conorii, al menos aparentemente y según hemos 
visto antes, probablemente son raras, sin embargo en el pasado las cosas pudieron ser muy 
diferentes como parece indicar el hecho recogido por Encinas Grandes (1986) del 
paralelismo que había, al menos en Salamanca, entre la abundancia de las ninfas de R. 
sanguineus y los casos de FEM que se registraban en ella (enero-junio, 1; julio, 3; agosto, 
7; septiembre, 15; octubre, 1) (datos correspondientes a 1984, Bol. Epidemiol. Semanal, nº 
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1647-1665). Hoy, y aunque R. sanguineus sigue estando presente en la mayoría de los 
pueblos, sin embargo sus poblaciones son mucho más pequeñas (por la mayor frecuencia 
de los tratamientos, etc.), y reflejo de su menor abundancia puede ser el hecho de que si 
antes, agosto y septiembre (los más ricos en ninfas) eran los meses en los que se registraba 
un mayor número de casos de FEM, en la actualidad resulta que éstos son tan abundantes 
en los primeros meses del año como en los demás, tal y como era de prever de acuerdo con 
las épocas de actividad de las garrapatas que hoy actúan como principales vectoras. Y para 
comprobarlo, no tenemos más que ver, por ejemplo, los casos declarados en el 2002 en el 
Bol. Epidemiol., y que agrupados por trimestres fueron los siguientes: enero-marzo, 15; 
abril-junio, 14; julio-septiembre, 16; octubre-2 de noviembre, 7). Obviamente, en la caída 
en el número de casos también puede haber influido el hecho de que si antes los vectores 
de la FEM eran ninfas y ahora son adultos, la más fácil detección de éstos puede facilitar 
su retirada antes de que tenga lugar la transmisión, lo que no ha impedido que hoy, como 
en el pasado (Herrero-Herrero y Ruíz-Beltrán, 1994), sigan siendo los viejos seguidos de 
los niños –por los motivos ya expuestos al comienzo del capítulo- los que más 
comúnmente sufren la enfermedad. 
 
Y respecto al resto de las rickettsias halladas, lo único que podemos decir es que 
nuestros datos confirman el confinamiento de R. helvetica a I. ricinus, tanto en provincias 
del norte como en las del sur, aunque en ambos lugares muestra una prevalencia global 
(0,6%) bastante menor que la hallada en otros países (ej., 2,5% en Francia, 16-36,8 % en 
Suecia), incluido Portugal (17%), lo que ya tiene una explicación más difícil. Quizá el 
hecho se deba a que en las provincias del sur (Ávila y Salamanca), aunque curiosamente 
no en las del norte, I. ricinus también alberga, y con una mayor prevalencia (2,4%), a las 
nuevas rickettsias IRS3 e IRS4, lo que no sabemos, en relación con las personas, si eso es 
bueno (al disminuir la prevalencia de R. helvetica, que como se indica en la revisión, en 
ocasiones es patógena) o malo, al desconocerse todavía su patogenicidad. De acuerdo con 
nuestros datos, estas segundas rickettsias también son específicas de I. ricinus aunque 
ocasionalmente puedan encontrarse en D. marginatus, probablemente por la alimentación 
conjunta de ejemplares de esta segunda especie con los de la primera. A este mismo 
fenómeno, pero en sentido opuesto, cabe atribuir la presencia en I. ricinus de rickettsias 
aparentemente propias de los Dermacentor, como RpA4 y DnS14, que por ser también de 
patogenicidad desconocida no podemos saber, como en el caso anterior, si su presencia es 
buena (por sus posibles repercusiones en la prevalencia de R. slovaca) o mala, en el caso 
de que fuesen capaces de infectar a las personas. 
 
Finalmente, y en relación con las últimas rickettsias identificadas, la Bar29 y/o R. 
massiliae, parece claro, de acuerdo con los datos de la Tabla XXVII (parte II) y tal como 
se ha visto en otras partes, que se encuentran asociadas al complejo, R. sanguineus, 
aunque por el fenómeno de coalimentación puedan encontrarse en otras especies como I. 
ricinus. Dentro del complejo R. sanguineus parecen también más asociadas a R. turanicus 
y R. pusillus que a R. sanguineus sensu stricto, lo que de confirmarse con más datos, 
podría indicar que los micromamíferos (hospedadores de los inmaduros de R. turanicus) y 
conejos (hospedadores de R. pusillus), bien por llegar a ser rickettsémicos o por facilitar la 
coalimentación entre especies de garrapatas, desempeñan un papel importante en su 
mantenimiento. En cualquier caso, y dada la aparente apatogenicidad de estas especies, 
creemos que su presencia es importante pues puede limitar la prevalencia de R. conorii (al 
parasitar los adultos de R. turanicus a los perros al mismo tiempo que lo hacen los de R. 
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sanguineus) si entre ambas y R. conorii se da el fenómeno de la interferencia transovárica 
o si la respuesta inmunitaria frente a las primeras afecta negativamente a la segunda, 
asunto acerca del cual no hemos encontrado ninguna información. Aunque por el bajo 
número de ejemplares de R. sanguineus sensu stricto analizados no podemos saber la 
prevalencia real de R. conorii, sin embargo creemos que nuestros datos indican que es 
muy inferior a la de Bar29 y/o R. massiliae y que la presencia de éstas en todas las 
provincias sería la causa de la alta seroprevalencia observada no sólo en conejos, liebres y 
otros animales (ver Herrero-Herrero y Ruíz-Beltrán, 1994), sino también en perros de toda 
la comunidad (como media 23,4% de positivos llegando en algunas provincias -
Salamanca- hasta el 93,3%; Delgado y Carmenes, 1995). También, y dada la mayor 
tendencia de R. turanicus respecto a R. sanguineus a picar a las personas, junto con el 
hecho de que hasta el 10,3% de los ejemplares de la primera sean portadores de Bar29 y/o 
R. massiliae (ver Tabla XVIII, Parte II), creemos que explica fácilmente el dato de que 
hasta el 72-75% de las personas, o el 86,2% de los agricultores/ganaderos de la provincia 
de Salamanca, sean seropositivos frente a R. conorii (Herrero-Herrero y Ruíz-Beltrán loc. 
cit.). 
 
Aunque a tales tasas también pueden haber contribuido las rickettsias del grupo de 
las no identificadas, sin embargo no lo creemos así en vista de la muy baja prevalencia que 
muestran en la comunidad, lo que no les quita importancia pues en el caso de tratarse de 
nuevas especies podrían ser las responsables de algunas infecciones de difícil diagnóstico 
si los signos/síntomas que producen se parecen poco a los de la FEM. Y respecto a la 
posibilidad de que sean nuevas especies, y además patógenas, lo primero no parece nada 
improbable, al menos en aquellas en las que la secuencia del fragmento del gen gtlA no 
mostró homología con la de ninguna especie conocida, mientras que lo segundo tampoco 
parece improbable, al menos en aquellas otras dos que muestran, en ese mismo fragmento 
génico, una alta homología con un grupo de especies (R. sibirica, R. mongolotimonae, R. 
africae, etc.) que, en la actualidad, y casi sin excepción, son todas consideradas como 
patógenas (ver Raoult et al., 2002a). Obviamente, la secuenciación de otros genes distintos 
al gltA será la clave para conocer su identidad, lo que no resta interés al hecho de que 
aquellas dos en las que el fragmento del gen gtlA mostró la misma sustitución (T por C) en 
idéntica posición, se encontrasen, respectivamente, en R. bursa y en un ejemplar de 
complejo R. sanguineus (que por la fecha de captura casi con toda seguridad era R. 
turanicus), lo que parece indicar una asociación de la rickettsia con Rhipicephalus, 
asociación que no tendría nada de extraño a la vista de las precedentes y de que los 
Rhipicephalus comparten a muchos de sus hospedadores, facilitándose así el intercambio 
entre ellos de rickettsias y otros patógenos. 
 
Finalmente, y en relación con el último de los patógenos investigados, Francisella 
tularensis, lo primero que hemos de decir es que el hecho de no haberla encontrado ni en 
las garrapatas retiradas sobre personas ni en las recogidas sobre animales silvestres del 
área afectada por la enfermedad, eso no significa que no hayan podido desempeñar algún 
papel en el desarrollo del brote. Indudablemente, y acerca del papel que hayan podido 
desempeñar, en principio cabe pensar que éste ha sido muy secundario, como ya de 
entrada parece indicar el que las comarcas más afectadas por la enfermedad sean, 
precisamente, las más pobres en garrapatas de toda Castilla y León, por su naturaleza 
esencialmente cerealista. Y, como prueba de su pobreza en garrapatas están los datos: (i), 
de que hayan sido las provincias y, más concretamente, sus comarcas más afectadas por la 
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tularemia (ver Rodríguez Ferri et al., 1998 y Reviriego Gordejo et al., 2000), las que 
proporcionaron el menor número de garrapatas recogidas sobre personas y (ii), que las 
liebres de tales zonas (por el papel clave que desempeñaron en el mantenimiento y 
transmisión de la enfermedad a las personas), sean parasitadas por un número mucho más 
reducido de especies que en provincias (por ej. Salamanca) o comarcas (por ej. oeste de 
Ávila y Zamora) en las que no se registró ningún caso de la enfermedad. Y así tenemos 
que si en Salamanca son muy comunes los parasitismos de las liebres por R. bursa (en el 
presente otoño hasta en el 100% de los ejemplares), R. turanicus, R. sanguineus, H. 
marginatum y H. punctata (Encinas grandes, 1986), sin embargo en las zonas afectadas 
sólo R. turanicus aparece como especie prevalente (Tabla XX, parte I), sobre todo si 
consideramos que las citas, en esas zonas, de R. pusillus y H. hispanica en liebres se 
debieron, probablemente, a confusiones en el etiquetado de las muestras –al cambiarse 
conejo por liebre- pues siendo especies propias de madrigueras es muy difícil que puedan 
encontrarse en liebres, que son animales propios de hábitats abiertos. 
 
En definitiva, la ya aparente falta de relación entre abundancia de garrapatas y el 
brote de tularemia parece confirmar el dato de que en Europa las garrapatas desempeñan 
un papel muy secundario en la transmisión (Mörner, 1992), lo que no significa que en 
algunos casos no puedan estar implicadas, pues, como comentamos anteriormente, en las 
liebres de las zonas afectadas es frecuente el parasitismo por R. turanicus, especie que, 
como ya hemos visto, muestra una notable tendencia a picar a las personas. No obstante y 
puesto que el número de ejemplares que se alimentan sobre liebres cabe calificarlo como 
insignificante respecto al que lo hace sobre perros o rumiantes (esencialmente ovejas en 
las comarcas afectadas), en consecuencia, en el conjunto de la población, el número de las 
que puedan llegar a ser portadoras de la bacteria cabe pensar que siempre será muy bajo, 
reduciéndose así la probabilidad de transmisión a las personas. Y esto es lo que, al menos 
aparentemente, parece ser confirmado por el hecho de que durante el brote, solamente en 
dos casos aparezcan las garrapatas como responsables claras de la transmisión (Alkorta et 
al., 2000). Y acerca de su reducido papel, creemos que también está el hecho de la práctica 
desaparición de la enfermedad durante el invierno 1997/1998, cuando de haber 
desempeñado nuestros parásitos un papel más importante en su mantenimiento, ésta 
debería de haber reaparecido de nuevo a lo largo de 1998, al activarse las fases que se 
alimentaron/infectaron durante el año precedente.  
 
En cualquier caso, y refiriéndonos a nuestros resultados, el hecho de no haber 
encontrado a la bacteria creemos que nos dice muy poco sobre el posible papel 
desempeñado por las garrapatas en el mantenimiento/transmisión de la enfermedad, pues 
la ausencia de F. tularensis en los ejemplares recogidos sobre animales silvestres 
(esencialmente liebres y conejos, ver Tabla XX, parte I) ya era casi previsible al haberse 
recogido sobre animales sanos, mientras que su ausencia en los recogidos sobre personas 
en principio sólo puede indicar una baja prevalencia del patógeno en el vector 
correspondiente. Aunque creemos que nuestros parásitos desempeñaron un papel muy 
secundario en el desarrollo del brote, no obstante, consideramos que la única vía para no 
especular sobre ese papel (si vuelve a producirse algún nuevo brote de la enfermedad) 
sería la de proceder al análisis  de ejemplares recogidos sobre la vegetación en zonas de 
riesgo. Mediante este procedimiento, y en el caso de ponerse de manifiesto la presencia de 
la bacteria en una determinada garrapata, eso podría ser, además, de gran ayuda a la hora 
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de predecir la evolución de la enfermedad en la zona facilitándose así la adopción de las 
oportunas medidas preventivas. 
 
Y ya para terminar con los patógenos hallados en las garrapatas que pican a las 
personas en Castilla y León, un último comentario que queremos hacer es sobre las 
coinfecciones registradas (Tabla XXIX, parte II), que, a nuestro juicio, no pueden ser más 
acordes con lo esperable de acuerdo con las prevalencias halladas para cada bacteria en la 
comunidad. Y en este sentido creemos que es totalmente lógico: (i), que sean las 
rickettsias, por su transmisión transovárica, las que más comúnmente se encuentren 
asociadas a  Borrelia o Anaplasma; (ii), que las coinfecciones por estos dos últimos 
microorganismos sean raras (al contrario de lo que se observa por ej. en Suiza; Parola & 
Raoult, 2001), pues al carecer de transmisión transovárica parece poco probable que 
puedan aparecer conjuntamente, sobre todo si tenemos en cuenta la baja prevalencia de 
Borrelia en nuestra comunidad. Obviamente, las especies de rickettsias que más 
comúnmente aparecen asociadas a los otros dos microorganismos son las que eran de 
esperar por su mayor prevalencia en las diferentes provincias, esto es, las pertenecientes al 
grupo de las apatógenas (Bar29, R. massiliae, IRS3, IRS4, etc.), por lo que la coinfección 
cabe pensar que en principio no tiene mayor trascendencia. Lo anterior no significa que 
siempre sea así, pues por ejemplo, y limitándonos a las halladas en Dermacentor (A. 
phagocytophila-R. slovaca; Tabla XXIX, parte II), sí pueden tener trascendencia clínica, 
aunque sobre el asunto y para ese par concreto, que no tiene que ver nada con los 
recogidos en la bibliografía americana (Carpenter et al., 1999), no hemos encontrado 
información alguna. 
 
 Y, pasando ya a nuestro último capítulo, la determinación por serología de las 
personas picadas por garrapatas, como se indica en la introducción, tal determinación 
puede ser de gran interés como vía para averiguar las causas de algunas reacciones 
anafilácticas o como ayuda para el diagnóstico de las diferentes enfermedades transmitidas 
por estos organismos en personas que no son conscientes de haber sido picadas por los 
mismos. No obstante, y a pesar de su interés, la aplicación de la serología para llevar a 
cabo tales determinaciones, en principio, no estaba clara, pues aunque se sabe desde hace 
tiempo (Pérez Sánchez et al, 1992) que las garrapatas inducen en animales una buena 
respuesta humoral, sin embargo en personas las cosas podían ser muy diferentes en vista 
de que la mayoría de las veces sólo son picadas por un ejemplar, que puede ser un 
inmaduro, y que normalmente se retira a las pocas horas postfijación, por lo que la 
cantidad de saliva inoculada puede ser insuficiente para generar una respuesta humoral. 
Aunque en América y Australia ya existía el precedente de que al menos algunas especies 
de Ixodes sí son capaces de generar en personas una alta respuesta humoral (ver revisión), 
sin embargo, lo anterior nos decía poco acerca de lo que pudiese ocurrir con las nuestras, 
dadas las particularidades (composición de la saliva, etc.) de cada especie de garrapata. 
Ante tales reservas, nuestros resultados, si algo dejan claro, es que los contactos habituales 
son suficientes para inducir una respuesta humoral detectable, como indica el hecho de 
que de los 189 sueros analizados todos, salvo uno, fuesen claramente reactivos frente 
alguna especie. El hecho de que uno no diese ningún tipo de reactividad no significa nada, 
pues su falta de reactividad pudo ser debida a que el suero se tomó antes de que pudiesen 
aparecer los primeros anticuerpos o a que la persona fuese picada por un hematófago 
distinto a una garrapata. Obviamente, y de acuerdo con lo esperable cuando los antígenos 
se administran en cantidades mínimas (Mond et al., 1995), las respuestas que inducen las 
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picaduras en las personas son esencialmente T-independientes, como indica el hecho de 
que la mayoría de los anticuerpos vayan dirigidos frente a epítopos sacarídicos, tal y como 
evidencia la caída de la reactividad de los sueros sobre los SGE-2 desglicosilados. El 
fenómeno, como decimos, no tiene nada de particular pues no solo corrobora lo visto en 
sistemas artificiales, sino que también está totalmente en la línea de lo que era de prever 
según lo visto en el sistema natural Ornithodoros erraticus-cerdo. Y así tenemos que en 
este sistema las respuestas anti-larvas y anti-adultos difieren en los epítopos frente a las 
que van dirigidas (esencialmente sacarídicos en el primer caso y peptídicos en el segundo), 
y eso a pesar de tener ambas fases evolutivas una saliva de composición idéntica. Según 
Baranda et al. (2000), lo anterior se explica fácilmente sin más que considerar la cantidad 
de saliva que inocula cada ejemplar de una u otra fase evolutiva (2,9 ng las larvas; 431 ng 
los adultos) por lo que, repetimos, consideramos normal lo visto en personas. 
 
Lógicamente, lo anterior no impide que las personas también puedan desarrollar 
respuestas T-dependientes, dependiendo del tiempo que hayan estado las garrapatas sobre 
ellas y del número de contactos, como indica la ligera reactividad de algunos sueros sobre 
los SGE-2 desglicosilados. No obstante, incluso en estos segundos sueros cabe decir que la 
respuesta va dirigida, esencialmente, frente a epítopos  sacarídicos, incluidas las IgE, lo 
que ya no resulta tan fácilmente explicable (ver más adelante). A estos epítopos cabe 
atribuir, pues, la fuerte reactividad cruzada observada entre las diferentes especies, que 
impide el conocimiento de la especie concreta implicada en cada caso. Aunque un criterio 
para la obtención de ese conocimiento podría ser el de máxima reactividad, sin embargo 
tal criterio, a nuestro juicio, es poco fiable por dos motivos: (i), porque si todas las 
especies comparten unos mismos epítopos, entonces las más glicosiladas siempre serán las 
que den una mayor reactividad, con independencia de que hayan sido o no las 
responsables de la picadura; (ii), porque el grado de glicosilación, en principio, podría 
variar dependiendo del estado fisiológico de los ejemplares (en ayunas o alimentados) 
utilizados para la obtención de los SGE-2, asunto éste sobre el que no hemos encontrado 
ninguna información. Desconocemos si la mayor reactividad dada por la casi totalidad de 
los sueros frente a los SGE-2 de D. marginatus e I. ricinus respecto a los demás se debe a 
alguno de los factores anteriores o bien a que fueron realmente éstas las especies 
implicadas, pues ambas posibilidades pueden ser ciertas. Y así tenemos, que si por una 
parte los SGE-2 de una y otra especie son los que dan unos patrones de bandas más 
intensos con diversas lectinas (ver Fig. 2, parte III), por otra nos encontramos que al 
proceder la mayor parte de los sueros analizados de la provincia de Soria, entonces no 
sería nada extraño que tales especies diesen la máxima reactividad por ser las que más 
frecuentemente pican a las personas en esa provincia. No obstante, de las dos posibilidades 
nos decantamos por la primera en vista de que, por ejemplo, en Salamanca, D. marginatus  
e I. ricinus  también fueron las especies más frecuentemente reconocidas por los sueros, 
cuando en esta provincia, y como puede verse en la Tabla X (parte III), es R. bursa, 
justamente la especie menos glicosilada (quizá por haberse obtenido el SGE-2 de 
ejemplares en ayunas), la que más comúnmente pica a las personas. Por otra parte, el 
hecho de que D. marginatus e I. ricinus  sean, aparentemente, las más ricas en el 
galactosil-epítopo, eso podría explicar perfectamente su mayor reactividad teniendo en 
cuenta que las personas, por carecer de ese epítopo (uno de los principales responsables 
del rechazo de xenotransplantes), son portadoras muy frecuentes de anticuerpos frente al 




En definitiva, y a nuestro juicio, la serología es una buena herramienta para saber si 
las personas han sido o no picadas por garrapatas, pero no para conocer la especie 
implicada por la fuerte reactividad cruzada existente entre ellas, reactividad que, no 
obstante, no se extiende a las garrapatas blandas, confirmándose así lo ya comprobado 
experimentalmente por Pérez Sánchez et al. (1992). El hecho de que ningún suero diese 
reactividad frente a O. moubata ni frente a O. erraticus está de acuerdo con lo que era de 
esperar dada la inexistencia del primero en la Península Ibérica y la distribución 
restringida (oeste de Salamanca) y actual casi desaparición del segundo como 
consecuencia de las medidas adoptadas contra la peste porcina africana. Y en relación con 
estos dos ornithodoros, una observación que queremos hacer respecto a los patrones de 
glicosilación obtenidos con las diversas lectinas, es que el ligero reconocimiento de 
algunos de sus componentes salivales por la lectina MAA, como el de algunas garrapatas 
duras, probablemente se debe a una falsa reacción, pues en pruebas previas nunca se había 
obtenido señal alguna con esa lectina (Baranda et al., 1997), lo que está de acuerdo con la 
ausencia de ácido siálico en los ectoparásitos en general (Engstler y Sauer, 1993). 
 
Por otra parte, consideramos que la serología es también una buena herramienta 
para determinar si las garrapatas han sido o no las causantes de algunos choques 
anafilácticos, como los vistos en los pacientes P1 y P2, aunque en estos casos y por la 
complejidad de las reacciones anafilácticas y la de la saliva de las garrapatas, los 
resultados son más difíciles de analizar. Como se indica en el lugar correspondiente, el 
hallazgo de una garrapata en ambos pacientes en el momento de sufrir el episodio 
anafiláctico fue lo que indujo a pensar que éstas, las garrapatas, podían haber sido la causa 
del mismo, lo que resultó inmediatamente obvio tras la realización de los tests cutáneos 
correspondientes. La ausencia de reacción de ambos pacientes frente a una batería de 
alergenos comunes y la fuerte reacción dada frente a los SGE-2 de varias especies de 
garrapatas dejaban pocas dudas sobre la causa. Pero lo sorprendente fueron los resultados 
de la serología, que fueron los siguientes: (i), la presencia en ambos pacientes de unos 
altos niveles de IgG frente a varias garrapatas, pero dirigidos frente a epítopos sacarídicos 
de los componentes salivales, como indica la caída de la reactividad de los sueros sobre 
los SGE-2 desglicosilados; (ii), la presencia de IgE antigarrapata en un paciente (P1) pero 
no en el otro (P2) y (iii), los epítopos frente a los que iban dirigidos las IgE, sacarídicos en 
lugar de peptídicos. 
 
Indudablemente, la presencia de IgG anti-garrapata en ambos pacientes dejaba 
claro que éstos habían sido picados por las mismas; el hecho de que estas IgG diesen una 
fuerte reactividad con los SGE-2 de varias especies y el que fuesen dirigidas frente a 
epítopos sacarídicos no hacía más que confirmar la fuerte reactividad cruzada existente 
entre garrapatas y el tipo de respuesta visto en personas, aspectos ambos ya comentados 
anteriormente, aunque no dejaba de ser extraño que en el caso de estos pacientes las IgG 
no fuesen dirigidas frente a epítopos peptídicos. Y, más extraño aún, parece el hecho de 
que uno de los pacientes (P2) careciese de IgE y que las IgE presentes en el otro fuesen 
frente a epítopos sacarídicos, cuando la síntesis de estas inmunoglobulinas es dependiente 
de los linfocitos T. Indudablemente, la anafilaxia en el P2 pudo ocurrir por cualquiera de 
las vías,  independientes de IgE, puestas de manifiesto recientemente (Oettgen et al., 1994; 
Corry & Kherandmand, 1999), mientras que la existencia de IgE frente a epítopos 
sacarídicos tampoco parece excepcional en vista de que también se inducen frente a esos 
mismos epítopos en el caso de otros alergenos como el BG60 (Bermuda grass pollen) (Su 
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et al., 1996; Okano et al., 1999). Pero en cualquier caso -y aunque, lamentablemente, los 
tests cutáneos no pudiesen hacerse con los SGE-2 desglicosilados- creemos que  nuestros 
resultados lo que ponen de manifiesto es que el tipo de respuesta que inducen las 
garrapatas en las personas no está determinado, como habíamos considerado hasta ahora, 
por la baja cantidad de antígeno sensibilizante, pues entonces no sería fácil de explicar la 
presencia de IgE/IgG anti-epítopos sacarídicos en la generalidad de los casos, incluidos 
aquellos (P1 y P2) en los que, por el tipo de reacción sufrida, era de suponer que hubiesen 
desarrollado unas respuestas T-dependientes. En consecuencia, y dado el predominio casi 
total de las respuestas anti-epítopos sacarídicos, consideramos que éstas son el resultado 
de la interacción de tales epítopos con lectinas de la superficie de los linfocitos, lo que 
puede condicionar la respuesta antigarrapata a la vista de las acciones inmunomoduladoras 
e inmunosupresoras descritas recientemente para diversos glicanos (Koeller et al., 2000; 
Lowe, 2001; Dell et al., 2001). Y puesto que la combinación de carbohidratos 
manipuladora de la respuesta parece estar presente en todas las garrapatas, en 
consecuencia cabe pensar que se ha conservado a lo largo de la evolución por las ventajas 
que proporciona a nuestros parásitos. Y acerca del porqué tal combinación en unas 
personas induce anafilaxia y en otras no (a pesar de originar en todas, aparentemente, el 
mismo tipo de respuesta), aunque el asunto pueda ser complejo, quizá la explicación más 
simple sea que el suceso sólo se produce cuando las personas son picadas de nuevo 
mientras mantienen todavía unos altos niveles de anticuerpos inducidos por una picadura 
previa o bien cuando se deja a los ejemplares un tiempo lo suficientemente largo como 
para que se activen los linfocitos B de memoria. La improbabilidad de ambas situaciones 
puede explicar la aparente baja frecuencia de las reacciones anafilácticas por picadura de 
garrapata, y decimos aparente porque en el medio rural quizá no sea nada raro el que las 
personas sean picadas más de una vez a lo largo de su vida, como indica el hecho de que 
uno de los pacientes (P2) ya hubiese sufrido hace 20 años un episodio similar al presente. 
Además, la reactividad cruzada existente entre especies puede hacer que para que se 
produzca una reacción anafiláctica no sea preciso que las personas sean picadas dos veces 
por una misma especie, sino que una puede actuar como sensibilizadora y otra como 
desencadenante de la reacción, por lo que los accidentes por picadura de garrapata -y sobre 
todo en lugares en los que éstas abundan-  pueden ser más frecuentes de lo que en 
principio cabe suponer. En cualquier caso, lo que creemos que sería interesante conocer es 
la composición del sacárido manipulador de la respuesta, y una vía para ello podría ser la 
comparación de los patrones de glicosilacion  de Argas y Ornithodoros (por 
procedimientos distintos a los del mero uso de lectinas), pues al haberse encontrado a los 
primeros como responsables de algunos casos de anafilaxia (Sirianni et al., 2000) pero 
nunca a los segundos, a pesar de picar más frecuentemente a las personas, entonces las 
posibles diferencias que se observasen en sus patrones de glicosilación podrían ser 
significativas, sobre todo si el hipotético sacárido estuviese también presente en garrapatas 
duras. 
 
Por último, y en relación con la anafilaxia previsiblemente causada por 
Haematopinus suis, aunque nuestros resultados de la serología no permiten concluir nada, 
sin embargo nos han servido para poner de manifiesto un fenómeno en el que hasta ahora 
no habíamos reparado. Como se indica en resultados, consideramos que H. suis pudo ser la 
causa de los choques anafilácticos sufridos por el paciente en consideración al haberle 
ocurrido éstos al visitar una explotación porcina en la que el piojo fue el único hematófago 
que se encontró. Aunque en los libros de Parasitología (salvo, por ejemplo, en el de 
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Cordero del Campillo y Rojo Vázquez, 1999) no suele hacerse ninguna observación sobre 
su tendencia a picar a las personas, sin embargo lo hace en cuanto entra en contacto con la 
piel de las mismas, como inmediatamente pudimos comprobar (observación personal). 
Lamentablemente, y por la gravedad de los episodios sufridos por el paciente, no se 
consideró oportuno realizarle los test cutáneos con el SGE-2 del piojo, lo que hubiese 
evidenciado de forma inequívoca si éste había sido o no el responsable de los choques 
anafilácticos. Ante esta situación y para evidenciar su responsabilidad no quedó, pues, otra 
alternativa que la serología. Sorprendentemente, y como puede observarse en las tablas 
XXI y XXII (parte III), el suero del paciente no dio ningún tipo de reactividad frente al 
SGE-2 del piojo en consideración; tampoco lo hizo frente a los SGE-2 de las garrapatas 
duras y blandas, aunque esto era previsible por hallarse la explotación libre de las mismas. 
La ausencia de reactividad del suero frente a H. suis no excluye su responsabilidad, pues 
como se puede comprobar en el trabajo de Pérez Sánchez et al. (1992) cuando estos 
autores enfrentaron el suero de un cerdo que presentaba una infestación intensa por H. suis 
con el SGE-2 del mismo, tampoco obtuvieron ningún tipo de reactividad. Indudablemente 
el asunto es extraño y de difícil explicación, sobre todo por no existir ningún trabajo en el 
que se estudie la composición de la saliva de los piojos, salvo uno (Jones, 1998), pero que 
nos sirve de poco al limitarse a denunciar, precisamente, la falta de esos estudios.  
 
En definitiva, y dada la situación actual, en nuestro caso no podemos saber si la 
falta de reactividad se debe: (i), a que la saliva de H. suis no sea inmunogénica, con lo cual 
habría que descartarlo como posible causa de reacciones anafilácticas, lo que parece poco 
probable a la vista de las reacciones que producen sus picaduras en los cerdos (ver 
Vázquez et al., 1999); (ii), a que durante el proceso de preparación de los SGE-2, los 
componentes salivales se pierden o no se liberan de las glándulas o (iii), a que por la 
naturaleza de tales componentes (glicolipídicos, etc.), éstos no se fijen a las placas de 
ELISA siguiendo las técnicas estándar. Cualquiera que sea la causa, consideramos que 
sería interesante averiguarla, entre otras razones porque podría servir de ayuda en diversos 
estudios relacionados con los piojos humanos, inabordables en estos momentos por el 
desconocimiento que se tiene acerca de la composición de su saliva (Jones, loc. cit.). 
 























1ª- Aunque los 3059 ejemplares de garrapatas recogidos sobre personas en Castilla 
y León desde enero de 1997 a junio de 2002 pueden no ser más que una mínima parte de 
los que realmente picaron a las personas durante ese periodo, sin embargo, esta cifra 
indica por si sola que las garrapatas son unos parásitos de gran importancia sanitaria en la 
comunidad, considerando que el 10,68% de tales ejemplares eran portadores de alguna 
bacteria patógena o potencialmente patógena. 
 
2ª- La diferente distribución de las especies en la comunidad determina las zonas 
en las que más frecuentemente pica cada una de ellas a las personas: I. ricinus en zonas 
montañosas de las provincias del norte y del sur; R. bursa e H. marginatum en zonas de 
dehesa de Ávila, Salamanca y Zamora; D. marginatus en cualquier lugar, aunque 
especialmente en provincias secas como Soria y Valladolid; R. turanicus y R. sanguineus 
en cualquier lugar donde existan perros, vacas u ovejas, salvo en zonas de clima atlántico 
de las provincias del norte; D. reticulatus en zonas montañosas de las provincias del norte 
e H. lusitanicum en las vertientes meridionales de las montañas del sur. El resto de las 
especies (I. ventalloi, H. inermis, I. hexagonus, I. canisuga y A. reflexus), en cualquier 
lugar, salvo en el caso de las dos primeras que parecen estar confinadas a provincias del 
norte (Burgos). 
 
3ª- De acuerdo con la distribución, abundancia y hábitats en los que se encuentran 
las diferentes especies de garrapatas cabe decir que I. ricinus, al contrario que R. 
sanguineus, muestra una gran tendencia a picar a las personas, mientras que la del resto de 
las especies se mantiene intermedia entre ambas. En relación con las fases evolutivas, 
dicha tendencia varía mucho entre especies y, salvo en los casos de I. ricinus y R. 
sanguineus en los que las ninfas son las que muestran una mayor tendencia, en las demás 
son los adultos y en H. marginatum particularmente los machos. 
 
4ª- Aunque las garrapatas no muestran preferencia por las personas según la edad o 
el sexo, son los hombres y las personas jóvenes las picadas con mayor frecuencia, lo que 
cabe atribuir al hecho de que son esos grupos los que más salen al campo por motivos 
laborales o recreativos. 
 
5ª- El grado de alimentación que alcanzan las garrapatas sobre las personas parece 
estar influenciado por dos factores: el estadio evolutivo de los ejemplares, ya que cuanto 
menor es su tamaño pasan con mayor frecuencia inadvertidos, y la edad de las personas, 
asunto más complejo pero incuestionable en vista de que en las personas mayores y en los 
niños la retirada de ejemplares alimentados es de dos a tres veces más frecuente que en las 
personas jóvenes. 
 
6ª- El hallazgo inequívoco de B. burgdorferi sensu lato sólo en ejemplares de I. 
ricinus confirma el papel de esta especie como único vector en Castilla y León, en la que 
la prevalencia de la espiroqueta en la garrapata parece estar asociada a la abundancia de 
micromamíferos. El hallazgo de la espiroqueta sólo en Ávila y Burgos pudiera deberse a 
que en el resto de las provincias en las que se encuentra I. ricinus el número de ejemplares 
analizados fue menor o a que no existan en ellas los reservorios adecuados. 
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7ª- Aunque Burgos y Ávila comparten una de las genoespecies halladas, B. garinii, 
sin embargo en Ávila la genoespecie más prevalente es B. valaisiana mientras que en 
Burgos es B. lusitaniae. La mayor prevalencia de estas genoespecies respecto a B. garinii, 
así como la baja prevalencia en general de la espiroqueta en I. ricinus contribuye a 
explicar el reducido número de casos de enfermedad de Lyme que se diagnostican en la 
comunidad. 
 
8ª- En Castilla y León, al igual que en el País Vasco, pero a diferencia de lo que 
ocurre en otros países, A. phagocytophila utiliza como vectores a la práctica totalidad de 
las garrapatas presentes en la comunidad, por lo que ninguna de sus provincias está libre 
de la misma, aunque el riesgo de entrar en contacto con ella puede variar de unas comarcas 
a otras dependiendo de su riqueza en garrapatas. 
 
9ª- La detección de A. phagocytophila en especies de garrapatas cuyos inmaduros 
parasitan tanto a aves como a micromamíferos y grandes mamíferos, junto con la ausencia 
de transmisión transovárica, indican que la bacteria puede utilizar una gran variedad de 
animales como reservorios, aunque por las variaciones observadas en su prevalencia 
durante el periodo de nuestro estudio, probablemente sean los micromamíferos los que 
desempeñan un papel más relevante. 
 
10ª- Se evidencia por primera vez que A. phagocytophila utiliza también como 
vectores a los ácaros trombicúlidos, concretamente a Neotrombicula autumnalis, cuyas 
larvas, por la tendencia que muestran a picar a las personas, pueden desempeñar en 
determinadas zonas un papel importante en la transmisión de la bacteria. 
 
11ª- Las especies del género Rickettsia son comunes en prácticamente todas las 
especies de garrapatas duras presentes en Castilla y León, y puesto que su prevalencia 
varía notablemente de unos años a otros y de una forma paralela a la observada para B. 
burgdorferi sensu lato, esto parece indicar que los micromamíferos también desempeñan 
un papel importante en el mantenimiento de muchas de ellas. 
 
12ª- De acuerdo con lo visto en otros lugares, nuestros datos sobre las especies y 
cepas de rickettsias presentes en la comunidad confirman la asociación R. aeschlimannii 
(que citamos por primera vez en España) con H. marginatum; la de R. conorii, Bar29 y R. 
massiliae con especies del complejo R. sanguineus; la de R. helvetica, IRS3 e IRS4 con I. 
ricinus y la de R. slovaca, RpA4 y DnS14 con D. marginatus y D. reticulatus. No 
obstante, cada especie o cepa puede encontrarse en garrapatas distintas de la habitual, lo 
que cabe atribuir al fenómeno de la coalimentación. En este sentido, esta es la primera vez 
que se detecta R. aeschlimannii en Haemaphysalis punctata, Ixodes ricinus, Riphicephalus 
sanguineus, R. turanicus y R. bursa. 
 
13ª- En Castilla y León y aunque todavía no se ha procedido a la identificación 
molecular de las especies responsables de los casos de fiebre exantemática mediterránea 
que se registran en ella, cabe pensar, a la vista de las halladas en garrapatas y de los datos 
conocidos hasta estos momentos sobre su patogenicidad, que las responsables de tales 
casos pueden ser R. conorii, R. aeschlimannii y R. slovaca, aunque el asunto puede ser 
más complejo al existir también en la comunidad algunas rickettsias aparentemente 




14ª- Puesto que en Castilla y León los casos de fiebre exantemática mediterránea 
son mucho más frecuentes en las provincias de Salamanca, Ávila, Zamora y Soria, es muy 
probable que en las tres primeras sea R. aeschlimannii la responsable de la mayoría de los 
casos registrados por la abundancia en ellas de H. marginatum. En Soria, así como en el 
resto de las provincias, R. slovaca podría ser la principal responsable por ser su vector, D. 
marginatus, la garrapata que más frecuentemente pica allí a las personas.  
 
15ª- Dada la escasa tendencia de R. sanguineus a picar a las personas y la mínima 
proporción de las infectadas con R. conorii (tan solo un ejemplar), es probable que en la 
actualidad las infecciones humanas por esta bacteria sean muy poco frecuentes en Castilla 
y León. 
 
16ª- La ausencia de hallazgos de Francisella tularensis en garrapatas retiradas de 
personas y de animales silvestres de las zonas afectadas por la tularemia en Castilla y León 
indica que éstas desempeñaron un papel nulo o muy reducido en el desarrollo del brote. 
 
17ª- La serología es una buena herramienta para saber si las personas han sido o no 
picadas por garrapatas o si éstas han sido la causa de choques anafilácticos, aunque la 
fuerte reactividad cruzada existente entre especies no permite conocer la implicada en cada 
caso. Se desconoce aún el mecanismo por el que las garrapatas modulan la síntesis de 
anticuerpos, incluidos los de la clase IgE, dirigidos mayoritariamente frente a epítopos 
sacarídicos, así como el mecanismo inmunitario concreto responsable de la anafilaxia en 
personas en las que resulta indetectable la inmunoglobulina indicada.  
 
18ª- Al contrario de lo que ocurre en garrapatas, la serología no tiene ningún valor 
para detectar el parasitismo por Haematopinus suis, al menos hasta que se resuelvan 
aspectos básicos acerca de la composición de su saliva. 
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